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2.1. BULBO OLFATORIO: ORGANIZACIÓN Y FUNCIÓN 
El reconocimiento de un elevado número de moléculas que permita la discriminación entre 
distintos olores, incluso cuando estos puedan ser muy parecidos, es importante para la biología de 
la mayoría de las especies animales, ya que estos olores están implicados en actividades clave, 
como son la búsqueda de alimento, la supervivencia en lo referente a interacciones entre predador 
y presa, la organización social (cuando se trate de animales sociales), la reproducción, el 
reconocimiento de crías... (Segev, 1999). Teniendo en cuenta estas razones, podemos entender 
que el sistema olfatorio tenga una gran importancia en muchos mamíferos. 
En la cavidad nasal de los mamíferos, recubierto por una capa de mucus, se encuentra el 
epitelio olfatorio. Embebidas en esta mucosidad se encuentran las células encargadas de detectar 
las moléculas olorosas dispersas en el aire. Estas células son neuronas y reciben el nombre de 
neuronas receptoras de los olores. Las neuronas receptoras de los olores presentan una 
morfología bipolar; de un lado del soma sale una fina dendrita que acaba en una protuberancia de 
la cual emergen entre seis y doce cilios; en estos cilios, que son los que están embebidos en la 
mucosidad, es donde se reconocen los olores. Del lado opuesto del soma nace un axón no 
mielinizado que se juntará con los axones del resto de neuronas receptoras de los olores, 
formando el nervio olfatorio, que se dirige al cerebro y que llegará hasta el bulbo olfatorio principal 




















Figura 1. Bulbo olfatorio de la rata. A; Fotografía que muestra el interior de cráneo de una rata donde puede observarse cómo el
epitelio olfatorio está íntimamente relacionado con la parte más anterior del cerebro, el bulbo olfatorio principal. B; Esquema
comparativo donde se observa la localización del epitelio olfatorio y del bulbo olfatorio principal en el cerebro de la rata. C; Esquema
explicativo de la organización del sistema olfatorio: aparecen las neuronas receptoras de los olores (NRO) enviando sus axones hasta
el bulbo olfatorio principal. D; Micrografía detallada del epitelio olfatorio donde se ve la capa mucosa. Las NRO envían sus dendritas
hacia la capa mucosa donde están inmersos sus cilios y, del lado opuesto del soma emergen sus axones para formar el nervio
olfatorio. Imágenes A, B y D modificadas de Adam C. Puche. Figura C modifcada de Graeme Lowe 2003.  
Cuando el nervio olfatorio llega al bulbo olfatorio principal, las porciones terminales de los 
axones de las neuronas receptoras de los olores penetran en unas estructuras esféricas de 
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neuropilo muy características denominadas glomérulos olfatorios. En el interior de los glomérulos 
olfatorios se produce el primer relevo sináptico de la información olfatoria entre éstos terminales 
axónicos y las dendritas de las células principales del bulbo olfatorio principal (Shipley y Ennis, 
1996; Shepherd y Greer, 1998). 
El bulbo olfatorio principal es una región paleocortical del cerebro que presenta una 
organización laminar muy sencilla. Anatómicamente se distinguen 7 capas o láminas, que de la 
superficie hacia el interior reciben el nombre de capa del nervio olfatorio, capa de los glomérulos 
olfatorios, capa plexiforme externa, capa de las células mitrales, capa plexiforme interna, capa de 























Figura 2. Organización del bulbo olfatorio principal de la rata. A; Tinción de Nissl realizada sobre una sección 
flotante de 60 µm del bulbo olfatorio principal de la rata donde pueden apreciarse las distintas capas. B; Esquema
comparativo de la organización del bulbo olfatorio principal donde aparecen los tipos celulares que componen sus
circuitos y su relación sináptica. NO: capa del nervio olfatorio; GL: capa de los glomérulos olfatorios; CPE: capa 
plexiforme externa; M: capa de las células mitrales; CPI: capa plexiforme interna; GR: capa de las células granulares.
Imagen B modificada de Adam C. Puche. 
Por la capa del nervio olfatorio discurren los axones de las neuronas receptoras de los 
olores antes de penetrar en los glomérulos olfatorios. La capa de los glomérulos olfatorios está 
formada por esas estructuras esféricas de neuropilo que le dan el nombre a la capa; en la rata 
pueden contabilizarse alrededor de 4200 glomérulos olfatorios, cuyo diámetro oscila entre las 80 y 
las 160 micras (Royet y col.,1998; Shipley y col., 2004). Cada glomérulo olfatorio se encuentra 
rodeado por diferentes tipos de neuronas que reciben, en su conjunto, el nombre de células 
juxtaglomerulares. La capa plexiforme externa está formada básicamente por neuropilo, aunque 
también hay células empenachadas, que constituyen uno de los tipos de células principales del 
bulbo olfatorio principal, y algunos tipos de interneuronas. En la capa de las células mitrales, se 
disponen los somas de las células mitrales, que constituyen el otro tipo de células principales del 
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bulbo olfatorio principal. Por la capa plexiforme interna discurren los axones de las células 
principales. En la capa de las células granulares estas células, que le dan el nombre a la capa, 
son el tipo de interneurona más abundante. Finalmente, la sustancia blanca está formada 
principalmente por axones mielínicos y por algunas interneuronas; en ella se encuentra, además, 
el extremo más rostral de la corriente migratoria rostral. Veamos con más detalle cómo se 
organiza la circuitería en cada una de las capas. 
 
2.1.1. Capa del nervio olfatorio 
La capa del nervio olfatorio es la capa más superficial del bulbo olfatorio. En ella podemos 
encontrarnos los axones no mielínicos de las neuronas receptoras de los olores y algunas células 
gliales (Cajal, 1911; Pinching y Powell, 1971a). Envolviendo a los paquetes de axones, 
encontramos una especie de células gliales exclusivas del sistema olfatorio que tienen 
características intermedias entre astrocitos y células de Schwann; estas células son permisivas 
para el crecimiento axonal y el establecimiento de nuevas conexiones (Valverde, 2003) y reciben 
el nombre de glía envolvente (Doucette, 1989). 
 
2.1.2. Capa de los glomérulos olfatorios 
La capa de los glomérulos olfatorios se encuentra situada directamente por debajo de la capa 
del nervio olfatorio. En esta capa se producirá el primer relevo y modificación de la información 
olorosa. 
 
2.1.2.1. Tipos celulares 
Como se ha dicho previamente, los glomérulos olfatorios son estructuras esféricas 
formadas por neuropilo; alrededor de este neuropilo se sitúan los somas de distintos tipos 
neuronales (las llamadas células juxtaglomerulares) y células gliales, constituyendo la región 
periglomerular.  
El término de células juxtaglomerulares engloba a tres tipos neuronales diferentes: las 
células periglomerulares (PG), las células empenachadas externas y las células superficiales 
de axón corto. Las células periglomerulares y las células superficiales de axón corto están 
dentro de la categoría de interneuronas, mientras que las células empenachadas externas 
forman parte de la población de las células principales del bulbo olfatorio principal. Las células 




Cuando analizamos a microscopía óptica la capa de los glomérulos olfatorios, las 
células periglomerulares son fáciles de identificar porque son las células más abundantes y 
las de menor tamaño. Las células periglomerulares presentan un soma esférico, cuyo 
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diámetro oscila entre las 5 µm y las 8 µm. De un lado del soma, sale una dendrita primaria 



















Figura 3. Células periglomerulares. Los somas de las células periglomerulares se sitúan alrededor del neuropilo
glomerular y envían sus dendritas hacia el interior del glomérulo olfatorio donde se ramifica. A; células periglomerulares 
alrededor de dos glomérulos olfatorios. B y C; detalle de dos células periglomerulares teñidas con DAB.  
El interior del soma está ocupado, casi en su totalidad, por el núcleo que, analizado a 
microscopía electrónica de transmisión, tiene una apariencia irregular, con una distribución 
heterogénea de la cromatina, y en él es frecuente la existencia de profundas 
indentaciones. Los orgánulos típicos se organizan en el delgado anillo de citoplasma 
existente alrededor del núcleo (Pinching y Powell, 1971b). 
La gran mayoría de las células periglomerulares presentan una única dendrita 
primaria que penetra en el interior de un glomérulo olfatorio donde se ramifica. Sus 
ramificaciones no se extienden de forma homogénea por todo el glomérulo olfatorio, sino 
que suelen quedar restringidas a una zona concreta del neuropilo glomerular (Shipley y 
col., 2004). Muchas dendritas presentan ramificaciones varicosas de las cuales emergen 
un gran número de apéndices (Pinching y Powell, 1971b; Shipley y col., 2004). Estos 
apéndices son de dos tipos: espinas (región de la dendrita donde las células 
periglomerulares reciben contactos sinápticos) y gémulas (región de la dendrita donde las 
células periglomerulares reciben y realizan contactos sinápticos).  
En cortes ultrafinos vistos a microscopía electrónica, los perfiles de las dendritas de 
las células periglomerulares presentan un contorno muy irregular. En el interior de los 
troncos dendríticos es fácil observar cisternas de retículo endoplasmático liso, ribosomas, 
mitocondrias y microtúbulos; además, las dendritas contienen un gran número de 
vesículas, estando particularmente concentradas en las varicosidades y en las gémulas, 
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donde aparecen agrupadas alrededor de las especializaciones sinápticas. Estas vesículas 
presentan un aspecto aplanado (Pinching y Powel, 1971b). 
Del soma de las células periglomerulares, del lado opuesto al que da origen a la 
dendrita primaria, emerge el axón. Los axones de las células periglomerulares, que 
ocasionalmente se ramifican, proyectan predominantemente a la región periglomerular, no 
llegando más allá de los tres o cuatro glomérulos próximos (Shipley y col., 2004). Una 
característica de estos axones es la presencia, a intervalos irregulares, de muchos botones 
en passant. A microscopía electrónica de transmisión, los segmentos iniciales de los 
axones presentan pocos microtúbulos; en ellos se pueden observar ribosomas libres, 
cuerpos multivesiculares, vesículas de núcleo denso, vesículas recubiertas y vesículas 
aplanadas. Los terminales axónicos contienen abundantes vesículas aplanadas y alguna 
vesícula de núcleo denso. Estos terminales realizan contactos sinápticos simétricos sobre 
las dendritas de las células principales (Pinching y Powell, 1971b). 
Existen diferentes marcadores neuroquímicos que sirven para marcar y clasificar los 
distintos tipos de células periglomerulares. Estos marcadores serán comentados en 
profundidad en el apartado 2.1.1.3. 
 
2.1.2.1.2. Células empenachadas externas 
Las células empenachadas externas son las células de mayor tamaño de la capa de 
los glomérulos olfatorios. El diámetro de los somas de estas células oscila entre las 10 y 
las 17 µm. Las células empenachadas externas se encuentran preferentemente 
distribuidas en la zona más profunda de la capa de los glomérulos olfatorios, estando casi 
en contacto con la capa plexiforme externa (fig 4). Presentan una dendrita primaria apical 
que penetra en el interior de un único glomérulo olfatorio y allí se ramifica repetidamente. 
Los axones de las células empenachadas externas emergen del soma o de la porción 














Figura 4. Células empenachadas externas. Las células empenachadas externas forman parte de la población de las
células principales del bulbo olfatorio principal. A; soma de una célula empenachada externa situada en la zona más
profunda de la capa de los glomérulos olfatorios, próxima a la capa plexiforme externa; presenta un soma de morfología
poligonal y puede apreciarse que la dendrita apical penetra en el interior de un único glomérulo. B; dendrita apical de una
célula empenachada externa que se ramifica en el interior del glomérulo olfatorio. 
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El soma de las células empenachadas externas presenta una morfología ovoide, 
fusiforme o poligonal y tiene abundante citoplasma. A microscopía electrónica de 
transmisión, el citoplasma presenta un aspecto electronlúcido; en su interior pueden 
encontrarse polirribosomas, un aparato de Golgi bien desarrollado y abundante retículo 
endoplasmático rugoso. El núcleo contiene una fina capa de heterocromatina adherida a la 
membrana nuclear interna y es mucho más eucromático que el núcleo de las células 
periglomerulares. Presenta, además, un nucleolo bien definido. 
La dendrita de las células empenachadas externas frecuentemente es varicosa y sin 
espinas; el número de varicosidades va aumentando conforme la dendrita se ramifica en el 
interior del glomérulo olfatorio. El interior de las dendritas es electronlúcido y en el interior 
se observan microtúbulos perfectamente ordenados, cisternas de retículo endoplasmático 
liso, ribosomas libres y algunas mitocondrias. En el interior de los perfiles dendríticos 
también aparecen vesículas de morfología esférica. Estas vesículas, normalmente, 
aparecen en pequeños grupos situados próximos a los engrosamientos sinápticos. 
También aparecen algunas vesículas de núcleo denso. Las porciones terminales de las 
dendritas son unos procesos muy finos (de aproximadamente 0.2 µm de diámetro) y se 
encuentran completamente rodeados por los terminales axónicos del nervio olfatorio. 
Los axones de las células empenachadas externas realizan un tortuoso recorrido por 
la región periglomerular donde algunos producen ramificaciones laterales. Estos axones, 
después de recorrer porciones de la región periglomerular, atraviesan la capa plexiforme 
externa y la capa de las células mitrales y se dirigen hacia la capa plexiforme interna. Allí 
se organizan con una especificidad topográfica muy alta constituyendo lo que se ha dado 
en llamar el sistema de asociación intrabulbar (Liu y Shipley, 1994). En sus botones se 
pueden encontrar vesículas sinápticas de morfología esférica y vesículas de núcleo denso 
(Pinching y Powell, 1971b). Estos botones realizan contactos sinápticos asimétricos sobre 
sus dianas. 
Para identificar las células empenachadas se utilizan diferentes marcadores 
neuroquímicos como la proteína ligante de calcio neurocalcina (Bastianelli y col., 1993; 
Briñón y col., 1998) o el neuropéptido colecistoquinina (CCK) (Liu y Shipley, 1994). 
 
2.1.2.1.3. Células superficiales de axón corto 
Las células superficiales de axón corto (fig 5) son menos abundantes en la capa de 
los glomérulos olfatorios que las células periglomerulares o las células empenachadas 
externas. Su soma es ligeramente mayor y más irregular que el de las células 
periglomerulares. Presentan más de una dendrita que se extienden por la región 
periglomerular de los glomérulos olfatorios, pero que nunca penetran en los mismos. Los 
axones de estas células son cortos y se extienden por la región periglomerular de los 
glomérulos adyacentes (Pinching y Powell, 1971b; Shipley y col., 2004). 
 









Figura 5. Célula superficial de axón corto
 
El soma de las células superficiales de axón corto tiene una morfología esférica, 
alargada u ovoidal y su tamaño oscila entre las 8 y las 17 µm (Price y Powell, 1970a; 
Crespo y col., 1995). Vistas a microscopía electrónica, estas células presentan una 
moderada cantidad de citoplasma alrededor del núcleo; en este citoplasma pueden 
observarse grupos de cisternas de retículo endoplasmático rugoso, pero nunca complejos 
tan grandes como en las células principales. El núcleo tiene una apariencia irregular y 
presenta indentaciones nucleares y un nucleolo bien definido. 
Las dendritas de las células superficiales de axón corto son gruesas, varicosas, de 
superficie irregular y pueden presentar espinas. A microscopía electrónica se ve que los 
microtúbulos aparecen dispersos por el interior de las dendritas, sin presentar una 
disposición ordenada. En el interior de las dendritas, aparecen muy pocas vesículas y 
estas son de morfología irregular. 
Los axones, que emergen directamente del soma, se ramifican poco y suelen tener 
botones en passant (Shipley y col., 2004). El citoplasma del cono axónico es escaso; en él 
puede verse retículo endoplasmático rugoso, muchos ribosomas y vesículas. Aquí, los 
microtúbulos aparecen agregados (Pinching y Powell, 1971b). Los botones de estas 
células realizan contactos sinápticos simétricos sobre sus dianas.  
Para identificar células superficiales de axón corto utilizamos como herramientas 
marcadores neuroanatómicos, como por ejemplo la actividad enzimática NADPH-diaforasa 
(Scott y col., 1987), el neurotransmisor sustancia P (Pinching y Powell, 1971b; Schneider y 
Macrides, 1978) o la proteína ligante de calcio parvalbúmina (PV) (Kosaka y col., 1994). 
 
2.1.2.2. Organización del neuropilo en el interior glomerular 
El neuropilo que se encuentra en el interior de los glomérulos olfatorios está formado por 
los terminales axónicos de las neuronas receptoras de los olores, por los penachos de las 
dendritas primarias de las neuronas principales del bulbo olfatorio (las células mitrales y las 
células empenachadas), por las dendritas de las células periglomerulares, por las porciones 
terminales de algunos axones de origen centrífugo y por procesos gliales. En un principio se 
pensaba que todos estos elementos del neuropilo se distribuían de manera más o menos 
uniforme en el interior glomerular, pero durante los últimos quince años se ha observado una 
distribución compartimentalizada de los mismos (Halasz y Greer, 1993; Johnson y col., 1996; 
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Treloar y col., 1996; Chao y col., 1997; Kosaka y col., 1997; Kasowski y col., 1999; Toida y 
col., 2000).  
La distribución de los terminales axónicos del nervio olfatorio dentro del neuropilo es lo 
que marca dos compartimentos claramente diferenciados. La zona dónde están dispuestos los 
terminales axónicos del nervio olfatorio recibe los nombres de zona axónica o compartimento 
sensorial. El resto del neuropilo glomerular, donde no se encuentra el nervio olfatorio, se 
conoce como zona dendrítica o compartimento sináptico (Kosaka y col., 1995, 1997, 1998; 
Toida y col., 1998, 2000; Chao y col., 1997; Kasowski y col., 1999). Estos dos compartimentos 
se encuentran físicamente separados por procesos de células gliales; sin embargo, ambos 
compartimentos se encuentran estrechamente interdigitados (fig 6). 
En el compartimento sensorial se encuentran parte de las porciones más distales de las 
dendritas de las células principales y de algunas células periglomerulares junto con los 
terminales axónicos del nervio olfatorio. A este compartimento no llegan los axones de origen 
centrífugo; tampoco hay en él procesos de células gliales. Tanto las dendritas de las células 
principales como las de las células periglomerulares que aquí se encuentran, reciben 
contactos sinápticos asimétricos desde los terminales axónicos del nervio olfatorio (fig 7A) 
(Pinching y Powell, 1971a; Mori y col., 1983; Orona y col., 1984); en este compartimento 
también pueden observarse relaciones sinápticas entre las células principales y las células 
periglomerulares. Estas relaciones incluyen: 1) contactos sinápticos asimétricos desde las 
células principales sobre las células periglomerulares; 2) contactos sinápticos simétricos 
desde las células periglomerulares sobre las células principales; 3) pares de contactos 
recíprocos donde una célula principal realiza un contacto sináptico asimétrico sobre una célula 
periglomerular y esta célula periglomerular, a su vez, realiza un contacto sináptico simétrico 















Figura 6. Neuropilo glomerular. Detalle del interior del neuropilo glomerular, donde puede observarse la diferencia entre el
compartimento sensorial (zona electrondensa; estrellas) y el compartimento sináptico (zona electronlúcida).  
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En el compartimento sináptico coexisten las ramificaciones dendríticas de las células 
principales, de las células periglomerulares, algunos axones de origen centrífugo y procesos 
de células gliales. Es en este compartimento donde se producen la gran mayoría de 
interacciones sinápticas entre las dendritas de las células principales y las de las células 
periglomerulares. Estas relaciones son como las descritas en el compartimento sensorial y, 
además, incluyen contactos dendrodendríticos entre células periglomerulares (fig 7C). Los 
contactos sinápticos entre los distintos elementos que componen el neuropilo glomerular, son 
los primeros encargados de modificar y refinar parte de la información sensorial recibida antes 
de que ésta sea enviada al córtex olfatorio (Aungst y col., 2003; Saghatelyan y col., 2003; 
Schoppa y Urban, 2003). El segundo punto de procesamiento de la información sensorial 
tiene lugar en la capa plexiforme externa, en lo que se conoce como inhibición lateral (descrito 
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 Figura 7. Conectividad sináptica en el interior del neuropilo glomerular. El nervio olfatorio (NO) realiza
contactos sinápticos asimétricos sobre las dendritas de las células principales (M/E) y sobre las de las
células periglomerulares (PG) (A). Estos contactos sólo tienen lugar en el compartimento sensorial. Las
M/E realizan contactos sinápticos asimétricos sobre las PG (B). Las PG realizan contactos sinápticos







2.1.2.3. Caracterización  neuroquímica de las células periglomerulares 
Los primeros estudios neuroanatómicos y neuroquímicos describían a las células 
periglomerulares como una población homogénea de interneuronas (Pinching y Powell, 
1971b); sin embargo, estudios realizados durante estos últimos años han revelado que las 
células periglomerulares difieren en algunos aspectos de su conectividad dentro del glomérulo 
y de sus propiedades neuroquímicas. Esto permite diferenciar varias poblaciones y 
subpoblaciones de células periglomerulares (Gall y col., 1987; Halász y col., 1985; Kosaka y 
col., 1987 1995, 1996; Seroogy y col., 1989; Rogers, 1992; Puopolo y Belluzzi, 1998). 
Respecto a la conectividad dentro del neuropilo glomerular, una parte de las células 
periglomerulares extiende sus ramificaciones dendríticas tanto por el compartimento sináptico 
como por el compartimento sensorial, lo que les permite recibir contactos sinápticos 
asimétricos directamente desde el nervio olfatorio. Esta población de células periglomerulares 
recibió el nombre de células periglomerulares de tipo 1 (PG1) (Kosaka y col., 1987). Otra 
población de células periglomerulares ramifica sus dendritas únicamente por el compartimento 
sináptico y nunca por el sensorial, de manera que no reciben contactos sinápticos 
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directamente desde el nervio olfatorio. Este grupo de células periglomerulares recibió el 
nombre de células periglomerulares de tipo 2 (PG2).  
Dentro de la población de PG1 existen al menos 4 subpoblaciones diferentes, que 
difieren en sus características neuroquímicas (fig 8). Dos de estas subpoblaciones tienen en 
común que contienen el neurotransmisor de carácter inhibidor ácido gamma-aminobutírico 
(GABA); sin embargo cada subpoblación contiene, además, otro neurotransmisor diferente. 
Una de estas subpoblaciones contiene la enzima tirosina hidroxilasa (TH) y produce dopamina 
(PG1-TH) (Toida y col., 2000); la otra, contiene la isoforma neuronal de la sintasa del óxido 
nítrico (nNOS) y produce óxido nítrico (PG1-nNOS) (Crespo y col.,2003). Las otras dos 
subpoblaciones de PG1 tienen en común el que son GABA-inmunonegativas y además 
ambas expresan neuropéptidos, aunque cada subpoblación expresa un neuropéptido 
diferente: una expresa somatostatina (SOM) (PG1-SOM) y la otra expresa CCK (PG1-CCK) 
(Gutièrrez-Mecinas y col., 2005). 
La población de PG2 presenta dos subpoblaciones que difieren en la proteína quelante 
de calcio que expresan: una de las subpoblaciones expresa calbindina      D-28k (CB) (PG2-
CB) (Toida y col., 1998, 2000) y la otra calretinina (CR) (PG2-CR). Ninguna de estas dos 

















Figura 8. Tipos de células periglomerulares. Esquema resumen con los tipos de
poblaciones y subpoblaciones en las que se dividen las células periglomerulares (PG).  
Las dos poblaciones de células periglomerulares descritas hasta el momento 
constituyen, sin embargo, sólo el 50% de todas las células periglomerulares que se estima 
que hay en el bulbo olfatorio principal (Kosaka y col., 1995), de manera que desde el punto de 
vista neuroquímico y de conectividad con el nervio olfatorio aún queda aproximadamente la 
mitad de la población total de células periglomerulares por caracterizar. 
 
2.1.3. Capa plexiforme externa
Como el nombre de “capa plexiforme” indica, esta capa está casi exclusivamente formada 
por neuropilo que corresponde, principalmente, a las dendritas de las células principales y a las 
dendritas apicales de las células granulares (se describirán a continuación en la sección 
2.1.5.1.1.). Sin embargo, también pueden encontrarse algunos tipos celulares residentes en 
esta capa: las células empenachadas, las interneuronas de la capa plexiforme externa, y células 
gliales, principalmente astrocitos. 
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2.1.3.1. Tipos celulares 
2.1.3.1.1. Células empenachadas 
Todas las células empenachadas (fig 9) entran dentro de la categoría de las células 
de proyección del bulbo olfatorio principal. Su morfología es variable, observándose desde 
morfologías más fusiformes hasta otras células con morfología poligonal. Todas las células 
empenachadas presentan una dendrita apical que discurre más o menos perpendicular a la 
laminación del bulbo olfatorio, se dirige hacia la capa de los glomérulos olfatorios y penetra 
en un único glomérulo olfatorio donde se ramifica. Además, suelen tener dendritas 
secundarias que discurren por la capa plexiforme externa (Price y Powell, 1970a; 
Shepherd, 1972; Jackowski y col., 1978).  
Existen al menos tres tipos diferentes de células empenachadas según su tamaño, 
localización, propiedades neuroquímicas y electrofisiológicas: células empenachadas 
externas, medias e internas (Allison, 1953; Andres, 1965; Pinching y Powell, 1971b; 
Macrides y Schneider, 1982; Mori y col., 1983; Orona y col., 1984). Las células 
empenachadas externas son las más pequeñas (entre 10 y 15 µm) y las más próximas a la 
capa de los glomérulos olfatorios, y las células empenachadas internas son las más 
grandes (entre 15 y 18 µm) y las más próximas a la capa de las células mitrales (Pinching y 
















Figura 9. Células empenachadas.
 
Los distintos tipos de células empenachadas también difieren en el destino de sus 
proyecciones axónicas: las células empenachadas externas proyectan a la capa plexiforme 
interna del mismo bulbo olfatorio en el que se encuentran, justo al lado contrario de donde 
se encuentra el soma. Esta proyección se conoce con el nombre de sistema de asociación 
intrabulbar (Schoenfeld y Macrides, 1984; Liu y Shipley, 1994; Shipley y col., 2004). Por el 
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contrario, las células empenachadas medias y las células empenachadas internas 
proyectan fuera del bulbo olfatorio principal donde se encuentran (Schoenfeld y col., 1985; 
Scott, 1986; 1987). Las características ultraestructurales de todas las células 
empenachadas son básicamente las mismas que se han descrito en el apartado 2.1.1.1.2. 
donde se describen las células empenachadas externas. 
Podemos identificar neuroanatomicamente todas las células empenachadas 
empleando diversos marcadores neuroquímicos, como la CCK o la neurocalcina. 
 
2.1.3.1.2. Interneuronas de la capa plexiforme externa 
Existen diferentes tipos morfológicos de interneuronas en la capa plexiforme externa, 
que reciben el nombre de células de Van Gehuchten (Van Gehuchten y Martin, 1891), 
células superficiales de axón corto y células multipolares (fig 10). Estas interneuronas 
difieren en su morfología, pero tienen prácticamente las mismas características 
neuroquímicas, ultraestructurales y presentan las misma conectividad sináptica (Kosaka y 














Figura 10. Distintos tipos de interneuronas de la capa plexiforme externa. Los tres tipos de interneuronas existentes 
en la capa plexiforme externa, a pesar de diferir en su morfología, tienen las mismas características neuroquímicas; todas 
ellas expresan la proteína ligante de calcio parvalbúmina (PV) y utilizan GABA como principal neurotransmisor. 
Los somas de estas células, que presentan un tamaño de entre 12 y 17 µm (Shipley y 
col., 2004), tienen distintas morfologías y pueden ser desde fusiformes a redondeadas; 
emiten entre 2 y 5 procesos dendríticos que se ramifican por todo el neuropilo de la capa 
plexiforme externa sin ninguna orientación específica. Las ramas más finas aparecen 
extremadamente varicosas, y algunas de ellas pueden presentar espinas y gémulas. 
Cuando se analizan a microscopía electrónica los somas de estas interneuronas, son 
características las indentaciones nucleares; en el citoplasma puede observase un aparato 
de Golgi bien desarrollado y abundantes mitocondrias. Los terminales sinápticos de estas 
células son principalmente las varicosidades y las gémulas de sus dendritas. En todos los 
casos, se trata de perfiles de gran tamaño que se caracterizan por tener una gran cantidad 
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de mitocondrias. Es en estos perfiles donde las interneuronas de la capa plexiforme 
externa realizan contactos sinápticos simétricos y reciben, recíprocamente, contactos 
sinápticos asimétricos (Crespo y col., 2001). 
En un principio se pensó que estas interneuronas realizaban contactos sinápticos 
inhibidores sobre las dendritas de las células granulares. Sin embargo, estudios recientes 
han demostrado que estas interneuronas no están inervando a las células granulares, sino 
que inervan, de manera específica, a las células principales (Toida y col.,1994,1996; 
Crespo y col., 2001; Crespo y col., 2006). 
Las interneuronas de la capa plexiforme externa pueden marcarse utilizando como 
marcadores neuroanatómicos PV (Kosaka y col., 1994) y el péptido intestinal vasoactivo 
(VIP) (Crespo y col., 2002). 
 
2.1.3.2. Organización del neuropilo  
En el neuropilo de la capa plexiforme externa se produce la inhibición lateral de las 
células principales que es la clave para facilitar la discriminación olorosa (Yokoi y col., 1995; 
Shipley y Ennis, 1996; Brennan y Keverne, 1997; Shepherd y Greer, 1998; Urban, 2002; 
Saghatelyan y col., 2003; Egger y col., 2003). 
Aquí, las dendritas de las células principales establecen contactos sinápticos 
dendrodendríticos con las dendritas de las células granulares y con las dendritas de las 
interneuronas de esta capa (Price y Powell, 1970a; Jackowski y col., 1978; Orona y col., 1983) 
(fig 11). Estos contactos son del siguiente modo: 1) las células principales realizan contactos 
sinápticos asimétricos sobre las células granulares y sobre las interneuronas GABAérgicas de 
la capa plexiforme externa; 2) tanto las células granulares como las interneuronas 
GABAérgicas de la capa plexiforme externa establecen contactos sinápticos simétricos sobre 
las células principales; 3) estos contactos se presentan frecuentemente como pares 






  A                                B                                  C                               D 










Figura 11. Tipos de contactos sinápticos en la capa plexiforme externa. Las células principales (M/E)
realizan contactos sinápticos asimétricos sobre las células granulares (GR) y sobre las interneuronas de la capa
plexiforme externa (In) (A); a su vez, están recibiendo contactos sinápticos simétricos desde las mismas (B). En
ocasiones pueden producirse sinapsis recíprocas (C y D). 
 
2.1.4. Capa de las células mitrales 
La población de células mitrales es una de las poblaciones de neuronas principales del 
bulbo olfatorio. Estas células presentan somas con forma de mitra y con un tamaño que oscila 
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entre las 25 y las 35 micras; estos somas están ordenados unos junto a otros formando una 
monocapa (Price y Powell, 1970a; Shepherd, 1972; Scott, 1986; Shipley y col., 2004). 
Las células mitrales presentan tres dendritas: una apical o primaria y dos laterales o 
secundarias (fig 12). La dendrita apical es más gruesa que las dendritas laterales. La dendrita 
apical atraviesa perpendicularmente la capa plexiforme externa y penetra en el interior de un 
único glomérulo olfatorio donde se ramifica (Cajal, 1911) y establece contactos sinápticos con 
los terminales axónicos del nervio olfatorio y con las dendritas de las células periglomerulares 
(descrito en el apartado 2.1.1.2.) (Price y Powell, 1970). Las dendritas laterales, que raramente 
se ramifican, se extienden de forma oblicua por la capa plexiforme externa (Price y Powell, 
1970a; Jackowski y col., 1978), donde establecen relaciones sinápticas con las dendritas de las 
células granulares y con las dendritas de las interneuronas GABAérgicas de esta capa, tal y 
como se ha descrito en el apartado anterior. Los axones de las células mitrales son mielínicos y 
salen directamente desde el soma, de su parte basal, normalmente por el lado opuesto al de 
lsalida de la dendrita apical (fig 12). Su segmento inicial y sus porciones preterminales carecen 
de envoltura mielínica. Los botones de estas células realizan contactos sinápticos asimétricos 












Figura 12. Célula mitral. Las células mitrales presentan una dendrita apical que atraviesa perpendicularmente la capa 
plexiforme externa, y dos dendritas laterales que se extienden y ramifican por la capa plexiforme externa. El axón sale del polo 
opuesto a donde lo hace la dendrita principal. 
Cuando se estudian a microscopía electrónica, tanto el citoplasma como el núcleo de las 
células mitrales aparecen electronlúcidos; el núcleo contiene un nucleolo prominente, y, en rata, 
no presenta ningún tipo de indentación. Estas células tienen abundante citoplasma donde se 
observa el retículo endoplasmático rugoso bien ordenado formando cuerpos de Nissl 
multilaminares. La superficie de sus tres dendritas es lisa y en su interior aparecen microtúbulos 
dispuestos ordenadamente. 
Aparte de las relaciones sinápticas ya comentadas, en las células mitrales también puede 
observarse la existencia de sinapsis recíprocas en el soma y en la porción más inicial del axón 
(Price y Powell, 1970a). 
Las células mitrales pueden identificarse neuroanatómicamente utilizando como marcador 
neuroquímico CR. 
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2.1.5. Capa plexiforme interna 
La capa plexiforme interna es una capa tan fina que muchas veces es difícil de identificar en 
el bulbo olfatorio de la rata con una tinción de Nissl. En esta capa prácticamente no existen tipos 
celulares, salvo alguna célula granular desplazada o, esporádicamente, alguna célula profunda 
de axón corto (ambos tipos celulares se describirán con detalle en el siguiente apartado). Por la 
capa plexiforme interna discurren los axones de las células de proyección del bulbo olfatorio, 
dendritas de las células granulares y otros axones de origen centrífugo (Price y Powell, 1970b; 
Shipley y Adamek, 1984; McLean y Shipley, 1987; McLean y col., 1989; Shipley, y col., 2004). 
Además, es aquí donde llegan y establecen sinapsis los axones de las células empenachadas 
externas del lado opuesto del mismo bulbo olfatorio, formando el sistema de asociación 
intrabulbar (Schoenfeld y Macrides, 1984; Liu y Shipley, 1994). 
 
2.1.6. Capa de las células granulares 
 La capa de las células granulares es la capa más profunda del bulbo olfatorio donde 
podemos observar un abundante número de células. 
 
2.1.6.1. Tipos celulares 
2.1.6.1.1. Células granulares 
Las células granulares son el tipo celular más abundante en el bulbo olfatorio 
principal y el más común de esta capa. Son células de pequeño tamaño que tienen un 
soma redondeado, cuyo diámetro medio oscila entre las 6 y las 10 µm. Estas células 
suelen estar agrupadas en pequeños grupos lineales, de entre 5 y 10 células dispuestas 
unas junto a otras más o menos paralelas a la laminación del bulbo olfatorio principal. 
Las células granulares carecen de axones. Presentan una dendrita apical que se 
dirige hacia capas más superficiales del bulbo olfatorio principal y otras dos o más 
dendritas basales que se ramifican por toda la capa de las células granulares y se dirigen 
hacia regiones más profundas (fig 13). La dendrita apical es mucho más gruesa y más 
larga que las dendritas basales y llega hasta la capa plexiforme externa donde se ramifica 
y mantiene relaciones sinápticas con las células principales (Price y Powell, 1970a,c). Las 
dendritas de las células granulares pueden ser varicosas, sobre todo en su parte final, y 
poseen un gran número de gémulas y espinas sobre toda la superficie celular. 
Cuando se estudian a microscopía electrónica, sus somas son fácilmente 
reconocibles. Presentan un gran núcleo oval con pequeñas indentaciones, donde la 
cromatina aparece altamente compactada; tienen, además, un nucleolo bien formado. Al 
igual que las células periglomerulares, las células granulares tienen poco citoplasma donde 
aparecen dispersos los pocos orgánulos que presentan; siempre aparece un aparato de 
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Golgi bien formado situado en la base de la dendrita apical (Price y Powell, 1970c; 
















Figura 13. Células granulares. Las células granulares son neuronas de pequeño tamaño. A; Con una tinción de Nissl se
observa como las células granulares suelen estar concentradas en pequeños grupos. B, C y D; detalle de diferentes células
granulares (teñidas para CR con DAB) donde pueden observarse tanto la dendrita apical (flechas) como las dendritas
basales (cabezas de flecha). 
Algunos marcadores neuroquímicos utilizados como herramientas para marcar 
neuroanatómicamente las células granulares son la CB, la CR y la nNOS. 
 
2.1.6.1.2. Células profundas de axón corto 
Bajo la denominación de células profundas de axón corto se agrupan todas las 
interneuronas diferentes de las células granulares que se encuentran en esta capa (fig 14) 
(Schneider y Macrides, 1978; López-Mascaraque y col., 1986; Kakuta y col., 1998; Alonso 
y col., 2001). Este grupo engloba una población muy heterogénea de células, de las que 
morfológicamente se pueden distinguir cuatro tipos (Cajal, 1911; Price y Powell, 1970a): 
• Células verticales de Cajal (fig 14A). Estas células están situadas en la región 
perimitral, entre la zona más interna de la capa plexiforme externa, la capa de las 
células mitrales, la capa plexiforme interna y zona más externa de la capa de las 
células granulares. Presentan un soma de morfología fusiforme o redondeadas de 
donde salen las dendritas que ascienden perpendicularmente a la laminación del 
bulbo olfatorio. Estas dendritas presentan pocas espinas, que suelen ser más 
comunes en las porciones más distales. Sus axones se extienden a través de la 
capa de las células mitrales hasta la capa plexiforme externa. 
• Células de Golgi (fig 14C). Las células de Golgi presentan una morfología 
estrellada. De su soma emergen múltiples dendritas que se extienden en todas las 
direcciones; estas dendritas no suelen presentar espinas o, si las tienen, están 
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presentes en sus porciones más distales. Su axón se ramifica por la capa de las 
células granulares. 
• Células de Blanes (fig 14B). Las células de Blanes también tienen una morfología 
estrellada pero, a diferencia de las células de Golgi, sus múltiples dendritas 
presentan un gran número de pequeñas espinas; sin embargo, estas espinas no se 
encuentran ni en el soma ni en las porciones más proximales de los troncos 
dendríticos. El axón de estas células surge de una de sus dendritas y se ramifica 
por la capa de las células granulares. 
• Células horizontales (fig 14D). Su cuerpo celular, generalmente situado en la zona 
más externa de la capa de las células granulares y en la capa plexiforme interna, 
justo por debajo de la capa de las células mitrales, presenta una morfología 
fusiforme u ovoide, de donde emergen tres o más troncos dendríticos libres de 
espinas que se extienden por la capa de los granos, paralelos a la laminación del 
bulbo olfatorio. Sus axones atraviesan la capa de las células mitrales hasta llegar a 













A pesar de esta heterogeneidad morfológica, a microscopía electrónica de 
transmisión todos los somas de las células profundas de axón corto tienen la misma 
apariencia y son, a su vez, muy distintos a los somas de las células granulares. Tiene un 
núcleo pálido que presenta una indentación; en el citoplasma se encuentra una gran 
cantidad de ribosomas, un aparato de Golgi bien desarrollado, abundante retículo 
endoplasmático rugoso y mitocondrias y lisosomas son comunes (Price y Powell, 1970a). 
Además de la heterogeneidad morfológica, las células profundas de axón corto 
presentan una mayor heterogeneidad neuroquímica ya que pueden diferenciarse distintas 








F                                                  G 
Figura 14. Células profundas de axón corto. Las células profundas de axón corto engloban una población muy 
heterogénea de células, de las que morfológicamente se pueden distinguir cuatro poblaciones. A; células verticales de
Cajal. B; células de Blanes. C; células de Golgi. D; células horizontales. E-G; micrografías con distintos ejemplos de 
células profundas de axón corto. Imágenes A, B, C y D son dibujos originales de cámara lúcida de Price y Powell, 1970a. 
 Subpoblaciones que expresan las proteínas ligantes de calcio CB, CR y PV (Briñón 
y col., 1992; Kosaka y col., 1994; Bastianelli y Pochet, 1995). 
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 Subpoblaciones que expresan los neuropéptidos SOM, CCK, neuropéptido Y (NPY) 
y VIP (Gall y col., 1986; Seroogy y col., 1989). 
 Poblaciones que tienen actividades enzimáticas NADPH-diaforasa y 
acetilcolinesterasa (Scott y col., 1987; Le Jeune y Jourdan, 1994). 
 
2.1.6.2. Organización del neuropilo 
Durante mucho tiempo se asumió que las células profundas de axón corto, a pesar de 
presentar una gran heterogeneidad morfológica y neuroquímica, presentaban el mismo patrón 
de inervación, manteniendo todas ellas contactos sinápticos inhibitorios con las células 
granulares. Sin embargo, en los últimos años se han realizado estudios donde se demuestra 
que algunas de las poblaciones de células profundas de axón corto (por ejemplo, la población 
de células inmunopositivas para VIP) inervan específicamente a otras subpoblaciones de 
células profundas de axón corto (Gracia-Llanes y col., 2003). Según estos resultados, debería 
asumirse que no está clara la relación sináptica existente entre los tipos celulares en la capa 
de las células granulares. 
 
2.1.7. Capa de la sustancia blanca 
Esta es la capa más profunda del bulbo olfatorio. En esta capa se encuentran una gran 
cantidad de axones mielinizados que entran y salen del bulbo olfatorio. También aparecen 
algunos tipos celulares correspondientes a interneuronas, entre ellos: 
• Células gigantes. Presentan un soma de morfología ovoide, piriforme o 
redondeada de gran tamaño (entre 25 y 30 micras). Presentan dos dendritas, 
varicosas y poco ramificadas, que salen de polos opuestos del soma celular y se 
extienden a lo largo de toda la capa; tanto sus dendritas como su axón discurren 
paralelos a la laminación del bulbo olfatorio (fig 15). Estas células han sido 
descritas utilizando como marcador neuroquímico la CB (Celio, 1990; Ohm y col., 
1991; Briñón y col., 1992). 










Figura 15. Célula gigante teñida con Cy2 para detectar CB.
Además de los elementos neuronales intrínsecos del bulbo olfatorio, en la sustancia blanca 
nos encontramos con la parte más rostral de la corriente migratoria rostral, íntimamente 
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asociada a las reminiscencias del ventrículo olfatorio que permanece obliterado en el bulbo 
olfatorio de la rata en individuos adultos. Los tipos celulares que nos podemos encontrar en la 
corriente migratoria rostral y restos del ventrículo olfatorio son (Lois y col., 1996; Doetsch y 
col.,1997): 
• Células de tipo A. Son los neuroblastos migratorios que aparecen formando 
pequeños grupos o cadenas, frecuentemente asociadas a vasos sanguíneos; se 
caracterizan por la presencia de espacios intercelulares abiertos entre las diferentes 
células cuando son analizadas a microscopía electrónica de transmisión. En el 
citoplasma pueden observarse muchos microtúbulos y ribosomas libres. El núcleo 
presenta, ocasionalmente, invaginaciones; presenta una gran cantidad de 
cromatina muy laxa y algo de heterocromatina dispersa. 
• Células de tipo B. Son células con características astrocitarias que contienen una 
gran cantidad de GFAP. Están encargadas de envolver a los grupos de células tipo 
A y forman estructuras similares a “tubos” por donde las células de tipo A migran.  
• Células de tipo C. Son progenitores inmaduros. Son fácilmente identificables a 
microscopía electrónica de transmisión porque presentan un aparato de Golgi muy 
bien desarrollado y un gran nucleolo reticulado muy característico.  
• Células de tipo E. Las células tipo E son ependimocitos y son fácilmente 
reconocibles a microscopía electrónica de transmisión porque están en contacto 
con el ventrículo; se pueden observar en ellas numerosos cilios localizados en la 
superficie celular que está expuesta al ventrículo. Además, estas células se 
caracterizan por ser muy electrolúcidas y presentar numerosas mitocondrias. 
 
 
2.2. ÓXIDO NÍTRICO 
El óxido nítrico, también llamado monóxido de nitrógeno, es un gas incoloro, no polar, poco 
soluble en agua y termodinámicamente inestable que se encuentra en pequeñas cantidades en 
los seres vivos donde, entre otras funciones, actúa como sustancia neuromoduladora en el 
sistema nervioso. El óxido nítrico tiene un electrón desapareado en el último orbital que lo 
convierte en un radical libre que puede reaccionar con otros radicales libres o con metales de 
transición. En el organismo, tiende a reaccionar con el Fe2+ localizado en los grupos hemo de 
algunas proteínas, inactivándose.  
En los seres vivos, el óxido nítrico es producido por la oxidación de la L-Arginina, una 
reacción catalizada por la sintasa del óxido nítrico (NOS) (Moncada y Higgs, 1993; Robbins y 
Grishan, 1997). Este óxido nítrico producido tiene una vida media limitada, de entre 3 y 5 
segundos y es relativamente poco reactivo. Al ser un gas liposoluble difunde libremente a través 
de todas las membranas celulares en este breve período de tiempo pudiendo difundir entre 40 y 
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500 µm desde el lugar donde ha sido producido hasta sus dianas (Dawson y Snyder, 1994; Wood 
y Garthwaite, 1994; Lancaster, 1997; Krukoff, 1999; Contestabile, 2000; Esplugues, 2002). 
Al óxido nítrico se le han atribuido muchas funciones diferentes en el organismo, entre ellas 
la regulación de la presión sanguínea por inducción de relajación muscular en los vasos 
sanguíneos que produce vasodilatación, la intervención en las respuestas inflamatorias, la 
participación en el proceso de agregación/disgregación de las plaquetas, la actuación como 
neurotransmisor y neuromodulador en el cerebro... 
El descubrimiento del óxido nítrico como molécula señalizadora en el sistema nervioso ha 
supuesto un cambio en el concepto de comunicación neuronal, ya que presenta unas 
características especiales que lo convierten en una alternativa diferente a la transmisión sináptica 
convencional (Esplugues, 2002):  
• no se almacena en vesículas sinápticas 
• no es degradado por enzimas hidrolíticos 
• no es liberado por exocitosis, sino que simplemente difunde a través de las 
membranas biológicas 
• es producido sólo cuando se necesita 
Uno de los efectos que tiene el óxido nítrico sobre las neuronas sobre las que actúa es la 
regulación de la liberación de otros neurotransmisores (Esplugues, 2002): acetilcolina (Li y Rand, 
1989b; Gustafsson y col.,1990); noradrenalina (Li y Rand, 1989a; Boeckxstaens y col., 1993); 
dopamina (Hanbauer y col., 1992); glutamato (Sorkin, 1993; Montague y col., 1994); GABA 
(Kuriyama y Ohkuma, 1995); serotonina (Reiser, 1990a; Bogers y col., 1991); bombesina (Beltran 
y col., 1999); monóxido de carbono (Xue y col., 2000); opioides (Barnette y col., 1990); endotelinas 
(Reiser, 1990b). También está implicado en la modulación de la plasticidad sináptica mediante 
LTP y LTD, influye en el desarrollo cerebral y en la formación de la memoria, en el procesamiento 
visual, en los ritmos circadianos...  
Por último, también se ha visto que el óxido nítrico está implicado en el desarrollo de 
distintas enfermedades, dentro y fuera del sistema nervioso. Por ejemplo, se ha visto que está 
implicado en procesos neurodegenerativos como algunas apoplejías, Alzheimer, esclerosis lateral 
amiotrófica, Parkinson.... (Krumenacker y col., 2004), e implicado en isquemia, artritis, miocarditis, 
colitis, nefritis, procesos cancerosos, diabetes y en algunas enfermedades autoinmunes. Es por 
ello que en los últimos años se ha intensificado el estudio del óxido nítrico en relación con estas 
enfermedades, con vistas a descubrir alguna terapia efectiva para mejorar la calidad de vida de 
las personas que las padecen o para descubrir si hay algún método de prevención de las mismas. 
 
2.2.1. Producción del óxido nítrico 
La enzima responsable de la producción del óxido nítrico es la NOS. Existen tres genes que 
codifican para tres isoformas distintas de NOS, dos de ellas que se expresan de forma 
constitutiva: isoforma endotelial de la NOS (eNOS) e isoforma neuronal de la NOS (nNOS) y una 
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que se expresa únicamente cuando es inducida (iNOS). Una característica propia y única de la 
nNOS es que tiene en su extremo N-terminal aproximadamente unos 300 aminoácidos más que 
las otras dos isoformas. Entre ellos, se encuentra una secuencia de unos 90 aminoácidos, 
denominada región PDZ, que está encargada del reconocimiento de otras proteínas que 
contengan esta misma región (una de las proteínas que contienen esta región es la proteína 
PSD-95, proteína que forma parte del complejo que forma la especialización postsináptica en 
los contactos sinápticos asimétricos). La nNOS es una enzima homodimérica dependiente de 
calcio y del complejo calcio-calmodulina (Ca/CaM); además, la calmodulina tiene un papel 







Figura 16. Estructura de la enzima sintasa del óxido nítrico. La enzima sintasa del óxido nítrico (NOS)
funciona como un dímero compuesto por dos monómeros idénticos. Para su correcto funcionamiento
necesita de Ca2+, del complejo calcio-calmodulina (Ca/CaM) y de otros co-factores (flavonas,




La isoforma que más ampliamente se encuentra en el cerebro es la nNOS; sin embargo, 
sólo es expresada por un porcentaje relativamente pequeño de neuronas. La mayor densidad 
de células que están expresando nNOS en el cerebro se encuentra en el cerebelo y en el bulbo 
olfatorio. En el cerebro, se ha establecido una hipótesis para explicar la producción de óxido 
nítrico por parte de la nNOS, relacionándola con la transmisión sináptica glutamatérgica 
mediada por receptores tipo N-metil-D-aspartato (NMDA). Esta hipótesis se formuló en base a 
algunos datos que demostraban: 1) la existencia de receptores NMDA en las neuronas que 
contenían nNOS (Zhang y Wong-Riley, 1996; Aoki y col., 1997); 2) el hecho de que la mayoría 
de la nNOS estaba localizada en axones o en dendritas (Brenman y Bredt, 1997), 
concretamente en las espinas, concentrada sobre la especialización postsináptica (Brenman y 
col., 1996). Según el modelo establecido para explicar la producción de óxido nítrico en el 
cerebro, los receptores NMDA serían activados por glutamato, causando un flujo de Ca2+ hacia 
el interior celular; este Ca2+, uniéndose a la calmodulina, es el que provocaría la activación de la 
enzima nNOS y la consecuente producción de óxido nítrico. Esto es posible in situ debido a la 
existencia de la proteína PSD-95, que interactúa con el dominio C-terminal del receptor NMDA y 
con la región PDZ de la nNOS, exponiedo, de esta manera, a la nNOS al complejo calcio-
calmodulina (Ca/CaM) formado por el Ca2+ que penetra al interior celular. Cuando la 
concentración de Ca2+ aumenta en el interior celular (>400 nM) es cuando se produce el acople 
del complejo Ca/CaM a la nNOS, activándola, y dando lugar a la producción de óxido nítrico 
como respuesta (fig 17).  
 
 




















Figura 17. Proceso de producción de óxido nítrico (NO) tras la activación por glutamato del receptor tipo N-
metil-D-aspartato (NMDA). Se basa en la existencia de una proteína, PSD-95, que interactúa con el dominio C-
terminal del receptor NMDA por un lado, y con el dominio N-terminal (dominio PDZ) de la isoforma neuronal de la
sintasa del óxido nítrico (nNOS), (Brenman y col., 1997; Kornau y col., 1995) por el otro. Este complejo ternario
NMDA-PSD95-nNOS permite una exposición directa de la enzima nNOS al influjo de Ca2+. Cuando la concentración
de Ca2+ aumenta en el interior celular (>400 nM) se produce un acople del complejo calcio-calmodulina (Ca/CaM) a la
enzima nNOS, activándola, y produciendo como respuesta óxido nítrico. Imagen tomada de Sigma-Aldrich. 
A su vez, también se ha establecido que, en el cerebro, existen diferentes mecanismos de 
regulación de la nNOS, y por tanto, de regulación de la producción de óxido nítrico. Por un lado, 
es posible que el óxido nítrico producido por la nNOS actúe sobre el receptor NMDA mediante 
S-nitrosilación de algunas cisteínas, produciendo una disminución en la función del canal (Choi 
y col., 2000; Esplugues, 2002) y provocando así una disminución de la entrada de Ca2+, una 
disociación del complejo Ca/CaM y la parada de la producción de óxido nítrico. Por otro, la 
proteína CAPON compite con la nNOS para unir los dominios PDZ de PSD-95; de este modo, 
CAPON determina la cantidad de nNOS que se “une” a la membrana plasmática a través de 
PSD-95. También puede haber una inhibición de la nNOS por la proteína PIN (proteína 
inhibidora de nNOS), cuya función consiste en desestabilizar los dímeros de nNOS. Por último, 
puede haber una interacción con caveolinas que desplazan el complejo Ca/CaM, inactivando a 
la nNOS. 
 
2.2.2. Vías de actuación del óxido nítrico en el cerebro 
Existen dos grandes vías de actuación del óxido nítrico en el cerebro. Una de ellas implica 
la activación de la enzima guanilato ciclasa soluble, con la consiguiente producción del segundo 
mensajero GMPc. La otra vía implica la actuación directa del óxido nítrico sobre proteínas, 
nitrosilándolas. 
 
2.2.2.1. Vía de la activación de la guanilato ciclasa soluble 
La enzima guanilato ciclasa soluble es, en condiciones fisiológicas, el receptor más 
importante de óxido nítrico en los seres vivos. Esta proteína pertenece a la familia de las 
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nucleótido-ciclasas, encargadas de convertir los nucleótidos trifosfato en nucleótidos 
monofosfatos cíclicos. Hasta ahora se han descubierto tres enzimas diferentes: la adenilato 
ciclasa, la guanilato ciclasa particulada y la ya mencionada guanilato ciclasa soluble (GCs). 
De ellas, sólo la GCs se encarga de producir GMPc a partir de GTP como respuesta a la 
unión de óxido nítrico. 
A diferencia de la guanilato ciclasa particulada, que se encuentra anclada a 
membranas, la GCs se encuentra libre en el citosol. Es una enzima heterodimérica, con un 
grupo hemo unido, con lo que en realidad es una hemoproteína. Hasta ahora se han clonado 
4 subunidades de la GCs (α1, α2, β1 y β2) de manera que, combinándose las distintas 
subunidades, se forman hasta 16 combinaciones diferentes de dímeros, aunque hasta ahora 
se ha visto que la únicas combinaciones que existen como proteínas funcionales en el tejido 
animal son las de α1β1 y α2β1 (Russwurm y Koesling, 2002). Estudios previos han 
demostrado que la expresión de las subunidades α1 y β1 ocurre en una parte de neuronas del 
cerebro. Trabajos muy recientes (Ding y col., 2004) han mostrado que existe casi un 100% de 
colocalización de ambas subunidades en estas neuronas, de manera que la detección de una 
de las dos subunidades es indicativa de que en esa célula puede encontrarse la GCs 
funcional. En estos estudios también se ha señalado que prácticamente no existen neuronas 
que coexpresen las enzimas nNOS y GCs, de forma que no hay neuronas que estén 
produciendo óxido nítrico y al mismo tiempo sean capaces de responder a él vía activación de 
la GCs (Garthwaite, 1991; Garthwaite y Boulton, 1995; Garthwaite y col., 1988; de Vente y 
col., 1998). Estos últimos datos respaldan el concepto de mensajero interneuronal por parte 
del óxido nítrico y apuntan a que no desempeña una función autocrina en las neuronas 
productoras. 
En cuanto a la estructura de la GCs, esta enzima tiene un único de sitio de unión para el 
GTP. El dominio N-terminal es el dominio regulador de la proteína y el C-terminal es el 
encargado de catalizar la hidrólisis de GTP a GMPc. El grupo hemo está ligado a la GCs por 
un residuo de histidina de la subunidad β1. La presencia del grupo hemo es imprescindible 
para que la GCs sea funcional (Craven y de Rubertis, 1978; Ignarro y col., 1990; Friebe y 
Koesling, 2003), de forma que si se elimina el grupo hemo se elimina también la posibilidad de 
activación inducida por óxido nítrico. Cuando el óxido nítrico se une al grupo hemo de la GCs, 
la unión existente entre el residuo de histidina y el hierro del grupo hemo se rompe; esto 
produce un cambio conformacional en la enzima que activa su función catalítica. De las 
diferentes formas redox que existen para el óxido nítrico (ON-, ON• y ON+) sólo el que no tiene 
ningún tipo de carga (ON•) es el que tiene capacidad para activar la enzima. A diferencia del 
grupo hemo de la hemoglobina contenida en los eritocitos, el grupo hemo de la GCs tiene muy 
poca afinidad por el O2, de manera que unirá casi específicamente óxido nítrico. Cuando el 
óxido nítrico esté difundiendo por el tejido y se encuentre con una molécula de GCs, se unirá 
a su grupo hemo y activará su función catalítica, lo que desencadenará la producción masiva 
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de GMPc en el interior celular, que actuará como segundo mensajero (Schmidt y col., 1993; 
Denninger y Marletta, 1999; Mateo y Artiñano, 2000; Friebe y Koesling, 2003; Krumenacker y 
col., 2004; Bicker, 2005).  
Este GMPc puede tener un amplio rango de efectos en las células (Murad, 1994). En el 
cerebro, se ha visto que, junto con el AMPc, puede estar regulando procesos tales como la 
fototransducción, la olfacción (Broillet y Firestein, 1999), la neurotransmisión (Garthwaite, 
1991; Kind y Neumann, 2001) y el desarrollo neural (Truman y col., 1996; Gibbs y Truman, 
1998; Schachtner y col., 1999; Van Wagenen y Rehder, 1999; Gibbs y col., 2001). Otros 
estudios han demostrado que el GMPc está implicado en la formación de la red neuronal 
durante la maduración (Scholz y Truman, 2000; Bicker, 2001; Scholz y col., 2001). Además, 
evidencias de modelos in vivo sugieren que el GMPc está implicado en procesos de 
aprendizaje y memoria en el adulto (Bernabeu y col., 1997; Kendrick y col., 1997; Izquierdo y 
col., 2000; Edwards y col., 2002). 
Como segundo mensajero, el GMPc puede activar tres vías de señalización diferentes 
dentro de las células:  
o Canales iónicos activados por la unión de nucleótidos cíclicos. 
o Proteínas kinasas dependientes de GMPc. 
o Fosfodiesterasas de nucleótidos cíclicos. 
Es de esperar, por lo tanto, que los efectos del GMPc en las células del bulbo olfatorio 
principal, como elemento de la señalización del óxido nítrico, estén mediados por estas tres 
vías. 
 
2.2.2.1.1. Canales iónicos activados por la unión de nucleótidos cíclicos 
Los canales iónicos activados por la unión de nucleótidos cíclicos (CNG) son una 
gran familia heterogénea de canales catiónicos que comparten la misma estructura. Los 
CNG fueron originalmente identificados en fotorreceptores y en las neuronas receptoras de 
los olores de vertebrados, donde se encargan de mediar la transducción de señales 
sensoriales (Kaupp, 1995; Finn y col., 1996; Wei y col., 1998). 
En mamíferos se ha visto que una familia de 6 genes codifica para diferentes 
subunidades de CNG: cuatro subunidades tipo A (CNGA1-CNGA4) y dos subunidades tipo 
B (CNGB1 y CNGB3) (Zufall y col., 1997; Strijbos y col., 1999; Bradley y col., 2005). Cuatro 
de estas subunidades, iguales o diferentes, se agrupan para formar las estructuras 
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Figura 19. Representación esquemática de la estructura de los canales iónicos activados por la unión de nucleótidos
cíclicos (CNG). A; Organización de una subunidad de los CNG. B; Organización tetramérica de los CNG. Imagen modificada
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Las subunidades CNGA1, CNGA2 y CNGA3 pueden formar canales homoméricos 
funcionales, mientras que las subunidades CNGA4, CNGB1 y CNGB3 no. Éstas últimas, 
sólo pueden dar canales funcionales uniéndose a las subunidades CNGA1, CNGA2 y/o 
CNGA3 (Zufall y col., 1997; Richards y Gordon, 2000; Kaupp y Seifert, 2002). Aunque 
algunas subunidades pueden formar canales homoméricos en las células, generalmente 
existen y funcionan como complejos hetero-oligoméricos (Dhallan y col., 1990; Bradley y 
col., 1994; Kaupp, 1995; Bonigk y col., 1999; Strijbos y col., 1999). 
Cada subunidad de los CNG está formada por 6 dominios transmembrana (fig 19A). 
Se ha identificado un dominio de unión de nucleótidos en el extremo C-terminal (Goulding y 
col., 1994; Kaupp y col., 1998) y se ha visto que la región del extremo N-terminal tiene un 
papel importante en la activación alostérica y en la modulación de la función de los CNG 
(Goulding y col., 1994; Varnum y Zagotta, 1996, 1997; Gordon y col., 1997; Tibbs y col., 
1997; Wei y col., 1998). Estos CNG son activados directamente por la unión de GMPc o 
AMPc al dominio del extremo C-terminal. Se ha visto que todos los CNG pueden ser 
activados indistintamente por la unión de GMPc o AMPc, aunque la mayor o menor 
afinidad por uno u otro de los dos nucléotidos depende de las distintas combinaciones de 
subunidades utilizados para dar el canal (Zufall y col., 1997). 
La activación de los CNG implica dos pasos distintos (Biel y col., 1998; Wei y col., 
1998): la unión del nucleótido cíclico al sitio de unión en la región C-terminal y la posterior 
apertura del poro del canal. Estos canales suponen un lugar de entrada masiva de Ca2+ por 
un mecanismo independiente del cambio de voltaje en la membrana y que sólo depende de 
la concentración intracelular de nucleótidos cíclicos (Gray-Keller y Detwiler, 1994; Frings y 
col., 1995; Leinders-Zufall y col., 1995, 1997; Bradley y col., 1997; Zufall y col., 1997; Biel y 
col., 1998; Strijbos y col., 1999). A pesar de que los CNG dejan pasar cationes 
monovalentes como el Na+, tienen mucha mayor permeabilidad para el Ca2+. 
En el sistema nervioso central, se ha demostrado que los CNG tienen un papel 
importante tanto durante en el desarrollo como en el funcionamiento normal del cerebro 
adulto (Zufall y col., 1997). Se ha propuesto que los CNG pueden tener un papel 
importante en procesos de plasticidad sináptica (Ahmad y col., 1994; Kingston y col., 1996, 
1999; Bradley y col., 1997; Zufall y col., 1997), como guía durante el crecimiento axonal 
(Zufall y col., 1997; Wei y col., 1998) y que pueden regular la liberación de algunos 
neurotransmisores (Rieke y Schwartz, 1994; Zufall y col., 1997). Además, algunos autores 
(Ahmad y col., 1994; Leinders-Zufall y col., 1995, 1996; Broillet y Firestein, 1996; Zufall y 
Leinders-Zufall, 1997) describen a los CNG como importantes dianas para la actuación de 
mensajeros gaseosos, como el óxido nítrico o el monóxido de carbono en sus vías de 
señalización mediadas por GMPc, proporcionando de esta manera un mecanismo por el 
cual estos mensajeros pueden cambiar los niveles de Ca2+ en el interior de las neuronas. 
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Muchos estudios han mostrado una amplia distribución de la expresión de algunos 
CNG en el sistema nervioso central, incluyendo regiones como el hipocampo, el cerebelo, 
el córtex o el bulbo olfatorio principal (Ahmad y col., 1994; El-Husseini y col., 1995; 
Leinders-Zufall y col., 1995; Kingston y col., 1996; Bradley y col., 1997; Ding y col., 1997; 
Thompson, 1997; Wei y col., 1998). En el bulbo olfatorio principal se ha descrito, mediante 
métodos de hibridación in situ, la presencia de las subunidades CNGA2 (El-Husseini y col., 
1995; Kingston y col., 1996, 1999; Bradley y col., 1997), y CNGA3 (Strijbos y col., 1999). 
Las subunidades de CNGA2 se ha visto que aparecen en células juxtaglomerulares, en las 
células empenachadas de la capa plexiforme externa, en células mitrales y en células 
granulares (Kingston y col., 1999). En el estudio realizado por Kingston y col. (1999), se 
hizo una descripción exhaustiva de la presencia de esta subunidad en todo el cerebro, sin 
hacer mención alguna a su posible relación con la vía de transducción del óxido nítrico a 
través de la GCs mediante la producción de GMPc. La subunidad de CNGA3 aparece 
distribuida en todo el bulbo olfatorio principal, siendo especialmente intensa su expresión 
en la capa de las células mitrales (Strijbos y col., 1999). 
Además de estos CNG, en mamíferos existe una subfamilia específica de canales 
iónicos que también se abren por la unión de nucleótidos cíclicos pero que sólo son 
funcionales cuando la célula está hiperpolarizada: son los canales catiónicos no selectivos 
abiertos por nucleótidos cíclicos y activados por hiperpolarización (HCN) (Ludwig y col., 
1998; Santoro y col., 1998; Ishii y col., 1999; Seifert y col., 1999). Para estos canales, 
existen 4 genes que codifican para 4 subunidades diferentes (HCN1-HCN4) (Ludwig y col., 
1998, 1999; Santoro y col., 1998; Kaupp y Seifert, 2001). Algunos estudios proponen que 
las diferentes subunidades se unen para formar heteromultímeros funcionales (Ludwig y 
col., 1998; Santoro y col., 1998; Moosmang y col., 1999; Franz y col., 2000; Biel y col., 
2002) y es la composición final del canal lo que le otorga sus propiedades funcionales, su 
cinética y su mayor o menor afinidad por los diferentes nucleótidos cíclicos (Ludwig y col., 
1998; Moosmang y col., 2001; Holderith y col., 2003; Müller y col., 2003). Los HCN 
conducen tanto K+ como Na+, pero no son selectivos; además, al contrario de lo que 
sucedía con los CNG, no dejan pasar cationes divalentes como el Ca2+ (Biel y col., 2002). 
Las subunidades de los canales HCN tienen una estructura muy similar a la estructura de 
las subunidades de los CNG. Cada subunidad consiste, como hemos visto para los CNG, 
en 6 dominios transmembrana con un sitio de unión para los nucleótidos cíclicos situado en 
la región del extremo C-terminal de cada subunidad (Santoro y col., 1998, 2000; Ludwig y 
col., 1999; Biel y col., 2002; Robinson y Siegelbaum, 2003). La activación de los HCN 
depende de una hiperpolarización de la membrana plasmática de la neurona y su apertura 
requiere la unión de un nucleótido cíclico al dominio regulador del extremo C-terminal (Biel 
y col., 2002). Aunque se ha visto que es el AMPc el que normalmente se une al dominio 
regulador del extremo C-terminal de los HCN, se ha demostrado que estos canales 
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también son sensibles a GMPc, aunque en estos casos se requiere una concentración casi 
100 veces mayor de GMPc que de AMPc para producir la misma función (Ludwig y col., 
1998; Biel y col., 2002). 
Estudios de hibridación in situ y de localización inmunohistoquímica han demostrado 
que las cuatro subunidades de HCN son expresadas, con distinto patrón de distribución, en 
el cerebro de rata (Santoro y col., 1997, 1998, 2000; Ludwig y col., 1998; Moosmang y col., 
1999; Monteggia y col., 2000; Bender y col., 2001; Brewster y col., 2002; Lorincz y col., 
2002; Vasilyev y Barish y col., 2002; Holderith y col., 2003; Notomi y Shigemoto, 2004). En 
alguno de estos estudios se ha demostrado, además, la presencia de HCN1, HCN2, HCN3 
y HCN4 en el bulbo olfatorio principal. El marcaje de HCN1 aparece en procesos 
dendríticos y en somas celulares de la capa de los glomérulos olfatorios, habiendo sido 
descrito, principalmente, en células periglomerulares (Holderith y col., 2003; Notomi y 
Shigemoto, 2004). La marca para HCN2 con inmunocitoquímica es difusa en la capa de los 
glomérulos olfatorios y abundante en la capa plexiforme externa; en la capa plexiforme 
interna, aparece un marcaje axonal (Notomi y Shigemoto, 2004). El marcaje para HCN4 
aparece especialmente intenso en la capa plexiforme externa (Notomi y Shigemoto, 2004). 
 
2.2.2.1.2. Proteínas kinasas dependientes de GMPc 
Las proteínas kinasas dependientes de GMPc (PKG) son el principal mediador de 
señales intracelulares mediadas por GMPc; de hecho, hasta hace pocos años se pensaba 
que las PKG eran los únicos efectores primarios de este nucleótido cíclico en los procesos 
fisiológicos (Kuo y Greengard, 1969; Krebs y Beavo, 1979; Walter, 1989; Hofmann y col., 
1992; Butt y col., 1993; Francis y Corbin, 1994; Wang y Robinson, 1997). Las PKG ejercen 
su función mediante la fosforilación de sus sustratos (El-Husseini y col., 1995; Wang y 
Robinson, 1997). Entre sus funciones, se ha visto que regulan la agregación plaquetaria, la 
relajación del músculo liso, la secreción de fluidos en el intestino, y el crecimiento de las 
dendritas apicales de células corticales en el cerebro (Francis y Corbin, 1994; French y 
col., 1995; Pfeifer y col., 1996; Lohmann y col., 1997; Wagner y col., 1998; Hedlund y col., 
2000; Polleux y col., 2000). 
En mamíferos existen dos genes que codifican para dos PKG diferentes que, aunque 
estructuralmente son similares, difieren en su localización subcelular, en la distribución en 
los tejidos, en la afinidad por los nucleótidos cíclicos, en la especificidad de los sustratos y 
en su función dentro de las células (Gamm y col., 1995; Lohmann y col., 1997; Vaandrager 
y col., 1997). Las dos PKG, llamadas PKG1 y PKG2, son dímeros formados por la unión de 
dos subunidades idénticas donde, en cada subunidad, puede encontrarse un dominio 
regulador y otro catalítico (Francis y col., 1996; Herberg y col., 1996). 
La PKG1 es una proteína citosólica (Vaandrager y col., 1996; Lohmann y col., 1997). 
Debido a un splicing alternativo de su ARNm, se han encontrado dos isoformas diferentes, 
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PKG1α y PKG1β, que únicamente difieren en 100 aminoácidos que se encuentran 
formando el extremo N-terminal de la enzima (Wolfe y col., 1989; Orstavik y col., 1997). Se 
ha descrito la presencia de PKG1 en músculo liso, pulmones, plaquetas, células 
endoteliales, miocitos y sistema nervioso central. Dentro del sistema nervioso central, se ha 
descrito en retina, cerebelo, en la raíz del ganglio dorsal, en las neuronas espinosas del 
estriado, en el bulbo olfatorio, en hipocampo, núcleo supraquiasmático, hipotálamo, tacto 
trigémino espinal, tracto solitario y área postrema de la médula espinal, órgano 
subcomisural, corteza cerebral, amígdala y núcleo habenular lateral (Kuo, 1975; Lohmann 
y col., 1981 y 1997; Walter, 1981; Gamm y col., 1995 y 2000; El-Husseini y col., 1995, 
1998, 1999; Qian y col., 1996; Wang y Robinson, 1997; Francis y col., 1998; Smolenski y 
col., 1998; Gudi y col., 1999; Arancio y col., 2001; Revermann y col., 2002; Kleppisch y col., 
2003; Snellman y Nawy, 2004; Feil y col., 2005). Parte de estos estudios de distribución se 
realizaron utilizando un anticuerpo para detectar ambas isoformas de la PKG1. En un 
trabajo de 2005, Feil y col. han visto una distribución preferencial de las dos isoformas de 
la PKG1 en distintas zonas del sistema nervioso central; mientras que la PKG1α se 
encuentra preferentemente en el cerebelo y en la médula espinal, la PKG1β se encuentra 
principalmente en hipocampo, amígdala, hipotálamo y bulbo olfatorio.  
La PKG2 es una proteína que se encuentra anclada a membrana por su extremo N-
terminal. Se ha visto en las células de la mucosa intestinal, en pulmón, riñón, hígado, 
huesos, células epiteliales y cerebro. En el cerebro se ha demostrado su presencia en el 
cerebelo, habénula medial, septo, amígdala, bulbo olfatorio, tálamo, núcleo subtalámico, 
locus ceruleus, núcleo pontino, núcleo de la oliva inferior y núcleo del tracto solitario (Uhler, 
1993; El-Husseini y col., 1995, 1998; Qian y col., 1996; Lohmnann y col., 1997; Vaandrager 
y col., 1997; Wang y Robinson, 1997). En estas regiones cerebrales se ha descrito tanto en 
el soma de algunas neuronas, como en oligodendrocitos y en astrocitos. Sin embargo, su 
lugar principal de distribución son zonas de neuropilo, sugiriendo esto un papel clave de 
esta proteína en la transmisión sináptica (Vaandrager y col., 1996; De Vente y col., 2001; 
Jurado y col., 2004). La amplia distribución que presentan las PKG en el cerebro sugiere 
que podrían tener un papel importante en la señalización del óxido nítrico en el sistema 
nervioso central. 
 
2.2.2.1.3. Fosfodiesterasas de nucleótidos cíclicos 
Las fosfodiesterasas de los nucleótidos cíclicos (PDE) son un grupo de enzimas 
estructuralmente emparentadas que catalizan la hidrólisis de nucleótidos monofosfato 
cíclicos a nucleótidos monofosfato mediante un corte del puente fosfodiester entre los 
átomos de fósforo y oxígeno en la posición 3’ (fig 18) (Turko y col., 1998; Murthy, 2001). De 
esta forma, las PDE controlan la duración y la amplitud de la señal mediada por nucleótidos 
cíclicos en las células (Juilfs y col., 1999; Rybalkin y col., 2002). 
 











Figura 18. Hidrólisis de los nucleótidos cíclicos (GMPc y AMPc) catalizada por las fosfodiesterasas
(PDE). Imagen modificada de Lugnier, 2006. 
Hasta el momento se conocen 11 familias de fosfodiesterasas diferentes (PDE1-
PDE11), y muchas de estas familias presentan distintas isoformas debido al splicing 
alternativo que sufren sus ARNm (Murthy, 2001; Bender y Beavo, 2004). Todas las familias 
presentan un dominio catalítico muy conservado próximo al extremo C-terminal, una región 
par reguladora y la región N-terminal, que es la que le confiere su especificidad por uno de 
los dos nucleótidos cíclicos (Houslay, 2001; Conti y col., 2003; Houslay y Adams, 2003; 
Houslay y col., 2005). Las 11 familias de PDE se pueden agrupar en tres grupos en función 
de su especificidad por los distintos nucleótidos cíclicos:  
1) Las que específicamente hidrolizan AMPc: PDE4, PDE7 y PDE8. 
2) Las que específicamente hidrolizan GMPc: PDE5, PDE6 y PDE9. 
3) Las que hidrolizan tanto AMPc como GMPc: PDE1, PDE2, PDE3, PDE10 y 
PDE11. 
Existen diferencias en la distribución concreta de las diferentes familias a nivel de 
tejidos y células y en su localización subcelular. A nivel subcelular, las diferentes PDE 
pueden encontrarse en el citosol, en la membrana plasmática o en el citoesqueleto 
(Houslay y col., 1998; Nyby y col., 2003). Esta localización subcelular específica contribuye 
a una señalización también específica y compartimentalizada de los nucleótidos cíclicos 
dentro de la célula (Houslay y Milligan, 1997; Cheng y Grande, 2007). Se ha visto que una 
gran variedad de familias de PDE se expresan en el cerebro de mamíferos y que 
presentan, además, un patrón de localización diferente (Repaske y col., 1993; Furuyama y 
col., 1994; Yan y col., 1994; Beavo, 1995; Kotera y col., 1997; Fujishige y col., 1999; 
Fawcett y col., 2000; Soderling y Beavo, 2000; Andreeva y col., 2001; Francis y col., 2001; 
Bender y Beavo, 2004). La expresión de las familias de PDE dependientes de GMPc en el 
cerebro está muy poco estudiada, pero se ha visto que es muy específica, encontrándose 
en muy pocas neuronas de regiones concretas (Bender y Beavo, 2004).  
De las 11 familias de PDE descritas hasta el momento, la PDE5 es la que tiene 
mayor interés para la vía de señalización del óxido nítrico en el cerebro por diferentes 
razones. La primera de ellas es que la PDE5 es una de las familias que hidroliza GMPc de 
forma específica. La segunda es que en algunos estudios se ha detectado la presencia de 
ARNm de la PDE5 en las células de Purkinje del cerebelo (Kotera y col., 1997, 2000; Juilfs 
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y col., 1999; Giordano y col., 2001; Van Staveren y col., 2003), en áreas corticales, 
hipocampo y bulbo olfatorio principal (Van Staveren y col., 2003). Hay que tener en cuenta 
que las dos regiones cerebrales con mayor producción de óxido nítrico por parte de la 
nNOS son el cerebelo y el bulbo olfatorio principal. Por último, estudios realizados por 
diferentes autores (Turko y col., 1998, 1999; Corbin y col., 2000, 2006; Murthy, 2001; 
Okada y Asakawa, 2002; Rybalkin y col., 2002; Mullershausen y col., 2003) sugieren que la 
PKG es el mayor regulador de la fosforilación de la PDE5 y, por tanto de su actividad; la 
PKG, como se comentaba en el apartado 2.2.2.1.1., también está íntimamente relacionada 
con la señalización por óxido nítrico. 
La PDE5 es una enzima citosólica homodimérica; cada monómero cuenta con dos 
dominios reguladores alostéricos donde se unen dos GMPc, y un dominio catalítico donde 
se producirá la hidrólisis de GMPc a GMP (Loughney y col., 1998; Corbin y Francis, 1999; 
Fink y col., 1999; Turko y col., 1999; Corbin y col., 2000, 2006; Okada y Asakawa, 2002). 
En un principio se creía que la actividad enzimática de la PDE5 requería la presencia de 
dos moléculas de GMPc unidas a los sitios reguladores alostéricos y además la 
fosforilación de la enzima por parte de la PKG (Turko y col., 1998, 1999; Fink y col., 1999; 
Corbin y col., 2000; Murthy, 2001). Sin embargo, en los últimos años se ha visto que la 
actividad enzimática de la PDE5 está específicamente activada por la unión de los GMPc 
en los sitios reguladores alostéricos (Okada y Asakawa, 2002) aunque esta activación se 
ve facilitada si es fosforilada por parte de la PKG1 (Mullershausen y col., 2003). Este 
incremento en la actividad enzimática de la PDE5 inducida por la fosforilación producida 
por PKG1 representa un importante mecanismo de retroalimentación para limitar la 
amplitud y la duración de la señal de GMPc (Mullershausen y col., 2003). 
Estudios previos de hibridación in situ han demostrado la presencia de PDE5 en el 
bulbo olfatorio principal. A pesar de que se ha visto que la PDE5 aparece en la capa 
plexiforme externa, en la capa de las células granulares y, con mayor intensidad de tinción, 
en la capa de las células mitrales, no se ha descrito en qué elementos celulares aparece 
(Van Staveren y col., 2003). 
 
2.2.2.2. Vía de la nitrosilación de proteínas   
En muchos casos se ha demostrado que la señalización producida por óxido nítrico en 
las neuronas es independiente de la vía que conlleva la producción de nucleótidos cíclicos y 
utiliza otras vías alternativas (Stamler y col., 1992; Lipton y col., 1993; Stamler, 1994). Una de 
estas vías alternativas es la acción directa del óxido nítrico sobre los residuos tiol de las 
cisteínas o las tirosinas de algunas proteínas (Stamler y col., 1992; Butler y col., 1995). Esta 
reacción producida entre el óxido nítrico y un grupo tiol para formar una unión tipo S-ON es lo 
que se conoce con el nombre de S-nitrosilación (Stamler y col., 1992; Lipton, 1999; Broillet, 
1999; Gaston y col., 2003). De las especies reactivas del óxido nítrico (ON·, ON-, ON+), ON+ 
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es el agente nitrosilante más común (Broillet, 1999; Lipton, 1999; Nelson y col., 2003; Guix y 
col., 2005). Se ha demostrado que para que se produzca la reacción de S-nitrosilación se 
requiere una concentración de óxido nítrico mayor que la necesaria para activar la GCs (Ahern 
y col., 2002). 
Algunos estudios realizados (Mirza y col., 1995; Catani y col., 1998; de laTorre y col., 
1998) sugieren que los tioles de los residuos cisteína de las proteínas son las principales 
dianas de la S-nitrosilación realizada por el óxido nítrico. Al nitrosilarse, las proteínas pueden 
modificar su función (Stamler y col., 2001; Martínez-Ruiz y Lamas, 2004) de modo que causan 
un efecto en las células que las contienen. Por ejemplo, en el caso de que la proteína 
nitrosilada sea una enzima, la S-nitrosilación puede provocar su activación o su desactivación, 
dependiendo de la enzima que sea (Lander y col., 1997; Lipton y col., 1998; Mannick y col., 
1999; Pérez-Mato y col., 1999; Haendeler y col., 2002; Nelson y col., 2003); aquí es donde 
radica la importancia de esta vía de actuación. Sin embargo, el análisis de la existencia de S-
nitrosilación en muchas proteínas demuestra que no todas las proteínas que presentan 
cisteínas con grupos tiol libres son S-nitrosiladas por óxido nitrico (Lander y col., 1995; Pérez-
Mato y col., 1999; Sun y col., 2001). Al contrario, este fenómeno sólo afecta a los grupos tiol 
de proteínas concretas que contienen una región específica en su secuencia de aminoácidos 
dispuesta alrededor de una cisteína (Stamler y col., 1997; Xu y col., 1998; Lipton, 1999; Sun y 
col., 2001; Haendeler y col., 2002); esta secuencia específica de aminoácidos es la que 
aumenta la susceptibilidad de la cisteína a ser S-nitrosilada. Además, aunque en estudios in 
vitro se ha visto que más de un centenar de proteínas son susceptibles de ser S-nitrosiladas, 
de éstas, se ha demostrado que sólo unas pocas son S-nitrosiladas in vivo (Stamler y col., 
2001; Martínez-Ruíz y Lamas, 2004). Las proteínas que sufren S-nitrosilación pueden estar 
formando parte de las membranas, estar libres en el citosol o encontrarse en el espacio 
extracelular (Gaston y col., 1993; Lipton, 1999; Rafikova y col., 2002). 
Algunos autores han propuesto la S-nitrosilación como un mecanismo de modificación 
de proteínas análogo a la fosforilación y a la glicosilación (Butler y col., 1995; Lander y col., 
1997). Se diferencia de estos dos, sin embargo, en que la S-nitrosilación no consiste en una 
modificación catalizada por una enzima que se expresa en una población determinada de 
células, sino en la modificación que pueda inducir un agente como el óxido nítrico que difunde 
libremente a través del tejido. Además, la modificación depende de una reacción puramente 
química entre el agente nitrosilante (generalmente NO+) y la proteína diana (Stamler y col., 
2001; Mannick y col., 2002). Por lo tanto, este proceso de S-nitrosilación puede cambiar en 
función de la concentración de los reactivos y del estado del sistema redox (Foster y col., 
2003). 
Algunos de los candidatos que presentan la secuencia de aminoácidos específicos 
antes mencionada y que son, por tanto, susceptibles de ser modificados por S-nitrosilación en 
el sistema nervioso central son (Lipton, 1999): 
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- canales iónicos (NMDA y CNG entre otros) 
- transportadores (Ca-ATPasa; transportadores de K+) 
- receptores (receptores del inositol trifosfato; el receptor del factor de crecimiento 
del nervio) 
- enzimas (como las GC, NOS y algunas kinasas) 
- moléculas y sustratos de adhesión celular 
- ciclinas 
Se ha visto que los CNG pueden estar directamente activados por óxido nítrico 
mediante S-nitrosilación, sin la necesidad de unión de nucleótidos cíclicos (Broillet y Firestein, 
1996, 1997); esto proporcionaría una ruta alternativa por la cual el óxido nítrico puede regular 
la actividad eléctrica de la célula a través de estos canales, pero sin necesidad de producir 
GMPc (Ahern y col., 2002). Este es un claro ejemplo de las complejas interrelaciones que 
pueden existir entre las distintas vías de actuación del óxido nítrico. 
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Desde que se descubrió que el óxido nítrico tiene funciones neuromoduladoras muy 
similares a las de otros neurotransmisores, se le han atribuido múltiples funciones en el sistema 
nervioso central. Se ha visto, por ejemplo, que su presencia y participación es necesaria para el 
correcto funcionamiento de los circuitos neuronales o que está implicado en la modulación de 
fenómenos de plasticidad neuronal y neurogénesis, en concreto en fenómenos de proliferación y 
migración celular. Estudiar el papel del óxido nítrico en el bulbo olfatorio tiene un triple interés. En 
primer lugar, el bulbo olfatorio principal es la región del cerebro con mayor número de neuronas 
productoras de óxido nítrico junto con el cerebelo. Además, el bulbo olfatorio principal tiene una 
organización laminar que lo convierte en un modelo muy sencillo y útil para estudiar circuitos 
neuronales. En segundo lugar, el bulbo olfatorio es un área cerebral donde existe un enorme nivel 
de plasticidad neuronal, ya que se produce una constante renovación de las células receptoras de 
los olores, cuyos axones han de establecer nuevas relaciones sinápticas en el interior de los 
glomérulos olfatorios. En tercer lugar, el bulbo olfatorio principal es el destino de las nuevas 
neuronas que se están generando en la zona subventricular y que viajan por la corriente 
migratoria rostral. Estas células han de incorporarse de novo a los circuitos del bulbo olfatorio y 
para ello han de establecer correctamente las conexiones que efectúan tanto sus dendritas como 
sus axones. Tomando todo esto en consideración, podemos pensar que el óxido nítrico debe 
desempeñar funciones muy diversas en el bulbo olfatorio principal. Algunas de estas funciones 
podrían tener que ver con el procesamiento de la información que allí tiene lugar, mientras que 
otras podrían estar relacionadas con la plasticidad neuronal. 
A pesar de todo esto, no existen estudios dirigidos a analizar en detalle el papel del óxido 
nítrico en esta región. Conociendo la implicación funcional del óxido nítrico en el bulbo olfatorio 
principal, podríamos conocer datos más generales que nos permitan inferir cuáles son las 
implicaciones funcionales del óxido nítrico en el resto del sistema nervioso central. Esta última 
razón es el fin último que motiva nuestras investigaciones. Como primer paso, en este trabajo nos 
proponemos detallar cuáles son las dianas y los mecanismos de actuación del óxido nítrico en el 
bulbo olfatorio principal. Para ello, vamos a analizar, por un lado, la acción del óxido nítrico en los 
circuitos neuronales. Haremos especial énfasis en los circuitos dopaminérgicos, porque se ha 
visto que el óxido nítrico está directamente relacionado con la transmisión dopaminérgica. Por otro 
lado, analizaremos la relación del óxido nítrico con las células implicadas en los procesos de 
neurogénesis adulta, en concreto con las células de la corriente migratoria rostral. 
Para llevar a cabo este trabajo, nos planteamos dos grandes objetivos: 
1. Analizar las posibles vías de actuación del óxido nítrico en los circuitos del bulbo 
olfatorio principal. Para la consecución de este objetivo general, nos planteamos otros más 
concretos: 
1.1 Determinar sobre qué elementos del bulbo olfatorio principal actúa el óxido nítrico a 
través de la activación de la enzima GCs.  
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1.2 Determinar, en la medida de lo posible, la ruta de señalización intracelular del óxido 
nítrico en las células que expresan GCs. 
1.3 Determinar sobre qué elementos del bulbo olfatorio principal actúa el óxido nítrico a 
través de la nitrosilación de proteínas. 
1.4 Determinar si existe alguna relación entre los circuitos nitrérgicos y dopaminérgicos.  
2. Analizar las posibles vías de actuación del óxido nítrico en las células de la corriente 
migratoria rostral. Para la consecución de este objetivo general, nos planteamos otros más 
concretos: 
2.1 Determinar sobre qué elementos de la corriente migratoria rostral actúa el óxido nítrico 
a través de la activación de la enzima GCs. 
2.2 Determinar la ruta de señalización intracelular del óxido nítrico en las células que 
expresan GCs. 
2.3 Determinar si el óxido nítrico actúa sobre las células de la de la corriente migratoria 
rostral nitrosilando proteínas. 
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4.1. ANIMALES DE EXPERIMENTACIÓN 
Como animales de experimentación se han utilizado ratas albinas adultas de la cepa 
Wistar. Los animales utilizados fueron indistintamente machos y hembras con dos meses y medio 
de edad y un peso que oscilaba entre los 200 y los 250 gramos. Los animales fueron mantenidos 
en condiciones idóneas en el estabulario del centro; el traslado al laboratorio se produjo dos días 
antes de su sacrificio para reducir, en la medida de lo posible, cualquier situación de estrés que 
posteriormente pudiera interferir en los resultados obtenidos. Todos los animales utilizados fueron 
animales control. En algún experimento concreto se utilizaron animales tratados con 200 mg/Kg 
de 5-Bromo-2’-deoxiuridina (BrdU, Sigma; inyectada intraperitonealmente 2 horas antes del 
sacrificio del animal). El cuidado y la manipulación de los animales ha seguido la normativa 
europea (European Communities Council Directive (86/609/EEC)) y la legislación española vigente 
(Real Decreto 1201/2005) sobre experimentación animal. 
 
4.2. ANTICUERPOS 
En la siguiente tabla se recogen todos los anticuerpos primarios utilizados en los métodos 
de detección inmunocitoquímica realizados, cuál es su origen, la concentración a la que fueron 
usados y la casa comercial o el laboratorio que los proporcionó.  
 
ABC: detección inmunocitoquímica con el complejo ABC (avidina-biotina-peroxidasa); F: detección inmunocitoquímica con marcadores 
fluorescentes; Au: detección inmunocitoquímica con partículas de oro coloidal 
Antígeno Anticuerpo Concentración Casa comercial 
Ácido gamma-aminobutírico 
(GABA) 





















Isoforma neuronal de la sintasa 
del óxido nítrico (nNOS) 














Somatostatina (SOM) IgG de conejo anti-SOM Origen policlonal 
1:3000 (ABC) 
1:1000 (F) 
Dr. T.J. Görcs 
Calbindina D28k (CB) 
IgG de conejo anti-CB 
Origen policlonal 
 













IgG de conejo anti-CR 
Origen policlonal 
 
















IgG de conejo anti-PV 
Origen policlonal 
 







Subunidad β1 de la Guanilato 
ciclasa soluble (β1-GCs) 





Subunidad α1 de la Guanilato 
ciclasa soluble (α1-GCs) 





Proteína gliofibrilar ácida 
(GFAP) 
IgG de conejo anti-GFAP 
Origen policlonal 
 












IgG de rata anti-BrdU 
Origen policlonal 
 










Doblecortina (DCX) IgG de cabra anti-DCX Origen policlonal 
1:100 (F) Santa Cruz 
Receptor D2 de dopamina 
(RD2) 
IgG de conejo anti-RD2 
Origen policlonal 
1:200 (Au) Chemicon 
Subunidad 1 de los canales 
activados por nucleótidos 
cíclicos en condiciones de 
hiperpolarización (HCN1) 






Subunidad 2 de los canales 
activados por nucleótidos 
cíclicos en condiciones de 
hiperpolarización (HCN2) 






Subunidad 4 de los canales 
activados por nucleótidos 
cíclicos en condiciones de 
hiperpolarización (HCN4) 






Subunidad A2 de los canales 
activados por nucleótidos 
cíclicos (CNGA2) 






Subunidad A3 de los canales 
activados por nucleótidos 
cíclicos (CNGA3) 
IgG de conejo anti-CNGA3 
Origen policlonal 
1:1000 (ABC) 
1: 500 (F) 
1:1000 (Au) 
Alomone 
Fosfodiesterasa 5 (PDE5) IgG de conejo anti-PDE5 Origen policlonal 
1:300 (ABC) Fab Gennix Inc 
Fosfodiesterasa 5 fosforilada 
(P-PDE5) 




Fab Gennix Inc 
Proteín kinasa dependiente de 
GMPc de tipo 2 (PKG2); 
extremo C-terminal 
IgG de conejo anti-PKG2 
Origen policlonal 
1:100 (ABC) Abgent 
Proteín kinasa dependiente de 
GMPc de tipo 2 (PKG2); 
extremo N-terminal 
IgG de cabra anti-PKG2 
Origen policlonal 
1:100 (ABC) Santa Cruz 
Proteín kinasa dependiente de 
GMPc de tipo 1β (PKG1β) 
IgG de conejo anti-PKG1β 
Origen policlonal 
1:800 (ABC) Stressgen 
Dopamina nitrosilada (NO-DA) IgG de rata anti-NO-DA Origen policlonal 
1:1000 (ABC) Advanced Targeting 
Systems 
Cisteina nitrosilada (NO-L-Cys) IgG de rata anti-NO-L-Cys Origen policlonal 
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En la siguiente tabla se detallan los anticuerpos secundarios utilizados, la marca, la 
concentración a la que han sido utilizados y la casa comercial proveedora. 
Anticuerpo Marca Concentración Casa comercial 
IgG de burro anti-IgG de cabra Alexa 488 1:400 Jackson 
IgG de burro anti-IgG de conejo Alexa 488 1:400 Jackson 
IgG de burro anti-IgG de ratón Alexa 488 1:400 Jackson 
IgG de burro anti-IgG de cabra Alexa 555 1:400 Jackson 
IgG de burro anti-IgG de conejo Alexa 555 1:400 Jackson 
IgG de burro anti-IgG de ratón Alexa 555 1:400 Jackson 
IgG de burro anti-IgG de ratón Cy2 1:400 Jackson 
IgG de burro anti-IgG conejo Cy3 1:400 Jackson 
IgG de cabra anti-IgG de conejo Au (∅ 10nm) 1:15 Sigma 
IgG de cabra anti-IgG de conejo Au (∅ 1nm) 1:100 Amersham 
IgG de cabra anti-IgG de ratón Au (∅ 10nm) 1:15 Sigma 
IgG de cabra anti-IgG de ratón Au (∅ 1nm) 1:100 Amersham 
IgG de caballo anti-IgG de cabra Biotina 1:200 Vector/Pierce 
IgG de cabra anti-IgG de conejo Biotina 1:200 Vector/Pierce 
IgG de cabra anti-IgG de ratón Biotina 1:200 Vector/Pierce 
Fragmentos F(ab) de cabra anti-
IgG de conejo 
 1:100 Jackson 
Fragmentos F(ab) de cabra anti-
IgG de ratón 




Se han utilizado diferentes tampones para almacenar y lavar las secciones, para las 
diluciones de los reactivos en los distintos protocolos de tinción, de detección de antígenos por 
métodos inmunocitoquímicos o de detección de actividades enzimáticas por métodos 
histoquímicos. 
Tampón Fosfato 0,1M pH 7,4 (TF) 
Tampón Fosfato Salino 0,01M pH 7,4 (TFS) 
Tampón Tris-HCl 0,05M pH 7,4 para 25ºC (TT) 
Tampón Tris-HCl 0,1M pH 8,0 para 25ºC (TT8-25) 
Tampón Tris-HCl 0,1M pH 8,0 para 37ºC (TT8-37) 
Tampón Tris-HCl Salino 0,05M pH 7,4 para 25ºC (TTS) 
 
4.4. EQUIPOS UTILIZADOS 
4.4.1. Microtomía
La obtención de las secciones para su procesado y análisis se ha realizado con los 
siguientes equipos de microtomía: 
→ Vibratomo. Modelo VT 1000E de Leica. 
→ Ultramicrotomo. Modelo EM UC6 de Leica.  
→ Ultramicrotomo. Modelo ULTRACUTE de REICHERT & JUNG. 
→ Crioultramicrotomo. Modelo Leica Ultracut UCT 
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→ Cuchillas de diamante para resina de 45º de DIATOME. 
→ Cuchillas de diamante para resina de 35º de DIATOME. 
→ Cuchillas de diamante para crioultramicrotomía de 35º de DRUKKER. 
 
4.4.2. Microscopía 
El análisis de las preparaciones se ha llevado a cabo utilizando distintos microscopios, 
adecuados en cada caso para analizar cada tipo de muestra. 
→ Microscopio Confocal. Modelo TCS SP de Leica. Equipado con los láseres Ar (458 y 
488 nm), Ne-Ne (543 nm) y He-Ne (633 nm). 
→ Microscopio Electrónico de Transmisión. Modelo JEM 1010 de Jeol. 
→ Microscopio óptico convencional. Modelo CH30 de Olympus. 
→ Microscopio óptico convencional. Modelo CX41 de Olympus. 
→ Microscopio óptico equipado con epifluorescencia. Modelo BX51WI de Olympus. 
→ Lupa binocular Lan Optics.  
 
4.4.3. Sistemas de captura de imagen
Las imágenes mostradas en este trabajo han sido obtenidas con los siguientes sistemas de 
captura de imagen.  
→ Cámara digital MegaViewIII de captura de imagen del microscopio electrónico de 
transmisión, de Soft Imagen System. 
→ Cámara digital modelo C-5050 de Olympus. 
→ Cámara digital modelo de C-5060 de Olympus. 
→ Sistema de fotografía convencional del microscopio electrónico de transmisión y placas 
fotográficas Kodak. 
 
4.4.4. Programas de modificación-procesado de la imagen
Las imágenes mostradas en este trabajo han sido editadas con distintos programas de 
procesado de imagen. 
→ AnalySIS. 
→ IrfanView. 
→ Ulead PhotoImpact 5 Bundled Edition. 
→ Micrograph Picture. 
 
4.5. PERFUSIÓN. OBTENCIÓN DE LAS SECCIONES FLOTANTES 
Todos los animales utilizados en este estudio fueron sacrificados mediante perfusión 
intracardíaca y fijados con una mezcla de diferentes agentes fijadores; para la perfusión de los 
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animales se utilizó una bomba de perfusión peristáltica que permitió una fijación homogénea 
asegurando la llegada del fijador a todos los tejidos y células del animal.  
Para proceder a la perfusión, los animales fueron profundamente anestesiados mediante la 
inyección intraperitoneal de una solución de hidrato de cloral al 4% en suero salino (cloruro sódico 
al 0,9% en agua). La dosis de anestésico inyectada fue de 1 ml por cada 100 gramos de peso del 
animal. Una vez comprobada la ausencia total de movimientos reflejos en el animal se accedió a 
la caja torácica del mismo y se introdujo por el ventrículo izquierdo del corazón una cánula 
conectada a la bomba de perfusión; posteriormente se realizó un corte en la aurícula derecha para 
permitir la salida de los fluidos (sangre, solución de lavado y mezcla de agentes fijadores).  
Los animales se perfundieron primero con suero salino (20 ml) para eliminar la sangre del 
sistema circulatorio, evitando de esta manera la posible formación de coágulos y después con un 
volumen de 500 ml de la mezcla de agentes fijadores a una tasa de 15 ml por minuto. Las distintas 
mezclas de fijadores que se utilizaron fueron: 
• Solución de perfusión 1: paraformaldehído al 4% en TF 
• Solución de perfusión 2: glutaraldehído al 0,5% y paraformaldehído al 4% en TF 
• Solución de perfusión 3: glutaraldehído al 1% y paraformaldehído al 2% en TF 
• Solución de perfusión 4: 50 ml de acroleína al 3,8% y  paraformaldehído al 2% en TF 
seguido de 450 ml de  paraformaldehído al 2% enTF 
La perfusión de los animales se realizó con una u otra solución de perfusión en función del 
uso del tejido. Los animales perfundidos con la Solución 1 se utilizaron para los análisis de 
patrones de distribución general de marcadores a microscopía óptica convencional y para los 
marcajes múltiples con fluorescencia. Los animales perfundidos con la Solución 2, la Solución 3 o 
con la Solución 4 se usaron para los análisis de microscopía electrónica. Además, el tejido de los 
animales fijados con las soluciones de perfusión 2 y 3 también fue utilizado cuando se procedió a 
la detección de GABA, NO-DA y NO-L-Cys para su análisis a microscopía óptica, debido a que los 
anticuerpos correspondientes utilizados reconocen GABA, NO-DA y NO-L-Cys unidos a 
glutaraldehído. 
Una vez fijados los animales se procedió a la extracción de sus cerebros y a la disección 
de los bulbos olfatorios. Los bulbos olfatorios fueron encastrados en Agar (solución líquida de 
Agar tipo americano para bacteriología al 4% en agua) y cortados con el vibratomo en secciones 
coronales de 50 µm. Las secciones flotantes obtenidas fueron recogidas y mantenidas en TF con 
azida sódica al 0,05% a 4ºC hasta su posterior uso. 
 
4.6. TINCIONES CON AZUL DE TOLUIDINA 
Estas tinciones se realizaron para observar la citoarquitectura del bulbo olfatorio de la rata. 




                                                                                                                                                                                          Material y Métodos 
 
4.6.1. Tinción de Nissl en cortes de vibratomo 
Las tinciones se realizaron sobre secciones representativas de  todos los niveles del bulbo 
olfatorio principal (desde los niveles más rostrales hasta los más caudales). Para la tinción, se 
montaron las secciones del bulbo olfatorio principal sobre portaobjetos gelatinizados y se 
dejaron secar al aire. Después, se sumergieron en una solución de azul de toluidina al 0,5% en 
tampón acetato 0.1M pH 3,9 durante diez minutos y, acto seguido, la tinción se diferenció en 
etanol de 96º. Tras este paso, los cortes se deshidrataron con una batería de etanol de 
graduación creciente, se aclararon con xilol y se montaron con Eukitt. 
 
4.6.2. Tinción de cortes semifinos con azul de toluidina-borax 
Este protocolo se utilizó para teñir secciones semifinas de entre 0,5 y 2,0 µm obtenidas en 
un ultramicrotomo a partir de material incluido en resina Durcupan. El uso del borax, combinado 
con el calor (60ºC), permite una corrosión parcial de la resina en la superficie del corte 
permitiendo así la adhesión del colorante al tejido sin tener que eliminar la resina antes de la 
tinción. La tinción de estos cortes sirve para controlar el nivel en el que nos encontramos 
cuando estamos obteniendo cortes ultrafinos para analizar a microscopía electrónica.  
Los cortes semifinos recogidos se colocaron sobre gotas de agua colocadas en portaobjetos 
gelatinizados que se pusieron a secar sobre una placa calefactora a 60ºC. Para la tinción, se 
colocó una gota de azul de toluidina-borax (azul de toluidina al 0,5% y tetraborato sódico al 1%) 
sobre el corte semifino y éste se puso alrededor de 15-30 segundos sobre la placa calefactora a 
60ºC. Tras la tinción, los cortes fueron lavados con abundante agua. Acto seguido fueron 
deshidratados por desecación en la placa calefactora y montados con una gota de Durcupan, 
que se polimerizó en estufa a 60ºC durante 24 horas. 
 
4.7. DETECCIÓN HISTOQUÍMICA DE LA NADPH-DIAFORASA 
En tejidos animales fijados con aldehídos, la detección histoquímica de la actividad 
enzimática NADPH-diaforasa es una excelente herramienta para teñir de forma selectiva las 
células que contienen la enzima NOS (Alonso et al., 1995). Hemos utilizado esta técnica, por 
tanto, como herramienta para marcar las neuronas que sintetizan óxido nítrico. En la técnica 
histoquímica se utiliza como cromógeno azul de nitrotetrazolio (NBT), que es un compuesto 
prácticamente incoloro, soluble en soluciones acuosas y fácilmente reducible por la acción de la 
NADPH-diaforasa convirtiéndose en un compuesto de color azul intenso llamado formazán que no 
es soluble en soluciones acuosas y que precipita en las células donde se forma.  
El protocolo de la NADPH-diaforasa aparece resumido en el Anexo I. Para realizar la 
detección histoquímica de la NADPH-diaforasa las secciones de vibratomo fueron bien lavadas en 
TT8-25 y posteriormente incubadas en una mezcla de NBT (0,15 mg/ml), β-NADPH (1 mg/ml) y 
0,3% Triton X-100 en TT8-37 durante un tiempo variable de entre 60 y 90 minutos a 37ºC y en 
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oscuridad. La reacción se controló bajo el microscopio y una vez se hubieron detectado las 
neuronas positivas, se paró lavando las secciones abundantemente con TT8-25.  
Sobre alguna de estas secciones se realizó posteriormente la detección 
inmunohistoquímica de algunos marcadores de interneuronas empleando para ello el método 
inmunohistoquímico del ABC (ver en el apartado 4.8.1.1.1. el protocolo de detección 
inmunohistoquímica simple mediante el método del ABC).  
Parte de las secciones teñidas para NADPH-diaforasa fueron colocadas sobre portaobjetos 
gelatinizados, deshidratadas con una batería de etanol de gradación creciente, aclaradas con xilol 
y montadas con Eukitt. El resto fueron deshidratadas con una batería de etanol de gradación 
creciente, aclaradas con óxido de propileno e incluidas en plano en resina Durcupan entre un 
portaobjetos y un cubreobjetos. 
 
4.8. TÉCNICAS INMUNOCITOQUÍMICAS 
Las distintas técnicas inmunocitoquímicas que a continuación se detallan, se realizaron 
para visualizar los elementos del tejido que contenían y/o expresaban los antígenos recogidos en 
la tabla incluida en el apartado 4.2. La mayoría de estas técnicas emplean soluciones similares 
para realizar los lavados y las incubaciones con los anticuerpos; las principales soluciones 
utilizadas fueron: 
a) Solución de bloqueo. La solución de bloqueo se utiliza para recubrir las zonas del 
tejido donde los anticuerpos se podrían unir de manera inespecífica dando un falso 
marcaje positivo. La solución de bloqueo se compone de glicina 0,2 M, lisina 0,2 M, 
albúmina de suero bovino (BSA) al 2%, gelatina de pescado (IGSS) al 0,1% y suero de la 
especie donde se haya obtenido el anticuerpo secundario (NGS, si la especie de donde se 
ha obtenido el anticuerpo secundario es cabra; NDS, si la especie es burro y NHS, si la 
especie es caballo) al 10% en TF o TFS.  
b) Solución de incubación. La solución de incubación se utiliza para diluir los 
anticuerpos primarios y se compone de BSA al 0,8%, NGS o NDS o NHS al 5% y de IGSS 
al 0,1% en TF o TFS.  
Cuando las soluciones de bloqueo y de incubación se utilizaron en inmunocitoquímicas 
destinadas únicamente para la microscopía óptica, tanto convencional como confocal, se les 
añadió de Triton X-100 al 0,1%, para permeabilizar el tejido y permitir la entrada de los 
anticuerpos. El uso de Triton X-100, sin embargo, no es compatible con el análisis del tejido a 
microscopía electrónica de transmisión, debido a la destrucción de las membranas, de manera 
que para permeabilizar el tejido que queremos estudiar a microscopía electrónica de transmisión 
se deben utilizar otras técnicas. El método elegido para permeabilizar los cortes destinados a 
inmunocitoquímica y microscopía electrónica de transmisión fue realizar una rápida congelación-
descongelación del tejido. Para ello, las secciones fueron embebidas en una solución 
crioprotectora (sacarosa al 25% y glicerol al 10% en TF 0,05 M pH 7,4) durante una hora, tras lo 
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cual se procedió a realizar tres ciclos rápidos de congelación-descongelación sobre vapores de 
nitrógeno líquido. Inmediatamente después, las secciones fueron concienzudamente lavadas con 
TF para eliminar cualquier resto de la solución crioprotectora y se mantuvieron a 4ºC en TF con 
azida sódica al 0,05% hasta su uso. 
Cuando el tejido utilizado para realizar las detecciones inmunocitoquímicas había sido 
obtenido de los animales fijados mediante la Solución de perfusión 2 o mediante la Solución de 
perfusión 3, se procedió a la reducción de los grupos aldehído que pudieran haber quedado libres 
en el tejido para evitar así la fijación inespecífica de los anticuerpos. Para ello, antes de comenzar 
la técnica inmunocitoquímica, las secciones fueron incubadas con una solución de borohidruro 
sódico al 1% en TF durante 20 minutos a temperatura ambiente. 
En este trabajo se han utilizado protocolos de detección inmunocitoquímica muy variados 
dependiendo del diseño de cada experimento. El esquema general que se siguió en la mayoría de 
ellos fue el siguiente: un paso de bloqueo de las secciones en la solución de bloqueo, un paso de 
incubación de las secciones con los anticuerpos primarios diluidos en la solución de incubación, 
un paso de incubación de las secciones con los anticuerpos secundarios marcados y, cuando 
procedía (dependiendo del método utilizado), un paso de detección de la marca de los anticuerpos 
secundarios para visualizar así las células que presentaban el antígeno buscado. A continuación 
se detallan los diferentes protocolos inmunocitoquímicos utilizados en este trabajo. Todos ellos, 
además, aparecen resumidos en el Anexo I. 
 
4.8.1. Marcajes inmunocitoquímicos simples 
4.8.1.1. Marcajes inmunocitoquímicos simples en preinclusión 
4.8.1.1.1. Marcaje inmunocitoquímico simple mediante el método del complejo avidina-
biotina-peroxidasa (ABC)  
Este método utiliza anticuerpos secundarios marcados con biotina y un complejo 
avidina-biotina-peroxidasa. Para la visualización de la 
actividad peroxidasa, se utiliza como sustrato de la 
peroxidasa H2O2 al 0.003% y como cromógeno 3,3’-
diaminiobencidina-4HCl (DAB) al 0,05% en TF. La DAB 
es un compuesto soluble en soluciones acuosas, pero 
cuando se oxida por el oxígeno desprendido de la 
catálisis del H2O2 forma un precipitado de color marrón que es fácilmente visible a 
microscopía óptica y que, además, también es visible en el microscopio electrónico de 
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4.8.1.1.1.1. Cuando el estudio queda restringido a la microscopía óptica convencional 
Todos los pasos se llevaron a cabo a temperatura ambiente. Entre cada paso las 
secciones fueron lavadas abundantemente con TF. 
El primer paso consistió en bloquear los posibles sitios de uniones inespecíficas 
de los anticuerpos al tejido incubando las secciones con la solución de bloqueo durante 
una hora. A continuación, las secciones se incubaron con el anticuerpo primario diluido 
en la solución de incubación durante 24 horas. Posteriormente, las secciones se 
incubaron con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TF durante dos 
horas; después, se incubaron con el complejo ABC diluido 1:200 en TF durante otras 
dos horas. La detección de la actividad peroxidasa se realizó utilizando DAB y H2O2 y 
la obtención del marcaje fue controlada bajo el microscopio. Una vez se obtuvo el 
marcaje óptimo, las secciones fueron osmificadas con una solución de tetraóxido de 
osmio al 1% y glucosa al 7% en TF durante una hora en oscuridad, deshidratadas con 
alcoholes de gradación creciente (etanol de 30º, 50º, 70º 96º y 100º), aclaradas con 
óxido de propileno e incluidas en plano en resina Durcupan entre un portaobjetos y un 
cubreobjetos para su posterior análisis microscópico.  
Para la inclusión en plano, las secciones se dejaron toda la noche en resina a 
temperatura ambiente para favorecer su infiltración en el tejido. Posteriormente, se 
colocaron entre un portaobjetos no gelatinizado y un cubreobjetos. De esta manera, se 
introdujeron en una estufa y la resina fue polimerizada durante 48 horas a 60ºC, tras lo 
cual las secciones ya pudieron ser estudiadas bajo el microscopio. 
La osmificación de las secciones para la microscopía óptica se realizó con el fin 
de intensificar la marca de DAB. En muchos casos este aumento de la marca permitió 
identificar elementos positivos como algunos axones, espinas dendríticas, etc. que 
antes de la osmificación no tenían la suficiente tinción como para ser apreciados al 
microscopio. 
 
4.8.1.1.1.2. Cuando el estudio implica un posterior análisis con microscopía electrónica 
de transmisión 
Cuando realizamos la detección inmunohistoquímica para su posterior análisis a 
microscopía electrónica de transmisión se ha de tener especial cuidado en que todas 
las soluciones preparadas sean frescas y estén a 4ºC. 
Después de una incubación de una hora en la solución de bloqueo a temperatura 
ambiente, las secciones se incubaron con el anticuerpo primario diluido en la solución 
de incubación durante un período de tiempo que osciló entre 48 y 72 horas a 4ºC. 
Posteriormente, las secciones se incubaron con el anticuerpo secundario biotinilado 
diluido 1:200 en TF durante dos horas y otras dos horas con el complejo ABC diluido 
1:200 en TF; ambos pasos fueron realizados a temperatura ambiente. La detección de 
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la actividad peroxidasa se realizó utilizando DAB y H2O2 y el revelado fue controlado 
bajo el microscopio. Una vez se obtuvo el marcaje óptimo, las secciones fueron 
osmificadas en una solución de tetraóxido de osmio al 1% y 7% de glucosa en TF 
durante una hora a temperatura ambiente y en oscuridad.  Después de cada paso, las 
secciones fueron abundantemente lavadas con TF. 
Previamente a la deshidratación con alcoholes y a la inclusión en la resina epoxi, 
el tejido destinado a la microscopía electrónica fue contrastado con acetato de uranilo. 
Las soluciones utilizadas en el protocolo de contrastado con acetato de uranilo fueron:  
• Solución Stock. Se preparó disolviendo 2,32 gramos de ácido maléico y 0,8 
gramos de NaOH en un volumen final de 100 ml de agua destilada. 
• Solución de lavado. Se preparó mezclando 50 ml de agua destilada, 20 ml de 
Solución Stock y 1,8 ml de NaOH 0.2N. 
• Solución de coloración. Se preparó disolviendo 0,5 gramos de acetato de uranilo 
en una mezcla de 13 ml de agua destilada, 6 ml de Solución Stock y 4 ml de 
NaOH 0,2 N. La solución resultante se sonicó hasta que el acetato de uranilo se 
hubo disuelto completamente y se mantuvo siempre en oscuridad y a 4ºC. 
El protocolo de contrastado con el acetato de uranilo se realizó de la siguiente 
manera: después de haber osmificado las secciones, y de haberlas lavado 
abundantemente en TF, se les dio dos lavados de 15 minutos en la solución de lavado. 
A continuación, se trataron durante 90 minutos con la solución de coloración y 
posteriormente volvieron a lavarse (3 lavados de 10 minutos) en la solución de lavado. 
Todos estos pasos se realizaron a 4ºC. Por último, las secciones se deshidrataron en 
frío, a 4ºC, con alcoholes de gradación creciente, se aclararon con óxido de propileno y 
se incluyeron en plano en resina Durcupan.  
 
4.8.1.1.2. Marcaje inmunocitoquímico simple utilizando oro coloidal  
Este método emplea una partícula de oro coloidal de 1 nm de diámetro unida al 
anticuerpo secundario para visualizar el 
antígeno. El marcaje obtenido con este método 
es fácilmente visible a microscopía óptica y 
electrónica de transmisión tras una amplificación 
de las partículas de oro con revelador físico a 
base de sales de plata. En los estudios de 
microscopía electrónica de transmisión, este 
método permite establecer de forma precisa la localización subcelular de los antígenos. 
La detección inmunocitoquímica por este método se realizó principalmente para 
material destinado a microscopía electrónica de transmisión; por ello, se ha de tener 
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especial cuidado en que todas las soluciones preparadas sean frescas y en que estén a 
4ºC. 
Después de una incubación de una hora en la solución de bloqueo a temperatura 
ambiente, las secciones se incubaron con el anticuerpo primario diluido en la solución de 
incubación durante un período de tiempo comprendido entre 48 y 72 horas a 4ºC. A 
continuación, se incubaron durante 2 horas a temperatura ambiente y 24 horas a 4ºC con 
el anticuerpo secundario que lleva unidas las partículas de oro coloidal de 1 nm de 
diámetro diluido 1:100 en la solución de incubación. El paso siguiente consistió en la 
fijación de los anticuerpos al tejido; para ello sumergimos las secciones en una solución de 
2% de glutaraldehído diluido en TFS, durante 10 minutos a temperatura ambiente. Las 
secciones fueron lavadas abundantemente con TFS entre cada paso.  
Inmediatamente después, las partículas de oro fueron amplificadas con una solución 
de sales de plata para permitir su detección en el microscopio óptico y en el microscopio 
electrónico de transmisión. Antes y después de la amplificación de las partículas de oro, el 
tejido tuvo que ser acondicionado lavándolo con una solución acondicionadora (Aurion 
ECS. AURION Immuno Gold Reagents & Accessories Custom Labelling, The Netherlands) 
diluida 1:10 en agua; se realizaron 4 lavados de 10 minutos con la solución 
acondicionadora a temperatura ambiente. Después de lavar, la amplificación de las 
partículas de oro se llevó a cabo incubando las secciones en oscuridad, a 20ºC y durante 
15-20 minutos con el kit comercial “AURION R-GENT SE-LM” (AURION). Este kit se 
empleó mezclando en proporción 1:1 el revelador y el amplificador. Para parar la reacción 
de amplificación, las secciones se lavaron con tiosulfato sódico 0.03 M diluido en la 
solución acondicionadora.  
Una vez se obtuvo y se amplificó el marcaje inmunohistoquímico, las secciones fueron 
osmificadas incubándolas con una solución de tetraóxido de osmio al 1% en TF durante 
una hora a temperatura ambiente y en oscuridad. La deshidratación posterior se llevó a 
cabo a 4ºC y utilizando una batería de gradación creciente de alcoholes (30º-50º-70º). Al 
llegar al etanol de 70º se procedió al contraste del tejido con una solución de acetato de 
uranilo diluido al 2% en etanol de 70º durante 45 minutos, a 4ºC y en oscuridad. 
Seguidamente se prosiguió con la deshidratación del tejido (etanol de 70º-96º-100º), su 
aclarado con óxido de propileno y su inclusión en plano en resina Durcupan (de igual forma 
que la descrita en el apartado 4.8.1.1.1.1.). 
 
4.8.1.1.3. Marcaje inmunocitoquímico simple mediante fluorescencia  
Este método de detección nos permite visualizar las células que 
contienen el antígeno utilizando para ello anticuerpos secundarios 
conjugados con fluorocromos. El análisis del marcaje se realiza con un 
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microscopio equipado con epifluorescencia o con un microscopio confocal.  
Todos los pasos de este protocolo fueron realizados a temperatura ambiente. El 
primer paso consistió en la incubación de las secciones en la solución de bloqueo durante 
45 minutos. A continuación, las secciones se incubaron durante 24 horas con el anticuerpo 
primario diluido en la solución de incubación. Tras este paso, las secciones se incubaron 
durante dos horas en oscuridad con el anticuerpo secundario marcado con un fluorocromo. 
Por último, las secciones se montaron con una solución de N-propil-galeato sobre 
portaobjetos gelatinizados. 
La solución de N-propil-galeato se utiliza como medio de montaje para evitar la 
pérdida de fluorescencia que se produce en las preparaciones con el tiempo. Para preparar 
el medio de montaje se disuelven, en un volumen final de 30 ml de agua destilada, 0,42 
gramos de glicina, 0,021 gramos de NaOH, 0,51 gramos de NaCl, 0,03 gramos de azida 
sódica y 5 gramos de N-propil-galeato. La mezcla se agita durante 24 horas a temperatura 
ambiente y una vez que están todos los componentes disueltos se añaden 70 ml de 
glicerol y se deja agitando otras 24 horas a temperatura ambiente. El medio de montaje se 
guarda a 4ºC en oscuridad hasta su uso. 
 
4.8.1.2. Marcaje inmunocitoquímico simple en postinclusión sobre secciones semifinas 
Este protocolo de detección inmunocitoquímica fue llevado a cabo mediante el método 
del ABC en secciones semifinas obtenidas a partir de material que previamente había sido 
incluido en resina Durcupan. Todos los pasos fueron realizados sobre portaobjetos con las 
secciones pegadas y no sobre secciones flotantes. 
Primero se obtuvieron las secciones semifinas de 2µm de grosor con un ultramicrotomo y 
se recogieron sobre portaobjetos gelatinizados. Antes de comenzar las incubaciones con los 
anticuerpos, la resina de las secciones fue corroída incubando las mismas durante 12 minutos 
con una mezcla de 50% de etóxido sódico, 30% de acetona y 20% de tolueno (preparada al 
menos 48 horas antes de su uso). Posteriormente, las secciones fueron rehidratadas 
pasándolas por una batería de alcoholes de gradación decreciente (100º-96º-70º-50º) hasta 
agua destilada. Cuando el material había sido previamente tratado con tetraóxido de osmio 
antes de su inclusión en resina, el osmio que pudiera haber en la muestra se eliminó 
incubando las secciones durante 10 minutos con metaperyodato sódico al 1% en agua. 
Después, se realizó un bloqueo de los posibles sitios de unión inespecífica de los anticuerpos 
incubando las secciones durante 30 minutos con 10% de NGS y 0,1% de Triton X-100 en 
TFS. A continuación, las secciones se incubaron durante 24 horas con el anticuerpo primario 
diluido en TFS con 1% de NGS. Seguidamente, las secciones se incubaron durante 50 
minutos con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TFS y después otros 45 
minutos con el complejo ABC diluido 1:200 en TFS. La actividad peroxidasa fue revelada 
utilizando DAB y H2O2 tal y como ha sido descrito previamente. Una vez se hubo obtenido el 
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marcaje inmunohistoquímico, las secciones fueron osmificadas durante 2 minutos con una 
solución de tetraóxido de osmio al 1% diluido en TF. Finalmente, fueron deshidratadas con 
una batería de alcoholes de gradación creciente, aclaradas con xilol y montadas con Eukitt. 
Las secciones fueron lavadas abundantemente con TFS entre cada paso. Todos los 
pasos, excepto el de la corrosión de la resina, fueron llevados a cabo a temperatura ambiente 
y en una cámara húmeda. 
 
4.8.2. Marcajes inmunocitoquímicos dobles
4.8.2.1. Marcaje inmunocitoquímico doble con ABC y oro coloidal en preinclusión  
Esta técnica de doble marcaje inmunocitoquímico combinando el método del ABC y el de 
oro coloidal de 1 nm sirve para poder detectar a la vez 
y distinguir dos antígenos diferentes en el microscopio 
óptico y en el microscopio electrónico de transmisión, 
siendo la detección de uno de ellos, además, una 






4.8.2.1.1. Dobles marcajes cuando los anticuerpos son de distinto origen  
Cuando los dos anticuerpos primarios utilizados son de distinto origen, se puede 
hacer una única incubación con una mezcla de los dos anticuerpos primarios y una única 
incubación con una mezcla de los dos anticuerpos secundarios. Cuando el estudio del 
marcaje se destina a microscopía electrónica de transmisión, las soluciones han de ser 
frescas y han de estar a 4ºC. 
El primer paso fue el bloqueo de los posibles sitios de unión inespecífica de los 
anticuerpos incubando las secciones durante 60 minutos a temperatura ambiente en la 
solución de bloqueo. A continuación, los cortes se incubaron con una mezcla de los dos 
anticuerpos primarios diluidos en la solución de incubación durante un período de tiempo 
comprendido entre 48 y 72 horas a 4ºC. Después de este tiempo, las secciones se 
incubaron con la mezcla de los dos anticuerpos secundarios (el biotinilado y el que lleva 
unidas las partículas de oro de coloidal de 1 nm de diámetro) diluidos en la solución de 
incubación (1:200 el anticuerpo biotinilado y 1:100 el anticuerpo conjugado con oro) 
durante 2 horas a temperatura ambiente y 24 horas a 4ºC. Acto seguido, se fijaron los 
anticuerpos al tejido incubando las secciones con glutaraldehído al 2% en TFS a 
temperatura ambiente durante 10 minutos. Inmediatamente después, el oro fue amplificado 
(de igual forma que se explica en el apartado 4.8.1.1.2.). Los siguientes pasos fueron la 
incubación de las secciones durante dos horas a temperatura ambiente con el complejo 
ABC diluido 1:200 en TF y la detección de la actividad peroxidasa utilizando DAB y H2O2 
(como se explica en el apartado 4.8.1.1.1.). Una vez se obtuvieron sendos marcajes 
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inmunohistoquímicos, las secciones fueron osmificadas incubándolas durante 60 minutos 
con tetraóxido de osmio al 1% en TF en oscuridad y a temperatura ambiente, contrastadas 
durante 45 minutos con 2% de acetato de uranilo en etanol de 70º, deshidratadas con una 
batería de alcoholes de gradación creciente, aclaradas con óxido de propileno e incluidas 
en plano en resina Durcupan para su posterior análisis. 
 
4.8.2.1.2. Dobles marcajes cuando los anticuerpos son del mismo origen 
La detección inmunohistoquímica de dos antígenos diferentes en las mismas 
secciones utilizando anticuerpos primarios del mismo origen obliga a realizar dos 
detecciones inmunocitoquímicas simples de manera secuencial. En primer lugar se realiza 
la técnica inmunohistoquímica donde se utilizan las partículas de oro coloidal como sistema 
de detección y, en segundo lugar, la técnica inmunohistoquímica donde la DAB actúa como 
cromógeno. Como en el caso anterior, cuando estas técnicas están destinadas al análisis 
con el microscopio electrónico, las soluciones han de ser frescas y estar a 4ºC. 
Después de 60 minutos de incubación en la solución de bloqueo a temperatura 
ambiente, las secciones fueron incubadas con el primer anticuerpo primario diluido en la 
solución de incubación durante un período de tiempo comprendido entre 48 y 72 horas a 
4ºC. A continuación, se incubaron con el anticuerpo secundario conjugado con el oro 
coloidal diluido 1:100 en la solución de incubación durante 2 horas a temperatura ambiente 
y 24 horas a 4ºC. Después, se fijaron los anticuerpos al tejido incubando las secciones con 
glutaraldehído al 2% en TFS. Inmediatamente después, se amplificó el tamaño de las 
partículas del oro coloidal como se ha descrito anteriormente (apartado 4.8.1.1.2.). Una vez 
se obtuvo el primer marcaje inmunohistoquímico se procedió a la detección del segundo 
antígeno. 
Para detectar el segundo antígeno, las secciones se incubaron con el segundo 
anticuerpo primario diluido en la solución de incubación durante un período de tiempo 
comprendido entre 48 y 72 horas a 4ºC. Posteriormente, se incubaron dos horas a 
temperatura ambiente con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TF y otras 
dos horas con el complejo ABC diluido 1:200 en TF. La detección de la actividad 
peroxidasa fue realizada utilizando DAB y H2O2 y el revelado fue controlado bajo el 
microscopio. Una vez se obtuvieron sendos marcajes inmunohistoquímicos, las secciones 
fueron osmificadas con tetraóxido de osmio al 1% diluido en TF durante 60 minutos a 
temperatura ambiente y en oscuridad, contrastadas en oscuridad y a 4ºC con acetato de 
uranilo al 2% en etanol de 70º durante 45 minutos, deshidratadas en frío con una batería 
de alcoholes de gradación creciente, aclaradas con óxido de propileno e incluidas en 
resina Durcupan para su posterior análisis. 
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4.8.2.2. Marcaje inmunohistoquímico doble con ABC en preinclusión y oro coloidal en 
postinclusión  
En ocasiones, después de analizar al microscopio óptico material teñido con la técnica 
inmunocitoquímica del ABC en preinclusión, se realizó una segunda detección 
inmunocitoquímica en postinclusión. Para ello, una vez se hubo observado el material a 
microscopía óptica, elegimos qué elementos queríamos estudiar a microscopía electrónica de 
transmisión para realizar sobre ellos la segunda detección inmunocitoquímica. Estos 
elementos fueron recortados de la sección previamente incluida en plano en Durcupan y 
reincluidos en la misma resina. Posteriormente, de ellos se obtuvieron secciones ultrafinas de 
60 nm de grosor, que se recogieron sobre rejillas de ojal de níquel cubiertas de Formvar (ver 
apartado 4.9.). Sobre el tejido recogido en estas 
rejillas, se detectó la presencia del segundo 
antígeno (que siempre fue GABA) utilizando para 
ello anticuerpos secundarios conjugados con oro 





Para proceder a la detección de GABA en postinclusión, las secciones ultrafinas, ya 
dispuestas sobre las rejillas de ojal, fueron tratadas con ácido periódico al 1% en agua durante 
10 minutos. Después, fueron tratadas con metaperyodato sódico al 2% en agua durante 15 
minutos. Estos tratamientos se utilizaron para eliminar el osmio de la superficie expuesta del 
tejido y algún grupo hidrófobo de la resina más superficial, para permitir una mejor 
inmunorreactividad en postinclusión. Tras estos dos pasos, que hacen que los antígenos 
queden mejor expuestos a los anticuerpos, bloqueamos  los posibles sitios de unión 
inespecífica de los anticuerpos en las secciones incubando con ovoalbúmina al 1% en TTS 
durante 30 minutos. A continuación, las secciones se incubaron con el anticuerpo primario 
diluido en TTS con NGS al 1%, durante 2 horas. Después, se incubaron durante otras dos 
horas en oscuridad con el anticuerpo secundario que llevaba unidas partículas de oro coloidal 
de 10 nm diluido 1:15 en TT con Tween 20 al 0,5%. Los pasos siguientes son similares a los 
descritos en los apartados anteriores donde se describía la detección inmunocitoquímica 
mediante partículas de oro: fijación de los anticuerpos al tejido incubando durante dos minutos 
los cortes con glutaraldehído al 2% en TFS y después amplificación de las partículas de oro 
coloidal. En este caso, la amplificación de las partículas de oro coloidal se lleva a cabo en 
oscuridad incubando las secciones durante dos minutos en un revelador físico consistente en 
una mezcla en proporción 2:1 de las soluciones A y B. La solución A se obtiene de la siguiente 
manera: a 9 ml de una solución de goma arábica al 50% se le añade 1) 0,756 gramos de 
ácido cítrico y 0,705 gramos de citrato trisódico previamente diluidos en 3 ml de agua 
destilada y 2) 0,51 gramos de hidroquinona previamente diluidos en 9 ml de agua. La solución 
B se obtiene diluyendo 0,026 gramos de nitrato de plata en 10 ml de agua destilada. 
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Tras la amplificación, contrastamos los cortes con acetato de uranilo a saturación en 
agua durante 45 minutos. Por último, teñimos los cortes durante 12 minutos con una solución 
de citrato de plomo (solución de Reynolds). Las tinciones con acetato de uranilo y con citrato 
de plomo se realizaron en oscuridad.  
Este protocolo de detección inmunohistoquímica se llevó a cabo colocando las rejillas 
sobre las gotas de las soluciones empleadas. Todas las soluciones utilizadas fueron filtradas 
con filtros millipore antes de entrar en contacto con las rejillas. Las secciones fueron lavadas 
abundantemente con agua destilada o con tampones entre cada paso (ver protocolo detallado 
en Anexo I). Todos los pasos fueron llevados a cabo a temperatura ambiente y en cámara 
húmeda.  
 
4.8.2.3. Marcaje inmunohistoquímico doble con partículas de oro coloidal amplificado 
en preinclusión y con partículas de oro coloidal de un tamaño determinado en 
postinclusión 
Esta técnica nos sirvió para determinar la presencia de dos antígenos diferentes al 
microscopio electrónico de transmisión utilizando para ello dos anticuerpos secundarios 
marcados con oro coloidal de dos tamaños diferentes. Para realizar esta técnica se detectó el 
primer antígeno mediante un marcaje en preinclusión utilizando anticuerpos secundarios 
conjugados con partículas de oro coloidal de 1 nm de diámetro que luego son amplificadas con 
nitrato de plata (protocolo descrito en apartado 4.8.1.1.2.). El segundo antígeno, que siempre 
fue GABA, se detectó en postinclusión utilizando 
para ello anticuerpos secundarios marcados con 
partículas de oro coloidal de 10 nm de diámetro 
que luego no son amplificadas. Para la detección 
de GABA en postinclusión, el protocolo utilizado 
es el mismo que el descrito en apartado 4.8.2.2. y 
las secciones ultrafinas empleadas fueron de 80 nm de grosor. 
 
4.8.2.4. Marcaje inmunohistoquímico doble con DAB y DAB-Ni en preinclusión  
La DAB se puede conjugar con níquel (DAB-Ni) para dar un cromógeno de color diferente 
a la DAB. Cuando la DAB-Ni se oxida da 
un precipitado de color negro que es 
visible a microscopía óptica y fácilmente 
diferenciable del precipitado de color 
marrón que da la DAB. Combinando 
ambos cromógenos, se pueden diseñar 
dobles marcajes inmunocitoquímicos para detectar dos antígenos diferentes a microscopía 
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ambas el método del ABC: la primera se revela con DAB-Ni y la segunda con DAB. Nosotros 
hemos utilizado este método cuando el marcaje inmunohistoquímico doble con fluorescencia 
no fue posible.  
En este protocolo, todos los pasos se realizaron a temperatura ambiente. Después de una 
incubación de 45 minutos en la solución de bloqueo, las secciones se incubaron con el primer 
anticuerpo primario diluido en la solución de incubación durante 24 horas. Después, se 
incubaron con el primer anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TF durante dos 
horas y a continuación durante otras dos horas con el complejo ABC diluido 1:200 en TF. La 
actividad peroxidasa fue revelada utilizando DAB-Ni como primer cromógeno. Una vez se 
obtuvo el marcaje óptimo, se procedió a la segunda detección inmunohistoquímica. Entre una 
detección inmunocitoquímica y la siguiente, el tejido fue incubado con azida sódica al 0,05% 
en TF. 
Realizada la primera detección inmunocitoquímica, las secciones se incubaron con el 
segundo anticuerpo primario diluido en la solución de incubación durante 24 horas. Después, 
se incubaron con el segundo anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TF durante 
dos horas y a continuación con el complejo ABC diluido 1:200 en TF durante otras dos horas. 
En esta ocasión, la detección de la actividad peroxidasa se hizo utilizando DAB como 
cromógeno. Una vez tuvimos los dos marcajes inmunohistoquímicos, se procedió a la 
deshidratación de las secciones con alcoholes de gradación creciente, a su aclarado con 
óxido de propileno y a su inclusión en plano en resina para su posterior análisis. 
En este protocolo de doble detección inmunocitoquímica no se realizó la intensificación de 
la DAB con tetraóxido de osmio, ya que esto hubiera podido provocar un viraje a color marrón 
en el precipitado negro de la DAB-Ni y de esta forma no se hubieran podido diferenciar las 
células marcadas con DAB de las células marcadas con la DAB-Ni. 
 
4.8.2.5. Marcaje inmunohistoquímico doble con fluorescencia  
Este método de doble detección inmunocitoquímica 
nos permite estudiar la distribución de dos antígenos y ver 
si existe colocalización de ambos en las mismas células 
utilizando, para ello, anticuerpos secundarios conjugados 
con dos fluorocromos distintos. Para analizar los 
resultados de este material, se utilizó un microscopio 
equipado con epifluorescencia o un microscopio confocal.  
Para la detección inmunocitoquímica se sigue el mismo protocolo que el descrito en el 
apartado 4.8.1.1.3. Todos los pasos se llevaron a cabo a temperatura ambiente. Después de 
cada paso las secciones fueron lavadas abundantemente con TFS. Después del paso de 
bloqueo, las secciones se incubaron durante 24 horas con la mezcla de los anticuerpos 
primarios correspondientes, diluidos en la solución de incubación. Tras este paso, las 
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secciones se incubaron durante dos horas y en oscuridad con la mezcla de los anticuerpos 
secundarios fluorescentes. Por último, las secciones se montaron con una solución de N-
propil-galeato sobre portaobjetos gelatinizados.  
 
4.8.2.6. Marcaje inmunohistoquímico doble con fluorescencia con anticuerpos 
primarios del mismo origen mediante el empleo de fragmentos F(ab)  
Cuando se tuvo que realizar una doble detección inmunocitoquímica con fluorescencia y 
los anticuerpos primarios tenían el mismo origen, se 
realizaron las detecciones inmunohistoquímicas 
simples para cada uno de los dos antígenos de 
forma secuencial. Además, para evitar el posible 
cruce de ambos marcajes, se procedió a realizar un 
cambio de origen en el primero de los anticuerpos 
primarios mediante el uso de fragmentos F(ab) 
(según el método descrito en Gutièrrez-Mecinas et al., 2005). Todos los pasos de este 
protocolo se realizaron a temperatura ambiente. Después de cada paso las secciones fueron 
lavadas abundantemente con TFS. 
Después de 45 minutos de incubación con la solución de bloqueo, las secciones se 
incubaron durante 24 horas con el primer anticuerpo primario (que siempre fue una IgG de 
conejo) diluido en la solución de incubación. Después, se incubaron durante una hora con 
fragmentos F(ab) de cabra anti-IgG de conejo diluidos 1:100 en TFS y posteriormente durante 
dos horas en oscuridad con un anticuerpo secundario fluorescente (IgG de burro anti-IgG de 
cabra) diluido 1:400 en TFS. A partir de este momento todos los pasos se realizaron en 
oscuridad. Después de esta primera inmunocitoquímica, se realizó un segundo bloqueo de 
una hora con solución de bloqueo y después se incubaron las secciones durante 24 horas con 
el segundo anticuerpo primario (también una IgG de conejo) diluido en la solución de 
incubación. A continuación, se incubaron durante dos horas con anticuerpo secundario 
fluorescente (IgG de burro anti-IgG de conejo) diluido en TFS. Por último, las secciones se 
montaron con la solución de N-propil-galeato sobre portaobjetos gelatinizados. 
 
4.9. ULTRAMICROTOMÍA 
Posteriormente al análisis de las secciones al microscopio óptico, parte de las secciones 
incluidas en plano en Durcupan fueron reincluidas en bloque en la misma resina y de ellas se 
obtuvieron secciones ultrafinas que fueron analizadas con el microscopio electrónico de 
transmisión. Para proceder a la reinclusión del tejido lo primero que se hizo fue despegar el 
cubreobjetos de la muestra; después de esto, bajo una lupa se recortó una pequeña área de tejido 
que fue colocada sobre un portaobjetos y alrededor suyo se colocó un cilindro de plástico que se 
rellenó con resina líquida; inmediatamente se procedió a la polimerización de la resina 
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introduciendo el portaobjetos en una estufa a 60ºC durante 24 horas. Una vez pasado este 
tiempo, se extrajeron de la estufa los cilindros de resina polimerizada donde se encontraba el 
tejido reincluido. Se eliminó el cilindro de plástico quedando únicamente el bloque de resina listo 
para ser retallado y cortado en el ultramicrotomo. 
El bloque de resina fue retallado en forma de pirámide truncada alrededor del área de 
tejido elegida. A continuación, se fueron sacando secciones semifinas de 1 µm de la resina hasta 
llegar a la superficie del tejido; esto se controló periódicamente tiñendo las secciones semifinas 
con azul de toluidina-borax (según el protocolo que aparece en el apartado 4.6.2.). Una vez se 
hubo llegado a la superficie del corte, empezaron a cortarse las secciones ultrafinas; las secciones 
ultrafinas que se obtuvieron para la mayoría de los experimentos tenían unos 60 nm de grosor. De 
forma puntual, para algunos experimentos, se seleccionó un grosor de corte de entre 70 y 80 nm. 
Se obtuvieron series de entre 6 y 8 cortes que se recogieron sobre rejillas de ojal de níquel 
cubiertas de Formvar. 
La película de Formvar que recubre a las rejillas se prepara en un ambiente seco, 
diluyendo al 1% Formvar en polvo en cloroformo y utilizando para ello un recipiente 
completamente seco. Para facilitar la disolución, la solución se deja agitando toda la noche. Una 
vez tenemos el Formvar disuelto se prepara una fina película introduciendo un portaobjetos limpio 
y desengrasado en la solución de Formvar durante 5 segundos para dejarlo después secar al aire. 
Una vez se ha secado, el portaobjetos se introduce en un recipiente con agua destilada muy 
lentamente para que la película de Formvar se vaya despegando de la superficie del portaobjetos 
y vaya quedando a flote sobre la superficie del agua. Una vez tenemos la película de Formvar 
flotando sobre el agua se colocan las rejillas de ojal sobre ella para que se adhieran. Finalmente, 
las rejillas recubiertas con la película de Formvar, se recogen con un trozo de parafilm y se dejan 
secar durante al menos 24 horas a temperatura ambiente antes de su uso. 
 
4.10. CRIOULTRAMICROTOMÍA 
La crioultramicrotomía es un método de obtención de cortes ultrafinos por congelación (que 
sirven para su análisis a microscopía electrónica de transmisión) que se plantea como alternativa 
a la inclusión del tejido en resinas. Con esta metodología, aparte de secciones ultrafinas de entre 
50 y 80 nm, también pueden obtenerse secciones semifinas de entre 0,3 y 0,5 µm que pueden ser 
analizadas a microscopía óptica.  
En este estudio, se han utilizado secciones semifinas adyacentes obtenidas por 
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4.10.1. Obtención de secciones semifinas mediante la técnica de 
crioultramicrotomía 
Los bloques de tejido que se utilizan para obtener las secciones son de aproximadamente 1 
mm3. Para obtener estos bloques utilizamos uno de los bulbos olfatorios de los animales 
perfundidos y lo troceamos en pequeños cubos que fueron encastrados en gelatina al 10% en 
TF y posteriormente embebidos en sacarosa 2,3 M en TF durante al menos 24 horas. La 
sacarosa se utilizó como agente crioprotector. El paso siguiente consistió en el montaje de los 
bloques sobre “pins” (los soportes utilizados para obtener los cortes en el crioultramicrotomo) 
utilizando la misma sacarosa como agente adhesivo. Acto seguido, los bloques se introdujeron 
en nitrógeno líquido, donde se guardaron hasta el momento de su uso. 
Para obtener las secciones se utilizó un crioultramicrotomo REICHERT & JUNG y una 
cuchilla de diamante de 35º DIATOME. En este aparato existe una cámara que alcanza una 
temperatura de –120ºC, temperatura necesaria para la perfecta obtención de los cortes. Esta 
temperatura, además, no solamente es necesaria en la cámara, sino también en el bloque a 
cortar y en la cuchilla utilizada para ello. El grosor de las secciones semifinas que se obtuvieron 
fue de 0,5 µm. Una vez obtenidas, se recogieron y se dispusieron sobre portaobjetos poli-L-
lisinados ordenados en series alternas que nos permitieran hacer distintas detecciones 
inmunohistoquímicas sobre cortes adyacentes. 
 
4.10.2. Doble detección inmunohistoquímica en secciones semifinas 
adyacentes de tejido obtenidas por crioultramicrotomía 
El protocolo de detección es prácticamente igual al de "detección inmunohistoquímica 
simple para microscopía óptica mediante el complejo ABC” (descrito en el apartado 4.8.1.1.1.), 
variando ligeramente los tiempos de incubación y teniendo en cuenta que todos los pasos se 
realizan sobre portaobjetos con las secciones pegadas y no sobre secciones flotantes. 
En primer lugar se bloquearon los posibles lugares de uniones inespecíficas de los 
anticuerpos incubando las secciones durante 30 minutos en una solución formada por glicina 
0,2 M en TFS. El siguiente paso fue su incubación durante 1 hora con el anticuerpo primario 
diluido en una solución formada por BSA al 2% en TFS. Posteriormente las secciones se 
incubaron con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TFS durante 45 minutos. 
Después, se incubaron con el complejo ABC diluido 1:200 en TF durante otros 45 minutos. La 
detección de la actividad peroxidasa se hizo con DAB y H2O2. Una vez se obtuvo el marcaje 
inmunohistoquímico, éste se intensificó durante 2 minutos con 1% de tetraóxido de osmio en TF. 
Por último, las secciones fueron deshidratadas con alcoholes de gradación creciente, aclaradas 
con xilol y montadas con Eukitt. Todos los pasos fueron llevados a cabo a temperatura 
ambiente. Después de cada paso las secciones fueron lavadas abundantemente con TF. 
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5.1. PRODUCCIÓN DEL ÓXIDO NÍTRICO 
El bulbo olfatorio principal, junto con el cerebelo, son las regiones del cerebro donde hay 
mayor número de células productoras de óxido nítrico. Son muchos los trabajos realizados donde 
se describe la presencia de poblaciones concretas de neuronas productoras de óxido nítrico en el 
bulbo olfatorio. Estas neuronas incluyen células periglomerulres, células granulares y algunas 
poblaciones de células superficiales y profundas de axón corto (Scott y col., 1987; Croul-Ottman y 
Brunjes, 1988; Villalba y col., 1989; Davis, 1991; Vincent y Kimura, 1992; Alonso y col., 1993, 
1995; Hopkins y col., 1996; Briñón y col., 1997).  
En los glomérulos olfatorios se ha descrito que las células periglomerulares que contienen 
nNOS son GABAérgicas y, por lo tanto, se ha admitido que son una subpoblación de PG1 (PG1-
nNOS) (Crespo y col., 2003). Sin embargo, hasta el momento no se han estudiado sus relaciones 
sinápticas en el interior del neuropilo glomerular a nivel de microscopía electrónica de transmisión. 
Como un primer paso en nuestro estudio, nos propusimos estudiar estas células, analizando si 
sus dendritas se encuentran distribuidas en los dos compartimentos que forman el neuropilo 
glomerular (el compartimento sensorial y el compartimento sináptico) y si reciben contactos 
sinápticos asimétricos desde los terminales axónicos del nervio olfatorio, ya que estas son las dos 
características indispensables para ser catalogadas como PG1. Además, como se ha propuesto 
que la nNOS se encuentra próxima a los contactos sinápticos asimétricos donde el 
neurotransmisor utilizado es glutamato (Aoki y col., 1997; Zhang y col., 1996; Brenman y col., 
1996 y 1997), también hemos analizado si existe una localización subcelular específica de la 
enzima en el elemento postsináptico en relación con estos contactos. 
 
5.1.1. Relaciones sinápticas de las PG1-nNOS en el interior del neuropilo 
glomerular 
Después de realizar una detección inmunocitoquímica de nNOS en el bulbo olfatorio, 
observamos que aparecían elementos positivos tanto en la capa de los glomérulos olfatorios, 
donde apareció marcada una población de células periglomerulares y algunas células 
superficiales de axón corto, como en la capa de las células granulares, donde se vieron marcadas 
algunas células granulares y algunas células profundas de axón corto (fig 20). Identificamos las 
células periglomerulares por la morfología redondeada y por el tamaño de sus somas (de entre 5 y 
8 µm). Estas células se encuentran distribuidas alrededor de todo el glomérulo olfatorio, 
situándose indistintamente en las zonas más profundas o más superficiales de la capa. De estas 
células periglomerulares emerge una dendrita que penetra en el interior del glomérulo olfatorio, 
donde se ramifica. Las células superficiales de axón corto, a su vez, se identifican por el tamaño 
(mayores de 10µm) y morfología de su soma (más ovalado o fusiforme). Las dendritas de estas 
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células, aunque se ramifican por la capa de los glomérulos olfatorios, no penetran en el interior 
glomerular. 
Una vez estudiadas las secciones con el microscopio óptico convencional, reincluimos 
parte del neuropilo glomerular, del que obtuvimos secciones ultrafinas de 60 nm que fueron 
analizadas con el microscopio electrónico de transmisión. El primer punto que comprobamos fue 
que todos los perfiles inmunorreactivos para nNOS pertenecían a células periglomerulares. Para 
ello nos basamos en la sinaptología: los perfiles dendríticos correspondientes a células 
periglomerulares reciben contactos sinápticos asimétricos desde las células principales; a su vez, 
realizan contactos sinápticos simétricos sobre células principales o sobre otras células 
periglomerulares. Una vez vimos que todos los perfiles marcados se correspondían con células 
periglomerulares, analizamos su distribución: vimos que había perfiles positivos tanto en el 
compartimento sináptico como en el compartimento sensorial. Por último, comprobamos que estos 
perfiles recibían contactos sinápticos asimétricos desde los terminales axónicos del nervio 
olfatorio. También vimos algunas de estas células periglomerulares recibiendo contactos 
sinápticos desde axones de origen centrífugo (fig 21). 
Una vez confirmada la pertenencia de las células periglomerulares productoras del óxido 
nítrico a la población de PG1, estudiamos si existía una distribución subcelular específica de la 
nNOS en las células positivas. Aunque la nNOS es una enzima citosólica que no se encuentra 
específicamente asociada a membrana, se ha propuesto su proximidad a contactos sinápticos 
asimétricos del elemento postsináptico. Para comprobar este punto, la nNOS fue detectada, en 
preinclusión, utilizando como marcador oro coloidal de 1 nm de diámetro amplificado con nitrato 
de plata. El análisis de este material a microscopía electrónica, mostró la existencia de partículas 
de oro coloidal en regiones perisinápticas o sobre la propia especialización (fig 21E,F). Sin 
embargo, también se observaron partículas de oro coloidal libres en el interior del citoplasma 
dendrítico (fig 21D).  
 
5.2. VÍA DE ACTUACIÓN DEL ÓXIDO NÍTRICO MEDIANTE LA 
ACTIVACIÓN DE LA ENZIMA GUANILATO CICLASA SOLUBLE Y LA 
PRODUCCIÓN DE GMPc 
5.2.1. Descripción de la distribución de la enzima guanilato ciclasa soluble 
Queremos saber cuáles son las dianas de actuación del óxido nítrico en su vía de 
actuación mediada por el segundo mensajero GMPc. Sabemos que el óxido nítrico, en 
condiciones fisiológicas, actúa principalmente activando la enzima GCs. De esta forma, para saber 
sobre qué elementos actúa, podemos analizar en qué elementos se expresa la GCs. En nuestro 
estudio, se ha analizado el patrón de distribución de GCs en el bulbo olfatorio principal utilizando 
la detección inmunocitoquímica de su subunidad β1. Paralelamente, se hicieron estudios de 
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detección de la subunidad α1 y se observó una distribución celular idéntica a la observada para 
β1, llegando a la conclusión de que ambas subunidades se encuentran en los mismos elementos. 
Este dato se vio confirmado mediante estudios de colocalización de ambas subunidades con 
inmunofluorescencia. 
 
5.2.1.1. Distribución de la guanilato ciclasa soluble y caracterización de las células que 
contienen esta enzima en el bulbo olfatorio principal 
En el análisis a microscopía óptica de la distribución de la GCs, se vio que existen células 
inmunorreactivas en todas las capas del bulbo olfatorio principal de la rata, siendo la capa de los 
glomérulos olfatorios la capa con mayor presencia de elementos positivos (fig 22A). En la capa 
plexiforme externa prácticamente no aparecen células marcadas; por el contrario, sí aparecen 
algunas células inmunoreactivas en la capa de las células mitrales, en la capa plexiforme interna 
y en la parte más superficial de la capa de los granos. Estas células, por su morfología, 
corresponden a diferentes tipos de interneuronas. Por el contrario, las células principales no 
expresan GCs. Tampoco hay expresión en los axones de los receptores olfatorios. 
 
5.2.1.1.1. Caracterización de las células que expresan guanilato ciclasa soluble en la capa de 
los glomérulos olfatorios 
En la capa de los glomérulos olfatorios, las células que presentan inmunorreactividad 
para GCs se distribuyen, preferentemente, en la zona periglomerular más próxima a la capa 
plexiforme externa (fig 22B). Estas células tienen la morfología típica de las células 
periglomerulares: soma redondeado y de pequeño tamaño (aproximadamente 8 µm de 
diámetro), con una dendrita que penetra en el interior de un glomérulo olfatorio donde se 
ramifica (fig 22C). En estas células, el marcaje queda restringido al citoplasma, de manera 
que cuando las observamos al microscopio óptico lo que vemos teñido en el soma es un 
pequeño anillo citoplasmático alrededor del núcleo negativo que ocupa casi todo el cuerpo 
celular. Todo el árbol dendrítico de estas células también está marcado, de forma que el 
interior del neuropilo glomerular aparece intensamente teñido. 
Después de caracterizar a microscopía óptica que las células marcadas eran células 
periglomerulares, se realizó un estudio de microscopía electrónica de transmisión para 
determinar la distribución intraglomerular de sus dendritas y su conectividad sináptica. Para 
ello, se reincluyeron glomérulos olfatorios donde había células inmunorreactivas y de ellos se 
obtuvieron secciones ultrafinas de 60 nm que posteriormente se analizaron detalladamente en 
el microscopio electrónico de transmisión. A pocos aumentos, a microscopía electrónica se 
pueden distinguir los dos compartimentos de que consta el neuropilo glomerular 
(compartimento sensorial, que aparece más electrondenso y compartimento sináptico, que 
aparece más electronlúcido). En este material se observó que la GCs estaba localizada en 
perfiles dendríticos que se encontraban, únicamente, en el compartimento sináptico; no se 
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apreciaron dendritas marcadas en el compartimento sensorial (fig 23). Al estudiar 
detalladamente la naturaleza de estos perfiles, se observó que correspondían a dendritas que, 
bien estaban recibiendo contactos sinápticos asimétricos por parte de dendritas de células 
principales, o bien estaban realizando contactos sinápticos simétricos sobre las mismas (fig 
24). Estos datos nos confirman que las células que están expresando GCs en la capa de los 
glomérulos olfatorios son células periglomerulares. Además, el hecho de que las dendritas 
marcadas sólo se encuentren en el compartimento sináptico nos hace pensar que la GCs no 
está presente en todas las poblaciones de células periglomerulares, sino que estaría 
únicamente en la población de PG2, cuyas dendritas quedan restringidas al compartimento 
sináptico. 
Para confirmar este hecho, se realizó una caracterización neuroquímica de las células 
positivas a GCs; para ello recurrimos a la doble detección inmunofluorescente de GCs con 
distintos marcadores neuroquímicos de las subpoblaciones de PG1 y PG2. En el estudio de 
colocalización de GCs con los marcadores de las subpoblaciones de PG1 (GABA, TH, nNOS 
y CCK) se vio que ninguna de estas subpoblaciones expresan GCs (fig 25A-D). Por tanto, era 
de suponer que la GCs estaría expresándose de forma específica en células pertenecientes a 
la población de PG2. En el estudio realizado para ver si la subpoblación de PG2-CR estaba 
expresando GCs no se vio colocalización de la proteína ligante de calcio y la GCs. Por el 
contrario, en el estudio realizado para ver si la subpoblación de PG2-CB estaba expresando 
GCs, se vio un alto porcentaje de colocalización de ambos marcadores (el 82% de las células 
que expresaban GCs eran PG2-CB, para n=420; a su vez, el 87% de las células PG2-CB 
estaban expresando GCs, para n= 396) (fig 25E,F). Según estos datos, podemos concluir que 
las células que están expresando GCs en la capa de los glomérulos olfatorios y que, por tanto, 
son dianas para la acción del óxido nítrico a través de la ruta que implica la síntesis de GMPc, 
son las PG2-CB. 
 
5.2.1.1.2. Caracterización de las células que expresan guanilato ciclasa soluble en la capa 
plexiforme externa 
En la capa plexiforme externa prácticamente no aparecen células inmunorreactivas para  
GCs; las pocas células que aparecen marcadas presentan un soma ovoide de pequeño 
tamaño (de aproximadamente unas 8 µm de diámetro) con muy poca cantidad de citoplasma 
(fig 22D). El marcaje del soma queda localizado, como en el caso de las células 
periglomerulares, a la pequeña banda de citoplasma que aparece alrededor del núcleo, que 
ocupa casi todo el cuerpo celular. Del soma de estas células brota una dendrita que se dirige 
hacia los glomérulos olfatorios donde se ramifica (fig 22E,F). La morfología de estas células, 
no se corresponde con la de las células empenachadas ni con la de las interneuronas 
GABAérgicas descritas en la capa plexiforme externa, sino que coincide con la morfología 
típica de células periglomerulares. En algunos estudios previos al nuestro (Pombal y col., 
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2002; Kosaka y col., 2005) se ha descrito la existencia de células periglomerulares 
desplazadas, es decir, de células periglomerulares que no se localizan en la zona 
periglomerular de los glomérulos olfatorios, sino en la capa plexiforme externa. En estos 
estudios, se vio que las células periglomerulares desplazadas contenían CB. Basándonos en 
estos datos, se estudió si las células inmunorreactivas para GCs que se encontraban en la 
capa plexiforme externa  eran células periglomerulares como las observadas en la capa de los 
glomérulos olfatorios y, por lo tanto, estaban expresando CB. El análisis de colocalización de 
GCs y CB con inmunofluorescencia mostró que las células que contenían GCs en la capa 
plexiforme externa expresaban CB y eran, en realidad, células periglomerulares desplazadas 
(fig 27A). 
 
5.2.1.1.3. Caracterización de las células que expresan guanilato ciclasa soluble en la capa de 
las células mitrales y en la capa plexiforme interna 
El análisis de la capa de las células mitrales permite identificar los somas de estas 
células en negativo, debido a la inexistencia de inmunorreactividad para GCs en las mismas y 
en contraste con el marcaje existente a su alrededor (fig 26A,B). En torno a la capa de las 
células mitrales, situándose en la zona más profunda de la capa plexiforme externa y en la 
capa plexiforme interna, aparece una población de células que presentan inmunorreactividad 
para GCs. Las células que aparecen marcadas en esta zona presentan un soma de menor 
tamaño que el de las células mitrales (entre 8 y 12 µm de diámetro). El soma tiene una 
morfología redondeada, ovoide o piriforme, de donde sale una dendrita que se dirige, 
generalmente, hacia la capa plexiforme externa donde se ramifica (fig 26E,F).  
Estudios previos (Celio, 1990; Séquier y col., 1990; Briñón y col., 1992) han descrito una 
población poco abundante de interneuronas que tienen una distribución perimitral y cuya 
descripción morfológica es similar a la de estas células: somas de morfología ovalada o 
fusiforme con dendritas ascendiendo perpendicularmente a la laminación del bulbo olfatorio 
principal y ramificándose en la capa plexiforme externa. Estas interneuronas se caracterizan 
por expresar CB (Briñón et al, 1992) y se corresponden con las células verticales de Cajal, 
uno de los tipos morfológicos de las células profundas de axón corto del bulbo olfatorio 
principal de mamíferos. Para determinar si la población de células positivas para GCs en esta 
zona era la misma población celular que describían Briñón y col., (1992), se realizaron dobles 
detecciones inmunofluorescentes de GCs con CB. El análisis de este material a microscopía 
confocal mostró que todas las células que contienen GCs expresan CB (fig 27B); sin embargo, 
no todas las células identificadas como verticales de Cajal y que expresaban CB contenían 
GCs (aproximadamente, el 63% de las células verticales de Cajal CB-positivas contenían 
GCs). Estos datos nos permiten concluir que las células GCs-inmunopositivas que 
observamos en la región perimitral con una dendrita dirigida hacia la capa plexiforme externa, 
corresponde a una subpoblación de células verticales de Cajal. 
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5.2.1.1.4. Caracterización de las células que expresan guanilato ciclasa soluble en la 
capa de las células granulares 
En la capa de las células granulares, distintos tipos de interneuronas presentan 
inmunorreactividad para GCs. Una de las poblaciones se corresponde morfológicamente con 
las células verticales de Cajal, descritas en el apartado anterior. Otra, está compuesta por 
células que tienen el soma dispuesto justo por debajo de la capa plexiforme interna y 
presentan una morfología variable, entre redondeada, ovalada o fusiforme y un diámetro que 
oscila entre las 13 y las 15 µm. Las dendritas de estas células se extienden de forma paralela 
a la laminación del bulbo olfatorio por la capa de las células granulares, donde se ramifican 
(fig 26C,D). Según está distribución, morfología y distribución de sus dendritas, estas células 
podrían corresponderse con las células horizontales, otro tipo morfológico de células 
profundas de axón corto del bulbo olfatorio de los mamíferos. En estudios previos (Celio, 
1990; Séquier y col., 1990; Briñón y col., 1992) se describió que las células horizontales, así 
como las verticales de Cajal, expresan CB. Para confirmar que las células con GCs que 
habíamos identificado como células horizontales realmente lo son, se hizo un estudio de 
colocalización con CB. El análisis a microscopía confocal de este material confirmó este 
hecho (fig 27C).  
Por último, en la capa de las células granulares, aparece marcada una población de 
células positivas a GCs de mayor tamaño que las anteriores (con un soma de entre 15 y 18 
µm) y de morfología muy variable (desde cuerpos celulares redondeados hasta algunos más 
poligonales) (fig 26F). Al realizar la doble detección inmunofluorescente de GCs con CB, se 
observó que estas células no presentaban CB (fig 27G), de manera que se realizó una doble 
detección inmunofluorescente de GCs con otras sustancias neuroactivas que marcan 
poblaciones de células profundas de axón corto, con el fin de poder caracterizarlas 
neuroquímicamente. Se realizaron estudios de colocalización de GCs con CR, PV, CCK y 
nNOS. Estos estudios demostraron que las interneuronas de gran tamaño que contenían GCs 
en la capa de las células granulares no integraban una única población neuroquímica. Aunque 
ninguna de ellas contenía CR o CCK (fig 27E,F), se vio colocalización parcial de GCs con 
nNOS y PV en algunas de estas interneuronas (fig 27D,E).  
Aparte de estas células, en la capa de las células granulares puede observarse 
inmunorreactividad en algunas células fusiformes con procesos radiales que van desde la 
capa de la sustancia blanca hacia la capa de las células mitrales. Estas células, como se 
comentará con más detalle en el apartado siguiente, resultaron presentar doblecortina y 
fueron identificadas como neuroblastos procedentes de la corriente migratoria rostral que han 
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5.2.1.2. Distribución de la guanilato ciclasa soluble y caracterización de las células que 
contienen esta enzima en la corriente migratoria rostral 
En la capa de la sustancia blanca, aparte de los elementos neuronales intrínsecos del bulbo 
olfatorio principal, aparece la parte más rostral de la corriente migratoria rostral. Algunos de los 
elementos que la componen contienen GCs. Estas células tienen una morfología redondeada o 
esférica y se encuentran siempre formando grupos o pequeñas cadenas  que suelen localizarse 
próximos a los vasos sanguíneos (fig 28). Por su morfología y localización, se podría pensar que 
las células que contienen GCs son los neuroblastos migrantes de la corriente migratoria rostral o 
células de tipo A. Para confirmarlo, se procedió a su estudio mediante la microscopía electrónica 
de transmisión, ya que la descripción y clasificación original de estas células está basada casi 
exclusivamente en datos de características ultraestructurales (Lois y col., 1996; Doetsch y 
col.,1997). 
El análisis a microscopía electrónica confirmó que las células que contienen GCs en la 
corriente migratoria rostral son las células de tipo A. Estas células muestran contornos 
irregulares y aparecen separadas unas de otras por unos espacios intercelulares característicos. 
El denso precipitado de DAB en el interior del citoplasma dificulta la visualización de algunos 
detalles ultraestructurales característicos de las células de tipo A, como son los abundantes 
microtúbulos y ribosomas libres. Sin embargo, el núcleo no presenta marcaje, de manera que en 
él se puede observar la abundancia de cromatina laxa, la presencia de heterocromatina 
dispersa y las ocasionales invaginaciones características de las células de tipo A (fig 29). 
También se analizó con el microscopio electrónico la expresión de GCs en el resto de tipos 
celulares que conforman la corriente migratoria rostral. En las células de morfología astrocitaria, 
también llamadas células de tipo B, así como en las ependimocitarias, también llamadas células 
de tipo E y en los progenitores inmaduros, también llamadas células de tipo C, no se observó 
marcaje para GCs (fig 29C-E). 
Para completar el estudio y confirmar los datos anteriores, se realizaron experimentos de 
colocalización de GCs con marcadores neuroquímicos de las diferentes poblaciones de células 
de la corriente migratoria rostral. Se utilizó doblecortina para marcar las células de tipo A, GFAP 
para marcar las células de tipo B y E y BrdU inyectada 2 horas antes del sacrificio del animal 
para marcar las células de tipo C. Los análisis realizados confirmaron que sólo la población de 
neuroblastos migrantes, las células de tipo A, contenían GCs (fig 30). Además de en la corriente 
migratoria rostral, las células que abandonan la corriente migratoria rostral e inician su migración 
radial a través de la capa de las células granulares hacia su lugar definitivo continuaban 
coexpresando GCs y doblecortina. 
 
5.2.2. Análisis de las posibles vías de transducción del GMPc 
El GMPc producido por la GCs tras su activación por parte del óxido nítrico, puede activar 
tres vías de señalización distintas dentro de las células: 1) vía de los canales iónicos activados por 
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la unión de nucleótidos cíclicos; 2) vía de las proteínas kinasas dependientes de GMPc y 3) vía de 
las fosfodiesterasas. En función de la vía que se activa, la respuesta celular será de un tipo o de 
otro. Lo que hicimos después de identificar qué células contienen GCs fue estudiar cuál de las tres 
posibles vías de transducción se activa en ellas. 
 
5.2.2.1. Vía de los canales iónicos activados por la unión de nucleótidos cíclicos 
Se ha realizado el estudio de la distribución de diferentes subunidades de CNG en el bulbo 
olfatorio, en concreto de las subunidades CNGA2 y CNGA3, ya que previamente se han 
identificado en el sistema olfatorio principal de la rata y a ambas subunidades se les ha atribuido 
un papel en el procesamiento de la información olfativa. Asimismo, también se ha estudiado la 
distribución de las subunidades HCN1, HCN2 y HCN4 de los canales iónicos activados por la 
unión de nucleótidos cíclicos en condiciones de hiperpolarización, puesto que también estos 
canales podrían actuar como efectores para el GMPc. En todos estos experimentos, primero 
analizamos el patrón de expresión de las diferentes subunidades en el bulbo olfatorio realizando 
una caracterización morfológica y neuroquímica completa de las células que las expresan. 
Después, analizamos la posible implicación de los elementos positivos en la vía de señalización 
del óxido nítrico y la GCs. 
 
5.2.2.1.1. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad A2 de los 
CNG en el bulbo olfatorio principal  
Cuando se analizó la inmunocitoquímica para CNGA2 en el bulbo olfatorio, se vio que 
aparecían células marcadas en todas las capas. La distribución de estas células es 
homogénea por todo el bulbo, aunque su número es ligeramente inferior en la capa de las 
células granulares (fig 31B).  
El tipo celular más abundante que expresa CNGA2 presenta una morfología estrellada, 
con somas redondeados u ovalados, de donde salen múltiples procesos que no siempre 
aparecen marcados en toda su extensión. Estas células las encontramos tanto en la capa de 
los glomérulos olfatorios, como en la capa plexiforme externa, en la región perimitral y en la 
capa de las células granulares, siendo frecuente encontrarlas próximas a capilares 
sanguíneos. Según la morfología y la distribución anatómica de estas células, pensamos que 
podrían ser astrocitos. Para demostrarlo, hicimos un estudio de colocalización de CNGA2 con 
GFAP. Su análisis a microscopía confocal confirmó que la mayoría de células que contienen 
CNGA2 también tienen GFAP y son, por tanto, astrocitos (fig 32A-D). Sin embargo, un escaso 
número de células en la capa de los glomérulos olfatorios, en la capa de las células mitrales y 
en la capa de las células granulares no presentan GFAP.  
Las células que contienen CNGA2 en la capa de los glomérulos olfatorios y que 
aparentemente no son astrocitos presentan un soma redondeado u ovalado de pequeño 
tamaño (entre las 8 y las 10 µm), similar al de las células periglomerulares. Para realizar una 
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caracterización neuroquímica de estas células, se realizaron estudios de doble detección 
inmunofluorescente donde se analizó la colocalización de CNGA2 con los distintos 
marcadores de las células periglomerulares (TH, nNOS, CCK, CB y CR). En ningún caso 
observamos colocalización de CNGA2 y estos marcadores (fig 32E-I). Debido a la inexistencia 
de CNGA2 en PG2-CB, podemos asumir que CNGA2 no está formando parte en la vía de 
transducción del óxido nítrico mediante producción de GMPc en los glomérulos olfatorios. 
En la capa plexiforme externa, los astrocitos no son el único tipo celular que presenta 
CNGA2, sino que también aparecen marcadas células con somas más grandes, de entre 15 y 
18 µm, y de morfología poligonal (fig 31A). El marcaje presente en estas células de gran 
tamaño es mucho más tenue que el observado en astrocitos quedando restringido únicamente 
al soma. Por el tamaño, morfología y localización, estas células son identificadas como células 
empenachadas. Se realizaron dobles detecciones inmunofluorescentes de GCs con PV, para 
determinar si alguna interneurona GABAérgica de la capa plexiforme externa expresaba 
CNGA2. En ningún caso se vio colocalización de los dos marcadores (fig 32J). Las células 
mitrales aparecen teñidas para CNGA2 en su correspondiente capa (fig 31B; fig 32C,K). El 
marcaje de las células mitrales es muy similar al descrito anteriormente para las células 
empenachadas: queda restringido al soma, no es uniforme (tiene un aspecto granulado, 
irregular), y es menos intenso. Hemos observado este marcaje al microscopio electrónico con 
oro coloidal en preinclusión. Analizando el interior de los somas de las células mitrales y 
empenachadas en este material, vimos que prácticamente todas las partículas de oro coloidal 
se encontraban asociadas al retículo endoplasmático rugoso de estas células. 
En la capa de las células granulares, además de aparecer en los astrocitos, CNGA2 
también está presente en una escasa población de células profundas de axón corto que 
presentan un soma de gran tamaño (entre 15 y 18 µm), y morfología poligonal (fig 31A). En 
estas células, el marcaje es muy parecido al que vemos en las células mitrales y en las 
empenachadas de la capa plexiforme externa: mucho menos intenso que en los astrocitos y 
de aspecto granulado. Estas células están distribuidas por igual en toda la capa de las células 
granulares. Se intentó caracterizarlas neuroquímicamente, y para ello se realizaron estudios 
de doble detección inmunofluorescente de CNGA2 y diferentes sustancias neuroactivas que 
expresan las células profundas de axón corto: CB, CR, PV, CCK y nNOS. Sólo algunas de las 
interneuronas que contenían CNGA2, tenían nNOS (fig 32L). Ninguna de las células con 
CNGA2 contenía ninguno de los otros marcadores. Tampoco se observó que las poblaciones 
de células granulares que se marcaban con CR y nNOS tuvieran CNGA2 (fig 32K,L). 
 
5.2.2.1.2. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad A2 de los 
CNG en la corriente migratoria rostral 
Cuando se analizó a microscopía óptica la corriente migratoria rostral, se observaron 
células marcadas (fig 31B). Sin embargo, el patrón celular no se correspondía con el de los 
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neuroblastos migrantes (descrito anteriormente en el apartado 5.2.1.2.). Para determinar qué 
tipos celulares estaban expresando CNGA2, analizamos la corriente migratoria rostral a 
microscopía electrónica. Este análisis confirmó que los neuroblastos migrantes, o células de 
tipo A, no contenían CNGA2. Sólo encontramos esta subunidad en los astrocitos, o células de 
tipo B, y en los ependimocitos, o células de tipo E (fig 31C). 
 
5.2.2.1.3. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad A3 de los 
CNG en el bulbo olfatorio principal  
La subunidad CNGA3 ha sido clásicamente descrita y caracterizada en las porciones 
externas de los conos de la retina de vertebrados. Como no hay trabajos previos que analicen 
la distribución de CNGA3 mediante inmunocitoquímica, antes de comenzar el estudio de su 
distribución en el bulbo olfatorio principal, decidimos comprobar la especificidad del anticuerpo 
utilizado en nuestro trabajo realizando una detección inmunocitoquímica de CNGA3 en retina. 
El análisis a microscopía óptica de estas secciones muestra como el marcaje para CNGA3 se 
encuentra localizado específicamente en la parte externa de los conos (fig 33A). 
Cuando se analiza la inmunocitoquímica para CNGA3 en el bulbo olfatorio, se puede 
observar que esta subunidad aparece ampliamente distribuida por todas las capas, siendo la 
capa del nervio olfatorio y la capa plexiforme externa las que aparecen más intensamente 
teñidas (fig 33B). En la capa del nervio olfatorio pueden observarse marcadas estructuras 
parecidas a fascículos del nervio olfatorio, desapareciendo el marcaje justo en el límite con la 
capa de los glomérulos olfatorios (fig 34A,B). Se analizó este patrón de marcaje al 
microscopio electrónico para ver si la marca correspondía a los perfiles de los axones del 
nervio olfatorio o si se encontraba en la glía envolvente. Todo el precipitado de DAB apareció 
en perfiles identificados como glía envolvente, siendo los axones olfatorios claramente 
negativos (fig 34C-F). 
En la capa de los glomérulos olfatorios la marca aparece en dos tipos celulares 
diferentes morfológicamente (fig 35). La mayoría de las células que aparecen marcadas son 
células de gran tamaño (de entre 10 y 15 µm), de morfología ovoide o fusiforme y que se 
encuentran principalmente distribuidas en la zona de la capa glomerular más próxima a la 
capa plexiforme externa. Estas células presentan una gruesa dendrita apical que penetra en el 
interior del glomérulo olfatorio. Esta morfología se corresponde con la de las células 
empenachadas externas (fig 35C,D). El otro tipo celular que aparece marcado, aunque en 
menor medida, está integrado por células de pequeño tamaño (de entre 5 y 8 µm) y de 
morfología redondeada, con una dendrita fina que inerva el neuropilo glomerular (fig 35B-D). 
Estas últimas, según su morfología, se corresponden con células periglomerulares 
En el interior del neuropilo glomerular, la inmunorreactividad aparece en grandes troncos 
dendríticos pertenecientes a las dendritas primarias de las células principales, pero también 
aparece en otros perfiles más finos, que no pudieron ser identificados utilizando únicamente la 
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microscopía óptica convencional. Para identificarlos se recurrió a la microscopía electrónica 
de transmisión. El análisis del neuropilo a microscopía electrónica mostró que la gran mayoría 
de perfiles marcados correspondían a células principales, tal y como se veía con el 
microscopio óptico (fig 36): dendritas de gran tamaño y morfología regular, con pocas 
mitocondrias y microtúbulos perfectamente ordenados. El marcaje en estas dendritas se 
puede encontrar en el compartimento sensorial y en el compartimento sináptico 
indistintamente. En el compartimento sensorial, estos perfiles dendríticos reciben contactos 
sinápticos asimétricos desde el nervio olfatorio. También están recibiendo contactos 
sinápticos simétricos desde las gémulas de algunas células periglomerulares en ambos 
compartimentos. Estos perfiles dendríticos, a su vez, realizan contactos sinápticos asimétricos 
sobre algunas células periglomerulares.  
Además de encontrar marcaje en perfiles de células principales, CNGA3 también 
aparece en perfiles de menor tamaño, morfología más irregular y mayor contenido vesicular. 
Estos perfiles los encontramos tanto en el compartimento sensorial, donde reciben contactos 
sinápticos asimétricos desde el nervio olfatorio, como en el sináptico, donde están recibiendo 
contactos sinápticos asimétricos de las células principales y realizando contactos sinápticos 
simétricos sobre las mismas. Según estas características ultraestructurales y de conectividad, 
estos perfiles corresponden a dendritas pertenecientes a células periglomerulares (fig 36E-H). 
Otro dato que resultó interesante aclarar, fue si la subunidad CNGA3 tenía una localización 
subcelular concreta dentro de las células que la expresan o si, por el contrario, se encuentra 
distribuida homogéneamente por toda la célula. Para ello, se realizaron detecciones 
inmunocitoquímicas de CNGA3 utilizando partículas de oro coloidal en preinclusión. Cuando 
analizamos la distribución de CNGA3 en perfiles dendríticos correspondientes a células 
principales, vimos que no tiene una localización preferente, pudiendo encontrarla tanto en el 
interior del perfil como asociada a la membrana plasmática (fig 36C,F); tampoco parece que 
tenga una distribución asociada a las especializaciones de los contactos sinápticos, ni en 
posición presináptica ni postsináptica. Sin embargo, en células periglomerulares vimos que 
CNGA3 se encuentra mayoritariamente asociada a la membrana plasmática, aunque no 
parece estar localizada específicamente cerca de contactos sinápticos (fig 36F). 
Consideramos interesante determinar la naturaleza GABAérgica de las células 
periglomerulares positivas a CNGA3; para ello, en secciones ultrafinas de material teñido en 
preinclusión para CNGA3 con DAB realizamos una detección inmunocitoquímica para GABA 
en postinclusión utilizando partículas de oro coloidal como marcador. El análisis a microscopía 
electrónica de este material mostró que existen tanto células periglomerulares GABAérgicas 
(fig 36G,H), como inmunonegativas para GABA que expresan CNGA3. Para tratar de 
caracterizar más a qué población o subpoblaciones de células periglomerulares pertenecen 
las células periglomerulares que contienen CNGA3, recurrimos a la doble detección 
inmunofluorescente de CNGA3 con diferentes marcadores neuroquímicos de PG1 y PG2. Al 
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analizar la colocalización de CNGA3 con los marcadores de las subpoblaciones de PG1 (TH, 
nNOS y CCK) no se vio colocalización con ninguno de ellos (fig 37A-C). Cuando se analizó la 
colocalización de CNGA3 con los marcadores de las subpoblaciones de PG2 (CR y CB), 
vimos que la subpoblación de PG2-CR no contenía CNGA3 (fig 37E). Por el contrario, cuando 
analizamos la colocalización de CNGA3 y CB (fig 37D), vimos que aproximadamente el 17% 
(para n=234) de células periglomerulares que expresaban CNGA3 contenía CB y que sólo el 
5% (para n=646) de las PG2-CB contenían CNGA3.  
En la capa plexiforme externa, tanto las células empenachadas externas, como las 
medias como las internas presentan una inmunorreactividad para CNGA3 (fig 38A-C). El 
marcaje, sin embargo, no es homogéneo por toda la capa, sino que en la porción más 
externa, donde la concentración de células empenachadas y sus dendritas marcadas es 
mayor, aparece mucho más intenso (fig 38A). Aparte de las células principales, en la capa 
plexiforme externa también hay interneuronas GABAérgicas. Para asegurarnos de que el 
marcaje para CNGA3 se encontraba sólo en las células empenachadas y no en las 
interneuronas, se realizaron tres experimentos. En primer lugar, se realizó un estudio de 
colocalización de CNGA3 con PV (marcador neuroquímico de las interneuronas GABAérgicas 
de la capa plexiforme externa). En segundo lugar, se realizó un estudio de colocalización con 
CCK (marcador neuroquímico de células empenachadas). En tercer lugar, se analizó el 
neuropilo de la capa plexiforme externa a microscopía electrónica. Al estudiar la colocalización 
de CNGA3 con PV, en ningún caso se observaron dobles marcajes (fig 37F). Por el contrario, 
al realizar el estudio de colocalización con CCK, vimos que prácticamente había un 100% de 
colocalización con CNGA3 (fig 37C). Por último, con el análisis a microscopía electrónica de 
transmisión del neuropilo de la capa plexiforme externa vimos que CNGA3 aparece sólo en 
dendritas de células principales (fig 39). Estos perfiles reciben contactos sinápticos simétricos 
desde gémulas pertenecientes a células granulares y a las interneuronas de la capa 
plexiforme externa, sobre las que también realizan contactos sinápticos asimétricos. Sin 
embargo, en ninguno de los perfiles identificados como gémulas de células granulares o de 
interneuronas de la capa plexiforme externa encontramos CNGA3. El análisis de la 
distribución subcelular de CNGA3 con oro coloidal en las células principales muestra una 
distribución homogénea por todo el perfil dendrítico (fig 39A). 
En la capa de las células mitrales, a microscopía óptica vemos que los somas de las 
células mitrales aparecen teñidos. El marcaje para CNGA3 también aparece en la dendrita 
apical y en las dendritas laterales, en toda su trayectoria. Además, también puede observarse 
marcado el cono axónico y el segmento inicial del axón (fig 38D; fig 40A). 
En la capa de las células granulares, CNGA3 aparece en dos tipos celulares claramente 
diferenciados. Una de las poblaciones celulares que presenta esta subunidad está compuesta 
por células de gran tamaño (de entre 15 y 18 µm) y morfología globosa o poligonal. Estas 
células, que se encuentran distribuidas por toda la capa, restringen su marcaje al soma y 
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porciones muy proximales de las dendritas. Según su tamaño, morfología y disposición, estas 
interneuronas son células profundas de axón corto (fig 39B-F). Quisimos averiguar algunas de 
sus características neuroquímicas y, para ello, realizamos un estudio de colocalización de 
CNGA3 con algunos de los marcadores neuroquímicos de las células profundas de axón corto 
(CB, CR, PV, nNOS y CCK). En su análisis a microscopía confocal no vimos la existencia de 
colocalización de CNGA3 con ninguno de ellos. 
El otro tipo celular que presenta inmunorreactividad para CNGA3 en la capa de las 
células granulares está integrado por células de morfología fusiforme y de menor tamaño 
(entre 9 y 11 µm) que las células profundas de axón corto (fig 40C; fig 41). La distribución de 
estas células no es homogénea por toda la capa, sino que es más abundante en zonas más 
profundas, próximas a la sustancia blanca. Estas células presentan uno o dos procesos que 
se extienden perpendiculares a la laminación del bulbo olfatorio y que apenas se ramifican. La 
morfología de estas células no se corresponde con la de las células granulares, que no 
presentan inmunorreactividad para CNGA3. Para comprobar que realmente las células 
granulares no presentan inmunorreactividad, hicimos dobles detecciones inmunofluorescentes 
de CNGA3 con algunos de los marcadores de células granulares (nNOS y CR), y no se 
observó existencia alguna de colocalización (fig 37G,H). Aunque será descrito detalladamente 
en el siguiente apartado (5.2.2.1.4.), hemos observado que los neuroblastos migrantes, o 
células de tipo A de la corriente migratoria rostral, expresan CNGA3. Teniendo en cuenta que 
las células fusiformes que presentan CNGA3 en la capa de las células granulares presentan 
una morfología similar a la descrita para neuronas inmaduras, y son, además, más 
abundantes en regiones próximas a la corriente migratoria rostral, sospechamos que estas 
células debían ser neuroblastos y neuronas inmaduras provenientes de la corriente migratoria 
rostral y que están en proceso de migración radial en el bulbo olfatorio principal. Para 
confirmarlo, realizamos una doble detección inmunofluorescente de CNGA3 con doblecortina 
(marcador neuroquímico de neuronas migrantes). En estos experimentos vimos que existía 
una colocalización completa (fig 37I). 
 
5.2.2.1.4. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad A3 de los 
CNG en la corriente migratoria rostral 
A microscopía óptica convencional aparecen células inmunorreactivas para CNGA3 en 
toda la corriente migratoria rostral (fig 42A). Estas células tienen forma esférica en corte 
transversal y se encuentran agregadas en pequeños grupos o cadenas (fig 42B), 
normalmente asociadas a vasos sanguíneos. Estas características morfológicas coinciden con 
la morfología descrita para las células que contienen GCs y, por tanto, con los neuroblastos 
migrantes o las células de tipo A.  
Para confirmar la presencia de CNGA3 en las células de tipo A de la corriente migratoria 
rostral, realizamos dos estudios diferentes. En el primero de ellos analizamos estas células a 
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microscopía electrónica y observamos que, efectivamente, son células con características 
ultraestructurales de neuroblastos migrantes (fig 42C,D): contornos irregulares, separación 
entre ellas por espacios intercelulares evidentes, abundantes microtúbulos y ribosomas libres 
y, en el núcleo, abundancia de cromatina laxa y heterocromatina dispersa. En el segundo 
estudio, realizamos una colocalización de CNGA3 con GCs y doblecortina y vimos que existía 
100% de colocalización (fig 37I, fig 42E). 
 
5.2.2.1.5. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad 1 de los 
HCN en el bulbo olfatorio principal  
Un estudio previo al nuestro analiza la distribución de la subunidad HCN1 en la capa 
glomerular del bulbo olfatorio de la rata (Holderith y col., 2003) pero sin contemplar que estos 
canales pudieran estar relacionados con una de las vías de transducción del óxido nítrico. En 
este trabajo, nosotros completamos el análisis de la expresión de HCN1 en todo el bulbo 
olfatorio y, además, nos centramos en la posible relación existente entre las células que 
responden al óxido nítrico a través de la GCs y las que expresan HCN1. 
Cuando se observa una vista panorámica de una sección de bulbo olfatorio principal 
después de la inmunocitoquímica para HCN1, la capa que presenta mayor intensidad de 
marcaje es la capa plexiforme externa y, en menor medida, la capa de los glomérulos 
olfatorios. La capa de las células mitrales, la capa plexiforme interna y la capa de las células 
granulares apenas presentan marca (fig 43A). 
Cuando analizamos con detalle la capa de los glomérulos olfatorios, observamos que las 
células que presentan inmunorreactividad para HCN1 son, como ya ha sido previamente 
descrito (Holderith y col., 2003), las células periglomerulares y las células empenachadas 
externas (fig 43B). Además, también vimos algunas células con la morfología de células 
superficiales de axón corto. En su trabajo, Holderith y col. (2003) realizaron una 
caracterización neuroquímica de las células periglomerulares que contienen HCN1: estos 
autores describen la presencia de HCN1 en aproximadamente el 10% de células 
juxtaglomerulares; de este porcentaje, menos del 10% son células GABA-inmunonegativas, 
entre las que se encuentran células periglomerulares pertenecientes a la subpoblación de 
PG2-CB (el 6% de este total) y células empenachadas externas. El resto de las células son 
células GABAérgicas que no expresan TH. En este trabajo hemos querido completar la 
caracterización neuroquímica de las células periglomerulares que expresan HCN1 estudiando 
si contienen nNOS. Para ello hemos realizado una doble detección inmunofluorescente de 
HCN1 con nNOS. Al analizar los resultados vimos que existe una colocalización parcial de 
ambos marcadores, donde el 43% de células inmunorreactivas para HCN1 (n=227) contienen 
nNOS y aproximadamente el 37% (n=262) de PG1-nNOS contiene HCN1 (fig 43C). 
A microscopía óptica, en la capa plexiforme externa no se observa ningún soma marcado 
(fig 43D); sin embargo, esta capa es la capa que aparece más intensamente teñida, lo que 
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puede inducir a pensar que HCN1 se encuentra presente en el neuropilo que integra esta 
capa. Como a microscopía óptica convencional no se puede determinar en qué perfiles 
aparece, recurrimos a la microscopía electrónica de transmisión. Con el microscopio 
electrónico vemos tres elementos diferentes marcados. El primer elemento son las dendritas 
de las células principales (fig 44); también aparece HCN1 en las gémulas de células 
granulares (fig 45A-C) y en las interneuronas GABAérgicas de la capa plexiforme externa (fig 
45D,E). 
Algo que tiene en común el patrón de marcaje en los tres tipos celulares donde se 
expresa HCN1, es que frecuentemente queda asociado a la membrana plasmática y, en 
ocasiones, próximo a contactos sinápticos. En el análisis de material con oro coloidal en 
preinclusión a microscopía electrónica se determinó que casi el 95% de las partículas de oro 
coloidal están asociadas a la membrana plasmática y que, en muchos casos, este oro se 
encuentra próximo a los contactos sinápticos. 
Igual que en la capa plexiforme externa, donde no aparecen cuerpos celulares 
marcados, tampoco observamos marcaje somático en las células mitrales (fig 43E). En las 
regiones inframitrales, tan sólo unas pocas células granulares y unas pocas interneuronas 
profundas de axón corto presentan marcaje en el soma.  
 
5.2.2.1.6. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad 1 de los 
HCN en la corriente migratoria rostral  
En las secciones analizadas a microscopía óptica convencional, no se observó marcaje 
de HCN1 en la zona por donde discurre la corriente migratoria rostral. Se realizó igualmente 
un análisis a microscopía electrónica por si el marcaje era puntual y pudiera estar pasando 
desapercibido a microscopía óptica. No se observó presencia de HCN1 ni en los neuroblastos 
migrantes, ni en ningún otro tipo celular de la corriente migratoria rostral. 
 
5.2.2.1.7. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad 2 de los 
HCN en el bulbo olfatorio principal   
Al realizar la detección inmunocitoquímica de HCN2 en el bulbo olfatorio principal, se 
observó que las capas que más intensamente aparecían teñidas eran la capa plexiforme 
externa y la capa de los glomérulos olfatorios. En el resto de capas, a pesar de no presentar 
un marcaje tan intenso, también se pudo observar la existencia de algunos somas marcados 
(fig 46A). 
Cuando se analiza con detalle la capa de los glomérulos olfatorios lo primero que llama 
la atención es que no todos presentan el mismo patrón de intensidad de marcaje en el interior 
del neuropilo, sino que unos aparecen intensamente teñidos, mientras que otros aparecen 
prácticamente sin tinción. Alrededor de todos los glomérulos aparecen marcados, al menos, 
dos tipos celulares diferentes: células empenachadas externas y células periglomerulares (fig 
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46B). Las células empenachadas externas, identificadas por su morfología y tamaño, 
presentan marcaje en el soma y en las dendritas que penetran en el interior glomerular. Por 
otra parte, las células periglomerulares, identificadas también por su morfología y su tamaño, 
presentan marcaje en el soma y pocas veces en las porciones más proximales de las 
dendritas vistas con el microscopio óptico. Para comprobar si las células periglomerulares 
presentaban inmunorreactividad para HCN2 en las porciones más distales de sus dendritas 
dentro del glomérulo olfatorio, lo que hicimos fue analizar a microscopía electrónica de 
transmisión el neuropilo glomerular prestando especial atención a las gémulas y a las espinas. 
En el análisis de este material, confirmamos que las dendritas de las células principales 
presentaban HCN2. Además, también encontramos perfiles positivos de células 
periglomerulares en ambos compartimentos del glomérulo olfatorio. Algunos de estos perfiles 
reciben contactos sinápticos asimétricos desde el nervio olfatorio, otros desde las dendritas de 
las células principales y además realizan contactos sinápticos simétricos sobre las mismas (fig 
47). También decidimos estudiar la localización subcelular de HCN2 en el interior de las 
dendritas. Para ello se realizó una detección inmunocitoquímica utilizando partículas de oro 
coloidal como marcador. En este material se vio que la mayoría de las partículas se 
encontraban distribuidas a lo largo de toda la membrana plasmática. Sin embargo, en los 
perfiles con mayor número de partículas de oro coloidal, también se encuentran en el interior 
del perfil. No se observa una localización preferencial junto a los contactos sinápticos (fig 
47D,E). 
A la vista de estos resultados, nos propusimos conocer la naturaleza GABAérgica de las 
células periglomerulares positivas para HCN2, ya que habíamos visto que reciben contactos 
desde el nervio olfatorio; para ello, realizamos una detección inmunocitoquímica de GABA en 
postinclusión. El análisis de este material a microscopía electrónica, mostró que existen 
células periglomerulares inmunorreactivas para HCN2, que son GABAérgicas (fig 47C), y 
otras GABA-inmunonegativas. Lo siguiente que nos planteamos fue realizar una la 
caracterización neuroquímica completa de las células periglomerulares que contienen HCN2 
utilizando  los marcadores neuroquímicos para las subpoblaciones de PG1 (nNOS, TH y CCK) 
y PG2 (CR y CB). En ningún caso, vimos colocalización (fig 48).  
Al analizar a microscopía óptica la capa plexiforme externa, vimos la existencia de 
marcaje en los somas de las células empenachadas; además, se observa cómo también el 
neuropilo es inmunorreactivo (fig 46D). Para determinar en qué elementos del neuropilo de la 
capa plexiforme externa se encontraba la HCN2, realizamos un análisis de esta capa a 
microscopía electrónica utilizando partículas de oro coloidal en preinclusión. Principalmente, 
encontramos partículas de oro coloidal en dendritas de células principales (fig 49) y en 
gémulas y varicosidades de las interneuronas GABAérgicas de la capa plexiforme externa (fig 
50A,B). En estos perfiles, las partículas de oro coloidal se encuentran preferentemente 
asociadas a la membrana plasmática, pero no a los contactos sinápticos. No se observaron 
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partículas de oro coloidal en perfiles que pudieran ser identificados como gémulas de las 
células granulares (fig 50C-F).  
En la capa de las células mitrales, todas las células presentan un intenso marcaje tanto 
en el soma, como en la dendrita apical, en las dendritas laterales y en el cono axónico. En la 
capa de las células granulares, la mayoría de las células granulares presentan marcaje en el 
soma (fig 46C). Además, aparecen marcadas unas pocas interneuronas de gran tamaño 
identificadas como células profundas de axón corto.  
 
5.2.2.1.8. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad 2 de los 
HCN en la corriente migratoria rostral  
Un análisis de la sustancia blanca a microscopía óptica convencional basta para 
observar que existe imunorreactividad para HCN2 en la corriente migratoria rostral, sin 
embargo, las células marcadas no presentan la morfología ni la disposición en cadena típica 
de las células de tipo A. A microscopía electrónica vimos que HCN2 estaba presente en las 
células de tipo B pero no lo observamos en ninguno de los neuroblastos migrantes, o células 
de tipo A. 
 
5.2.2.1.9. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad 4 de los 
HCN en el bulbo olfatorio principal   
Después de realizar la detección inmunocitoquímica para HCN4 en el bulbo olfatorio 
principal, se observa un patrón de marcaje muy similar al visto para HCN1 y HCN2, donde la 
capa más intensamente teñida es la capa plexiforme externa y, después, la capa de los 
glomérulos olfatorios (fig 51A). 
En los glomérulos olfatorios se observa una gran cantidad de elementos positivos en la 
región periglomerular, incluyendo algunas células periglomerulares y algunas células 
empenachadas externas (fig 51B,C). El marcaje aparece en somas y dendritas. Analizando el 
neuropilo glomerular a microscopía electrónica, vimos que HCN4 aparecía en perfiles 
dendríticos que pertenecían a células principales y a células periglomerulares (fig 52A-C). Los 
perfiles correspondientes a las células periglomerulares HCN4-inmunorreactivas se 
distribuyen tanto por el compartimento sensorial como por el sináptico. Además, vimos que 
algunas de estas células reciben contactos sinápticos asimétricos desde el nervio olfatorio. 
Visto que tanto HCN1 como HCN2 aparecían íntimamente asociados a la membrana 
plasmática y teniendo en cuenta el marcaje tan discreto que presenta HCN4 a microscopía 
óptica, decidimos analizar si esta subunidad también presentaba una localización subcelular 
específica. Para ello, realizamos la detección de HCN4 con partículas de oro coloidal. Su 
análisis a microscopía electrónica muestra una localización próxima a membrana plasmática, 
pero no asociada a contactos sinápticos (fig 52B). 
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Una vez visto esto, analizamos su naturaleza GABAérgica. Para ello, realizamos una 
detección de GABA en postinclusión sobre secciones donde previamente se había detectado 
HCN4 con DAB. El análisis de estas secciones mostró que existen células periglomerulares 
que expresan HCN4 y que son GABAérgicas (fig 52C) y otras que no presentan 
inmunorreactividad para GABA. A la vista de estos datos decidimos realizar una 
caracterización neuroquímica de las células periglomerulares que expresaban HCN4. Para 
ello, realizamos estudios de colocalización con los marcadores para las subpoblaciones de 
PG1 (nNOS, TH y CCK) y PG2 (CB y CR). No observamos colocalización de HCN4 con 
ninguno de estos marcadores (fig 53A-D). 
En el análisis detallado de la capa plexiforme externa, no encontramos ningún soma 
inmunorreactivo para HCN4, pero sí perfiles dendríticos (fig 51D). La distribución del marcaje 
es homogénea por toda la capa plexiforme externa. El marcaje aparece perfilando únicamente 
la superficie dendrítica. Para identificar los elementos del neuropilo donde aparece HCN4, se 
procedió a su análisis a microscopía electrónica con oro coloidal. En este material vimos que 
HCN4 se encontraban en dendritas de las células principales, en algunas gémulas de células 
granulares y en los perfiles identificados como gémulas y varicosidades de las interneuronas 
de la capa plexiforme externa (fig 52D,E). En todos los casos las partículas de oro se vieron 
asociadas a la membrana, aunque no a contactos sinápticos. 
Cuando analizamos la capa de las células mitrales, no vimos que estas células 
presentaran marcaje en el soma (fig 51E). En la capa de las células granulares el marcaje 
aparece con claridad en algunos somas celulares de granos y en algunas células profundas 
de axón corto (fig 51F). Estas células se encuentran principalmente situadas en la zona más 
profunda de la capa y son dobles con nNOS (fig 53E). En la capa más profunda, en la 
sustancia blanca, también aparecen marcadas unas células de mayor tamaño, de entre 25 y 
30 µm, que presentan una morfología ovoide o piriforme y que, además, expresan CB (fig 
53F). Según esta descripción morfológica, de localización y caracterización neuroquímica, 
estas últimas células descritas se corresponden con las células gigantes. 
 
5.2.2.1.10. Distribución y caracterización de las células que contienen la subunidad 4 de 
los HCN en la corriente migratoria rostral.  
En el análisis de la corriente migratoria rostral a microscopía óptica convencional no se 
observaron elementos positivos para HCN4. Aún así se realizó su análisis a microscopía 
electrónica. No se observó marcaje para HCN4 ni en los neuroblastos migrantes ni en ningún 
otro tipo celular de la corriente migratoria rostral. 
 
5.2.2.2. Vía de las proteínas kinasas dependientes de GMPc 
Estudios previos al nuestro describen la presencia de PKG1β y PKG2 en el bulbo olfatorio 
principal (Feil y col., 1995; de Vente y col., 2001), aunque sin detallar en qué elementos de la 
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circuitería. En estos trabajos, además, se observó que ambas PKG se expresaban en las 
células de Purkinje y, la PKG2, en la habénula medial. Nosotros hemos realizado el estudio 
detallado de la distribución de PKG1β y PKG2 analizando su posible relación con la vía de 
señalización del óxido nítrico mediante la activación de la GCs y, por tanto, mediante la 
producción de GMPc. Paralelamente a los estudios realizados en el bulbo olfatorio principal, 
también se realizaron, como control de los anticuerpos, estudios de detección 
inmunocitoquímica en el cerebelo y en la habénula medial. 
 
5.2.2.2.1. Distribución y caracterización de las células que contienen la isoforma β de la PKG1 
en el bulbo olfatorio principal  
Cuando se analiza la inmunocitoquímica para PKG1β, se puede observar que aparece 
ampliamente distribuida por todas las capas del bulbo olfatorio principal, siendo la capa 
plexiforme externa la que aparece más intensamente teñida (fig 54A). En la capa de los 
glomérulos olfatorios, observamos células marcadas que se disponen alrededor de cada 
glomérulo. Estas células presentan la morfología típica de las células empenachadas externas 
y de las células periglomerulares (fig 54B-D). En el interior del neuropilo glomerular pueden 
verse marcados algunos procesos dendríticos de gran tamaño, procesos que claramente 
pertenecen a células principales. También se observa un marcaje difuso en elementos más 
pequeños para cuya identificación acudimos a la microscopía electrónica. Este estudio 
confirmó la presencia de la PKG1β tanto en dendritas de células principales como en 
dendritas de células periglomerulares (fig 54 E-H). Las células periglomerulares PKG1β-
inmunopositivas se encontraban en ambos compartimentos del neuropilo. En el 
compartimento sensorial vemos que estas células están recibiendo contactos sinápticos 
asimétricos desde el nervio olfatorio. Analizamos, por ello, la naturaleza GABAérgica de estas 
células mediante la detección de GABA en postinclusión sobre secciones ultrafinas 
previamente teñidas para PKG1β con DAB. En el análisis de estas secciones a microscopía 
electrónica vimos algunas células periglomerulares PKG1β-inmunopositivas que son 
GABAérgicas (fig 54H), mientras que otras no presentan inmunorreactividad para GABA. 
A la vista de estos datos, tratamos de caracterizar las células periglomerulares 
neuroquímicamente. Para ello, realizamos estudios de colocalización de PKG1β con los 
marcadores para las subpoblaciones de PG1 (nNOS, TH y CCK) y PG2 (CB y CR). No vimos 
que existiera colocalización con ninguno de los marcadores de las subpoblaciones de PG1. 
Tampoco vimos colocalización con PG2-CB. Sin embargo, sí que vimos colocalización con CR 
(fig 55). 
La capa plexiforme externa es la capa que aparece teñida de forma más intensa. En ella, 
además, pueden observarse dos zonas claramente diferenciables: la parte externa próxima a 
la capa de los glomérulos olfatorios presenta mayor inmunorreactividad que la parte interna, 
próxima a la capa de las células mitrales. En la parte externa, pueden observarse marcadas 
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las células empenachadas y sus dendritas. En la parte interna, podemos apreciar también 
algunas células empenachadas, pero sobre todo aparecen perfiles dendríticos (fig 56A,B). 
Algunos de estos perfiles corresponden a las dendritas apicales de las células mitrales que 
ascienden perpendicularmente a la laminación del bulbo olfatorio hasta que penetran en el 
interior glomerular. En el neuropilo de la capa plexiforme externa, al presentar las dendritas de 
las células principales un marcaje tan intenso, podríamos pasar por alto un posible marcaje en 
el resto de elementos que lo componen. Para comprobar si PKG1β únicamente está presente 
en células principales, analizamos el resto del neuropilo a microscopía electrónica. En este 
análisis observamos que los perfiles correspondientes a células principales aparecían 
marcados; además, no observamos marcaje en los perfiles que se identificaron como gémulas 
de células granulares ni en las varicosidades de las interneuronas de la capa plexiforme 
externa (fig 56E,F). 
Al seguir analizando la presencia de PKG1β en el resto de capas del bulbo olfatorio, 
observamos que todas las células mitrales presentan inmunorreactividad. El marcaje aparece 
tanto en el soma, como en sus dendritas apical y laterales, y en el segmento inicial del axón 
(fig 56C,D). En la capa de las células granulares, prácticamente todas las células granulares 
aparecen marcadas. El marcaje aparece tanto en soma como en la dendrita apical, dirigida 
hacia la capa plexiforme externa. Además, algunas interneuronas profundas de axón corto 
presentan inmunorreactividad para PKG1β. El tamaño, la morfología y la distribución de estas 
interneuronas a través de la capa no es homogénea, así como tampoco es homogénea la 
distribución del marcaje en el interior celular. Algunas se encuentran en la parte más 
superficial de la capa, próximas a las células mitrales; el tamaño de su cuerpo celular, 
generalmente de morfología redondeada, es ligeramente mayor que el de las células 
granulares, oscilando entre las 10 y las 12 µm; estas células sólo presentan 
inmunorreactividad en su soma. Otras células, de mayor tamaño (de entre 13 y 15 µm), 
presentan una morfología mucho más irregular y su tinción se extiende parcialmente por las 
dendritas. Trataron de caracterizarse neuroquímicamente por lo que se realizaron dobles 
marcajes de PKG1β con algunos marcadores neuroquímicos de las células profundas de axón 
corto (CB, nNOS, CCK, PV). No se vio colocalización con ninguno de ellos. 
 
5.2.2.2.2. Distribución y caracterización de las células que contienen la isoforma β de la PKG1 
en la corriente migratoria rostral  
En el análisis de la corriente migratoria rostral del bulbo olfatorio principal, se observaron 
algunas células marcadas. Analizamos este patrón de marcaje a microscopía electrónica y 
observamos que la marca para PKG1β se encontraba en los astrocitos o células de tipo B. En 
ningún caso vimos marcaje en los neuroblastos o células de tipo A. 
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5.2.2.2.3. Distribución y caracterización de las células que contienen PKG2 en el bulbo 
olfatorio principal  
Hemos utilizado dos anticuerpos comerciales diferentes para la PKG2 que son 
funcionales en detecciones inmunocitoquímicas: uno de ellos desarrollado contra el extremo 
N-terminal de la enzima, y el otro contra su extremo C-terminal. El estudio de distribución y 
caracterización de las células que contienen PKG2 se realizó utilizando ambos anticuerpos; 
obteniéndose, en ambos casos, el mismo patrón de distribución. 
En el análisis a microscopía óptica de la distribución de PKG2, vemos, a pocos 
aumentos, que prácticamente no aparece ningún elemento marcado (fig 57A). Cuando las 
secciones se analizan más detalladamente, observamos, sin embargo, que existe un patrón 
de marcaje punteado en todas las capas (fig 57B,C). Para analizarlo, utilizamos la 
microscopía electrónica de transmisión. Con ella vimos que los perfiles donde encontramos 
inmunorreactividad para PKG2 corresponden a procesos de células gliales (fig 57D,E). No 
encontramos PKG2 en ninguna neurona del bulbo olfatorio. Para confirmar que este marcaje 
es específico y los anticuerpos funcionaban correctamente, comprobamos que tanto las 
células de Purkinje como la habénula medial presentaban el marcaje que previamente había 
sido descrito en estas regiones por (Feil y col., 1995; de Vente y col., 2001) (fig 57F,G). 
 
5.2.2.2.4. Distribución y caracterización de las células que contienen PKG2 en la corriente 
migratoria rostral  
A microscopía óptica, aparecía alguna célula marcada en la región de la corriente 
migratoria rostral, aunque no con la morfología típica de las células de tipo A. Su análisis a 
microscopía electrónica muestra que son células de tipo B las que presentan 
inmunorreactividad para PKG2. En ningún caso vimos que los neuroblastos, o células de tipo 
A presentaran marcaje. 
 
5.2.2.3. Vía de las fosfodiesterasas de los nucleótidos cíclicos 
De las 11 familias de PDE que existen, hemos estudiado la PDE5, por distintas razones ya 
argumentadas en la introducción. 
 
5.2.2.3.1. Distribución y caracterización de las células que contienen la PDE5 en el bulbo 
olfatorio principal  
En el análisis a microscopía óptica de la inmunocitoquímica para PDE5, son la capa 
plexiforme externa y la capa de las células granulares las que mayor tinción presentan (fig 
58A). Cuando analizamos capa por capa el patrón de expresión de PDE5, vemos algo que es 
común en todas ellas: el tipo de marcaje que presenta la PDE5 en los elementos positivos no 
es continuo, sino punteado.  
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En la capa de los glomérulos olfatorios, pueden verse marcadas dendritas pertenecientes 
a las células principales penetrando en el interior de los glomérulos olfatorios (fig 58B). 
También se observan unos procesos muy finos en el interior glomerular. Para identificarlos 
utilizamos la microscopía electrónica de transmisión. Con ella pudimos confirmar que PDE5 se 
encuentra en las dendritas de células principales y que, además, también se encuentra en 
algunas dendritas de células periglomerulares, tanto en el compartimento sensorial, donde 
reciben contactos sinápticos asimétricos desde el nervio olfatorio, como en el sináptico (fig 
59A-D). 
Después de comprobar la existencia de PDE5 en células periglomerulares, decidimos 
realizar la caracterización neuroquímica de las mismas. Para ello, primero se realizaron 
estudios de colocalización de PDE5 con los marcadores neuroquímicos de las diferentes 
subpoblaciones de PG1 (TH, nNOS, CCK) y PG2 (CB y CR) usando marcajes fluorescentes. 
El análisis a microscopía confocal de estas muestras no nos permitió concretar la existencia 
de colocalizaciones o no colocalizaciones, debido al aspecto punteado que presenta la PDE5 
y a la dificultad que presentó su detección a microscopía de fluorescencia y confocal. Por ello, 
para analizar si PDE5 se estaba expresando en células periglomerulares que contuvieran 
GCs, realizamos una doble detección inmunocitoquímica en preinclusión utilizando oro 
coloidal y DAB como marcadores para PDE5 y GCs, respectivamente. En el análisis a 
microscopía electrónica de este material, vimos que existen perfiles de células 
periglomerulares con GCs que también contienen PDE5 (fig 59E,F). 
A microscopía óptica, en la capa plexiforme externa, vemos dos zonas claramente 
diferenciadas. En la zona más próxima a la capa de las células mitrales hay menos elementos 
marcados, mientras que en el tercio superior, próximo a la capa de los glomérulos olfatorios, 
aparece más marcaje. En ambas zonas aparecen marcados grandes troncos dendríticos que, 
sin duda, pertenecen a células principales. Algunas de ellas se ven atravesando 
perpendicularmente la capa plexiforme externa y penetrando en los glomérulos olfatorios (fig 
58A). En la capa plexiforme externa, no aparece marcado ningún soma; tampoco en la capa 
de las células mitrales (fig 58C). El análisis a microscopía electrónica del neuropilo de la capa 
plexiforme externa confirmó que sólo las células principales contenían PDE5 (fig 59G,H). 
La capa de las células granulares es la que muestra mayor inmunorreactividad para 
PDE5. En ella aparecen marcadas las dendritas apicales de las células granulares. En la capa 
de la sustancia blanca también aparecen algunas células marcadas, células de gran tamaño 
(entre 25 y 30 µm), de morfología más bien fusiforme, con largas dendritas que se prolongan y 
ramifica por toda la capa con una disposición paralela a la laminación. Según esta morfología 




                                                                                                                                                                                                     Resultados 
 
5.2.2.3.2. Distribución y caracterización de las células que contienen PDE5 en la corriente 
migratoria rostral  
Cuando analizamos a microscopía óptica la zona donde se ubica la corriente migratoria 
rostral, no aparecen células inmunorreactivas para PDE5. Realizamos, sin embargo, su 
análisis a microscopía electrónica de transmisión, donde comprobamos que ni los 
neuroblastos migrantes, células de tipo A, ni ninguno de los otros tipos celulares integrantes 
de la corriente migratoria rostral, expresaban PDE5. 
 
5.3. VÍA DE ACTUACIÓN DEL ÓXIDO NÍTRICO MEDIANTE LA 
NITROSILACIÓN DE PROTEÍNAS 
Mediante la detección inmunocitoquímica de proteínas nitrosiladas, podremos averiguar 
qué células del bulbo olfatorio responden al óxido nítrico por esta vía de actuación.  
Se han realizado estudios previos de detección inmunocitoquímica de proteínas 
nitrosiladas en la zona subventricular y en la corriente migratoria rostral, por lo que, como medida 
de control de los anticuerpos empleados, al mismo tiempo que hicimos las detecciones 
inmunocitoquímicas de células con proteínas nitrosiladas en secciones del bulbo olfatorio 
principal, también las hicimos en secciones de la zona subventricular como control (fig 60D,E). 
Cuando se analiza el bulbo olfatorio principal en este material, vemos que todas las capas 
aparecen libres de marca. Únicamente al analizar la corriente migratoria rostral y la zona 
subventricular, observamos unas pocas células marcadas. El marcaje de estas células era tan 
débil y tan sutil, que prácticamente no podemos describirlas morfológicamente ni decir a qué tipo 
celular corresponden (fig 60A-C).  
 
5.4. RELACIÓN DEL ÓXIDO NÍTRICO CON EL SISTEMA DE 
TRANSMISIÓN DOPAMINÉRGICO 
Como vimos en la introducción, el óxido nítrico actúa regulando la liberación de algunos 
neurotransmisores, entre ellos la dopamina (Hanbauer y col., 1992). Se ha descrito que la 
dopamina influencia la transmisión del input olfatorio (Hsia y col., 1999; Berkowickz y Trombley, 
2000) y modula la actividad de las células mitrales (Ducham-Viret y col., 1997). Si tenemos en 
cuenta que en los glomérulos olfatorios coexisten células productoras de óxido nítrico (PG1-
nNOS) y células productoras de dopamina (PG1-TH), es fácil pensar que la transmisión 
dopaminérgica podría estar regulada por óxido nítrico. Por esta razón vamos a estudiar la posible  
relación de ambos sistemas. El óxido nítrico podría estar actuando sobre los circuitos 
dopaminérgicos a tres niveles diferentes. En primer lugar, podría estar modulando la transmisión 
dopaminérgica activando la vía de la GCs en las células productoras de dopamina. Como ya ha 
sido anteriormente descrito (apartado 5.2.1.1.1.), no se encontró GCs en estas células 
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periglomerulares, por lo tanto descartamos esta forma de actuación. En segundo lugar, podría 
estar actuando directamente sobre la dopamina, ya que algunos trabajos previos han demostrado 
que puede existir nitrosilación de la dopamina (Kytzia y col., 2006; Nappi y Vass, 2001). Para 
resolver este punto, hemos realizado un estudio para determinar si se produce nitrosilación de la 
dopamina en el bulbo olfatorio. Para ello, realizamos una detección inmunocitoquímica de 
dopamina nitrosilada utilizando un anticuerpo comercial. El análisis de este material con el 
microscopio óptico y el microscopio electrónico, mostró la ausencia marca en el bulbo olfatorio. 
Por último, otro de los posibles mecanismos de acción del óxido nítrico para modular la 
transmisión dopaminérgica, es actuar sobre las dianas de la dopamina. Hemos analizado en 
detalle este punto.  
En algunos estudios previos (Wamsley y col., 1989; Mansour y col., 1990; Levey y col., 
1993; Coronas y col., 1997) se ha visto una elevada cantidad de receptor D2 de dopamina en los 
glomérulos olfatorios utilizando la técnica de autorradiografía. Además, en algunos trabajos, se ha 
hipotetizado con la presencia del receptor D2 de dopamina en distintos elementos del neuropilo 
glomerular: 1) se ha detectado RNAm en las neuronas receptoras de los olores (Koster y col., 
1999); 2) estudios de electroforesis respaldan una acción presináptica del receptor D2 de 
dopamina en los terminales axónicos del nervio olfatorio (Hsia y col., 1999; Berkowicz y Trombley, 
2000; Ennis y col., 2001); 3) se ha detectado RNAm de los receptor D2 de dopamina en una 
población de células periglomerulares (Mansour y col., 1990); 4) experimentos de cultivos de 
células mitrales sugieren la presencia del receptor D2 de dopamina en estas células (Dávila y col., 
2003). Ninguno de estos trabajos, sin embargo, proporciona suficiente resolución para determinar 
la localización subcelular específica de este receptor en el interior del neuropilo glomerular. De 
manera que lo primero que nos propusimos fue describir la localización subcelular detallada del 
receptor D2 de dopamina en los elementos del neuropilo glomerular. Para ello, realizamos la 
detección inmunocitoquímica del receptor D2 de dopamina utilizando oro coloidal en preinclusión 
como marcador. En el análisis de estas secciones al microscopio óptico convencional, a pocos 
aumentos no se vio ningún tipo de marcaje. Sin embargo, al estudiar las distintas capas con 
mucho mayor detalle vimos una marca específica en el interior de los glomérulos olfatorios; este 
marcaje aparece como un punteado homogéneo en el interior de todos los glomérulos (fig 61A). 
La marca no pudo ser identificada con el microscopio óptico, de manera que hubo que recurrir a la 
microscopía electrónica de transmisión. En el análisis a microscopía electrónica de estas 
secciones, vimos que el receptor D2 de dopamina aparece tanto en el compartimento sensorial 
como en el compartimento sináptico. Fue encontrado en tres elementos de la circuitería 
glomerular: en los terminales axónicos del nervio olfatorio, en perfiles dendríticos de las células 
principales y en las gémulas de algunas células periglomerulares.  
En los terminales axónicos del nervio olfatorio, el receptor D2 de dopamina está 
claramente asociado a la membrana plasmática (el 92% de las partículas de oro coloidal, para 
n=100) y, frecuentemente, sobre los contactos sinápticos, con una distribución claramente 
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presináptica (fig 61B-H). Lo hemos encontrado asociado a los contactos del nervio olfatorio sobre 
células periglomerulares y sobre células principales. En las dendritas de las células principales, el 
receptor D2 de dopamina puede encontrarse tanto asociado a la membrana plasmática (el 55% de 
las veces para n=100), como en el interior del citoplasma dendrítico (el 45% de los casos para 
n=100). Cuando se encontró asociado a la membrana plasmática, frecuentemente se localizaba 
en las especializaciones sinápticas, o en la región perisináptica de los contactos sinápticos 
asimétricos que las células principales realizaban sobre las células periglomerulares. Siempre lo 
hemos encontrado en posición presináptica y nunca lo hemos visto en posición postsináptica en 
las sinapsis simétricas que las células principales reciben desde las células periglomerulares (fig 
62). Tampoco se encontraron partículas de oro coloidal con localización postsináptica en las 
sinapsis asimétricas que las células principales estaban recibiendo desde el nervio olfatorio. En 
las pocas células periglomerulares donde aparece el receptor D2 de dopamina, las partículas de 
oro coloidal preferentemente se encuentran en el citoplasma dendrítico (el 72% de partículas para 
n=100). Cuando las partículas se observaron unidas a membrana plasmática (el 28% de los casos 
para n=100), siempre estaban en la especialización presináptica de los contactos sinápticos 
simétricos que realizan sobre las células principales. Nunca se encontraron partículas de oro 
coloidal en posición postsináptica en los contactos sinápticos asimétricos que reciben desde las 
células principales (fig 63). Algunas de estas células periglomerulares que contienen receptor D2 
de dopamina estaban recibiendo contactos sinápticos asimétricos desde los terminales axónicos 
del nervio olfatorio; las partículas de oro tampoco se vieron a nivel postsináptico en estos 
contactos. 
Teniendo en cuenta este último punto, estudiamos la naturaleza GABAérgica de las células 
periglomerulares que contienen el receptor D2 de dopamina; para ello, realizamos una detección 
inmunocitoquímica de GABA en postinclusión, utilizando oro coloidal de 10 nm de diámetro como 
marcador, sobre material donde previamente habíamos detectado receptor D2 de dopamina en 
preinclusión con oro amplificado con plata. Parte de las células periglomerulares inmunopositivas 
para el receptor D2 de dopamina resultaron ser GABAérgicas (fig 64A,B). Según estos datos, al 
menos una parte de las células periglomerulares que contienen el receptor D2 de dopamina 
forman parte de la población de PG1. 
Para caracterizar neuroquímicamente con más detalle en qué subpoblaciones de células 
periglomerulares se estaba expresando el receptor D2 de dopamina, realizamos dobles 
detecciones inmunocitoquímicas para el receptor D2 de dopamina y los marcadores de las 
distintas subpoblaciones de PG1 (TH, nNOS, CCK) y PG2 (CB y CR)  utilizando como marcador 
para el receptor D2 de dopamina partículas de oro coloidal y DAB para el resto de marcadores. 
Cuando analizamos los dobles marcajes para el receptor D2 de dopamina y la TH, vimos que 
parte de las PG1-TH también contenían el receptor D2 de dopamina, (fig 64C-E). También vimos 
colocalización del receptor de dopamina D2 con CB. Por último, también analizamos la existencia 
del receptor D2 de dopamina en células que contenían GCs confirmando que algunas de las 
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células periglomerulares que contenían GCs también expresaban el receptor D2 de dopamina (fig 
64F,G). Con esto demostramos que el óxido nítrico puede estar influenciando la transmisión 
dopaminérgica a través de las células periglomerulares dopaminoceptivas que contienen GCs. 
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Figura 20. Distribución de nNOS en el bulbo olfatorio principal. 
La mayor parte de células nNOS-inmunopositivas se encuentra en la capa de los 
glomérulos olfatorios (CGL) y en la capa de las células granulares (CGR). En la capa de los 
glomérulos olfatorios la mayoría de elementos positivos se corresponde con células 
periglomerulares. También puede apreciarse una célula superficial de axón corto débilmente 
teñida (cabeza de flecha). En la capa de las células granulares vemos que dos poblaciones 
distintas de interneuronas expresan nNOS. Una de estas poblaciones corresponde a una 
subpoblación de células granulares (flechas); el resto corresponde a células profundas de axón 
corto (flechas abiertas).  
 
CPE: capa plexiforme externa; CM: capa de las células mitrales. Barra de escala: 50 µm. 
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Figura 21. Análisis a microscopía electrónica del marcaje para nNOS en el interior del 
neuropilo glomerular. 
Las dendritas de las células periglomerulares nNOS-inmunorreactivas (PG) se encuentran 
distribuidas por todo el neuropilo glomerular, por lo que podemos encontrarlas tanto en el 
compartimento sensorial (A y D) como en el sináptico (B,C,E y F).  
(B) En el compartimento sináptico, se observa una célula periglomerular (PG) recibiendo 
un contacto sináptico (flecha abierta) desde una célula principal (M/E).  
(C) También reciben contactos sinápticos (flecha abierta) desde axones de origen 
desconocido, probablemente centrífugo (Ax).  
(D-F) Análisis de la distribución subcelular específica de nNOS utilizando oro coloidal 
(cabezas de flecha). En (D) vemos como el oro se encuentra próximo a la sinápsis asimétrica 
(flecha abierta) que el nervio olfatorio (NO) realiza sobre la célula periglomerular (PG). En (E) y en 
(F) el oro se encuentra directamente sobre la especialización postsináptica de contactos 
sinápticos asimétricos (flechas abiertas) que las células periglomerulares (PG) están recibiendo 
desde células principales (M/E).  
 
Barras de escala: 500 nm. 
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Figura 22. Distribución de GCs en el bulbo olfatorio principal. 
(A): Imagen semipanorámica del bulbo olfatorio donde puede observarse que los 
elementos GCs-inmunopositivos se encuentran homogéneamente distribuidos por toda la capa de 
los glomérulos olfatorios (CGL). En la capa de las células granulares (CGR) aparece alguna célula 
profunda de axón corto débilmente teñida (flecha) y prolongaciones radiales que se extienden a 
través de la capa plexiforme interna (CPI).  
(B) y (C): Las células inmunorreactivas de la capa de los glomérulos olfatorios se 
distribuyen preferentemente por la zona más próxima a la capa plexiforme externa y tienen la 
morfología típica de las células periglomerulares.  
(D): En la capa plexiforme externa también se observa alguna célula inmunorreactiva para 
GCs (flecha).  
(E) y (F): Estas células también tienen morfología de células periglomerulares y se 
corresponden con células periglomerulares desplazadas.  
 
CNO: capa del nervio olfatorio; CM: capa de las células mitrales. Barras de escala: (A) 100 µm; 
(B) 25 µm; (C,D) 15 µm; (E,F) 5 µm. 
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Figura 23. Vista semipanorámica de la distribución de los elementos que contienen GCs en 
el neuropilo glomerular, analizada a microscopía electrónica.  
Los elementos que contienen GCs (flechas abiertas) se encuentran distribuidos por el 
compartimento sináptico del neuropilo glomerular. Puede observarse que ninguno de estos 
elementos se encuentra dentro del compartimento sensorial (zonas delineadas y marcadas con 
asteriscos).  
 
Barra de escala: 2 µm. 
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Figura 24. Relaciones sinápticas de los elementos GCs-inmunopositivos dentro del 
neuropilo glomerular.  
(A): Los elementos GCs-inmunorreactivos establecen relaciones sinápticas con las 
dendritas de las células principales (M/E) en el compartimento sináptico del neuropilo glomerular. 
Las líneas discontinuas marcan el límite entre el compartimento sináptico y el sensorial, donde se 
encuentran los terminales axónicos del nervio olfatorio (NO). Puede observarse cómo una dendrita 
de una célula periglomerular GCs-inmunopositiva (GCs) realiza un contacto sináptico simétrico 
(flecha) sobre el perfil de una célula principal (M/E). Otro perfil inmunopositivo distinto recibe un 
contacto sináptico asimétrico (flecha abierta) desde otra célula principal.  
(B): Un perfil inmunonegativo de una célula principal (M/E) realiza un contacto 
dendrodendrítico asimétrico (flecha abierta) sobre una dendrita de una célula periglomerular 
inmunopositiva a GCs.  
(C): Sinapsis recíproca donde se observa un contacto sináptico simétrico (flecha) desde un 
perfil de una célula periglomerular inmunopositivo para GCs hacia la dendrita de una célula 
principal (M/E) y un contacto sináptico asimétrico (flecha abierta) desde esa misma célula principal 
hacia el elemento inmunopositivo.  
(D): Perfil inmunopositivo para GCs que realiza un contacto sináptico simétrico (flecha) 
sobre el perfil de una posible célula periglomerular.  
 
Barras de escala: (A) 400 nm; (B,C,D) 250 nm.  
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Figura 25. Caracterización neuroquímica de las células periglomerulares que contienen 
GCs.  
La caracterización neuroquímica de las células periglomerulares GCs-inmunorreactivas, se 
realizó mediante dobles marcajes inmunofluorescentes para GCs (marcador rojo, Cy3) y 
GABA/TH/CCK/nNOS/CR/CB (marcador verde, Cy2) que se analizaron en el microscopio 
confocal. Las células periglomerulares que contienen GCs no contienen GABA (A), TH (B), CCK 
(C), nNOS (D) ni CR (E). Por el contrario, la mayoría de células periglomerulares que contienen 
GCs contienen CB (F), aunque existen unas pocas células donde no colocalizan ambos 
marcadores (flechas abiertas).  
 
Barras de escala: 25 µm. 
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Figura 26. Distribución de GCs en las capas inframitrales.  
(A) y (B): Los somas de las células mitrales (asteriscos) aparecen negativos para GCs.  
(C) y (D): Células profundas de axón corto con la morfología típica de las células 
horizontales inmunopositivas en la región perimitral.  
(E): Célula vertical de Cajal inmunopositiva.  
(F): En la capa de las células granulares (CGR) también presentan inmunorreactividad 
otras células profundas de axón corto (flechas abiertas), de mayor tamaño que las células 
horizontales o las verticales de Cajal (flecha).  
 
CPE: capa plexiforme externa; CM: capa de las células mitrales; CPI: capa plexiforme interna. 
Barras de escala: (A,B,F) 20 µm; (C,D) 15 µm; (E) 10 µm. 
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Figura 27. Caracterización neuroquímica de las células que presentan GCs fuera de la capa 
de los glomérulos olfatorios.  
La caracterización neuroquímica de las células que expresan GCs fuera de los glomérulos 
olfatorios, se realizó mediante dobles marcajes inmunofluorescentes para GCs (marcador rojo, 
Cy3) y CB/nNOS/PV/CCK/CR (marcador verde, Cy2) que se analziaron con el microscopio 
confocal.  
(A): En la capa plexiforme externa, las células periglomerulares desplazadas que contienen 
GCs también expresan CB.  
(B) y (C): En la región perimitral encontramos células verticales de Cajal (B) y células 
horizontales inmunopositivas para GCs que también expresan CB.  
(D): En la capa de las células granulares algunas células profundas de axón corto 
inmunopositivas para GCs expresan nNOS (flechas abiertas). Observese la presencia también de 
una célula marcadas para GCs que es inmunonegativa para nNOS (flecha).  
(E): Células profundas de axón corto inmunopositivas para GCs (flechas). En una de estas 
células, además, GCs colocaliza con PV (flecha abierta).  
(F): GCs y CR no colocalizan en ninguna célula de la capa de los granos.  
(G): Célula profunda de axón corto inmunopositiva para GCs (flecha) que no expresa CB 
en la parte más profunda de la capa de los granos.  
(H): No se ha observado colocalización de GCs con CCK.  
 
Barras de escala: (A) 10 µm; (B-H) 15 µm. 
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Figura 28. Células que contienen GCs en la corriente migratoria rostral.  
(A) Esquema de un corte sagital del cerebro de la rata. La línea punteada muestra el nivel 
al que ha sido obtenida la sección coronal mostrada en (B).  
(B): Vista semipanorámica del bulbo olfatorio principal en una sección coronal donde se 
observa la porción más rostral de la corriente migratoria rostral (flechas) en la capa de la sustancia 
blanca.  
(C): Mayor detalle de la corriente migratoria rostral en la capa de la sustancia blanca 
(CSB).  
(D) y (E): Detalles de las células de la corriente migratoria rostral inmunopositivas para 
GCs donde se observa su morfología redondeada u ovoide. Nótese que estas células se 
encuentran agrupadas y frecuentemente se localizan adyacentes a vasos sanguíneos (asteriscos).  
(F): Esquema de un corte sagital del cerebro de la rata. El área enmarcada representa el 
nivel al que están tomadas las fotografías mostradas en (G), (H), (I) y (J).  
(G): Vista panorámica de la corriente migratoria rostral (flechas) en un corte parasagital. El 
área enmarcada es la que se muestra en (H), (I) y (J).  
(H): Mayor detalle de esa zona. Obsérvese como las células inmunopositivas se 
encuentran ordenadas formando cadenas.  
(I) y (J): Detalle de las cadenas. Las células positivas muestran la misma morfología que 
los neuroblastos migrantes o células de tipo A. Obsérvese cómo éstas células frecuentemente se 
encuentran asociadas a vasos sanguíneos (asterisco).  
 
VL: ventrículo lateral; ZSV: zona subventricular; CMR: corriente migratoria rostral; BO: bulbo 
olfatorio principal; CGR: capa de las células granulares; CSB: capa de la sustancia blanca. Barras 
de escala: (B,G) 250 µm; (C,H) 100 µm; (D) 20 µm; (E,I,J) 10 µm. 
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Figura 29. Análisis a microscopía electrónica de las células que contienen GCs en la 
corriente migratoria rostral.  
(A) y (B): La ultraestructura de las células GCs-inmunorreactivas coincide con la de las 
células de tipo A de la corriente migratoria rostral. Nótense los espacios intercelulares existentes 
entre los elementos inmunopositivos.  
(C) y (D): Las células de tipo B, fácilmente identificables a microscopía electrónica, son 
inmunonegativas.  
(E): Vista semipanorámica de la porción más rostral de la corriente migratoria rostral. Las 
células de tipo A son inmunopositivas; por el contrario, las células de tipo C y las células de tipo E, 
fácilmente identificables mediante criterios ultraestructurales, son inmunonegativas.  
 
A: células de tipo A; B: células de tipo B; C: células de tipo C; E: células de tipo E. Barras de 
escala: (A,B,C,E) 5 µm; (D) 3 µm. 
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Figura 30. Caracterización neuroquímica de las células que contienen GCs en la corriente 
migratoria rostral.  
La caracterización neuroquímica de las células que contienen GCs se realizó mediante 
dobles marcajes inmunofluorescentes para GCs (marcador rojo, Cy3) y DCX/GFAP/BrdU 
(marcador verde, Cy2) que se analizaron en el microscopio confocal.  
(A): Las células que contienen GCs en la corriente migratoria rostral también contienen 
DCX. Obsérvese la presencia de un pericito GCs-inmunorreactivo pero que no contiene DCX 
(flecha abierta).  
(B) y (C): Las células GCs-inmunorreactivas no contienen GFAP ni BrdU.  
 
Barras de escala: (A,B) 25 µm; (C) 50 µm. 
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Figura 31. Distribución de CNGA2 en el bulbo olfatorio principal y en la corriente migratoria 
rostral.  
(A): En una vista semipanorámica del bulbo olfatorio principal se observa una distribución 
homogénea de las células CNGA2-inmunopositivas. El tipo celular más abundante y con mayor 
inmunorreactividad presenta la típica morfología estrellada de los astrocitos (flechas). En la capa 
de los glomérulos olfatorios (CGL), en la capa plexiforme externa (CPE) y en la capa de las 
células mitrales (CM), además, aparecen células principales inmunopositivas (flechas abiertas), 
aunque el patrón de intensidad del marcaje es menor que el observado en astrocitos. Algunas 
células profundas de axón corto (cabezas de flecha) también presentan una débil 
inmunorreactividad para CNGA2.  
(B) En la zona más profunda del bulbo olfatorio principal, en la capa de la sustancia blanca 
(CSB), también aparecen algunas células CNGA2-inmunopositivas en la corriente migratoria 
rostral.  
(C) Su análisis a microscopía electrónica de transmisión muestra que son las células de 
tipo B de la corriente migratoria rostral. Las células de tipo A, identificadas por criterios 
ultraestructurales, no presentan inmunorreactividad.  
 
A: células de tipo A de la corriente migratoria rostral; B: células de tipo B de la corriente migratoria 
rostral. Barras de escala: (B) 50µm; (C) 25µm; (D) 3nm. 
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Figura 32. Caracterización neuroquímica de las células que contienen CNGA2.  
La caracterización neuroquímica de las células CNGA2-inmunopositivas se realizó 
mediante dobles marcajes inmunofluorescentes para CNGA2 (marcador rojo, Cy3) y 
GFAP/TH/nNOS/CCK/CR/CB/PV (marcador verde, Cy2) que se analizaron en el microscopio 
confocal.  
(A), (B), (C) y (D): La mayoría de células que contienen CNGA2 presentan GFAP. Sin 
embargo, algunas células positivas para CNGA2 son GFAP-inmunonegativas (flechas abiertas) 
tanto en los glomérulos olfatorios (A) y (B), como en la capa plexiforme externa (C) y en la capa de 
las células granulares (D).  
(E): En los glomérulos olfatorios no hay colocalización de CNGA2 y TH.  
(F): CNGA2 y nNOS no colocalizan en los glomérulos olfatorios.  
(G): Tampoco hay colocalización de CNGA2 y CCK en células periglomerulares.  
(H): CNGA2 y CR no colocalizan en los glomérulos olfatorios.  
(I): No existe colocalización de CNGA2 y CB en los glomérulos olfatorios.  
(J): En la capa plexiforme externa no hay colocalización de CNGA2 y PV.  
(K): Las células mitrales contienen CNGA2 y CR (flechas); sin embargo, ninguna célula 
CNGA2-inmunopositiva de la capa de las células granulares presenta CR.  
(L): Las células profundas de axón corto inmunopositivas para CNGA2 también presentan 
nNOS.  
 
Barras de escala: (A,D-J) 15µm; (B) 10µm; (C) 20 µm; (K) 40µm; (L) 30µm. 
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Figura 33. Distribución de CNGA3 en la retina y el bulbo olfatorio principal. 
(A): La especificidad del anticuerpo utilizado en el estudio ha sido probada analizando el 
marcaje en el segmento externo de los conos de la retina (flechas).  
(B) Vista semipanorámica del bulbo olfatorio principal teñido para CNGA3. Las capas que 
presentan mayor intensidad de marcaje son la capa del nervio olfatorio (CNO) y la capa plexiforme 
externa (CPE). A pesar de esto, todas las capas del bulbo olfatorio presentan abundantes 
elementos CNGA3-inmunopositivos.  
 
CGL: capa de los glomérulos olfatorios; CM: capa de las células mitrales; CPI: capa plexiforme 
interna; CGR: capa de las células granulares. Barras de escala: (A) 50µm; (B) 200µm. 
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Figura 34. Marcaje para CNGA3 en la capa del nervio olfatorio.  
(A): En la capa del nervio olfatorio (CNO) aparece un intenso marcaje en elementos 
similares a fibras que aparentemente forman haces. Nótese cómo este marcaje desaparece en el 
límite con la capa de los glomérulos olfatorios (CGL).  
(B): Los haces de elementos inmunopositivos del nervio olfatorio (flecha abierta) no 
penetran en el interior del neuropilo glomerular (g).  
(C) y (D): Con la microscopía electrónica de transmisión se demuestra que la marca para 
CNGA3 está localizada en los procesos de la glía envolvente el nervio olfatorio (flechas). Los 
axones del nervio olfatorio (Ax) no son inmunopositivos.  
(E): En algunas ocasiones, se ve marcado el cuerpo celular (asterisco) de alguna de estas 
células de glía envolvente.  
(F): Los procesos positivos de la glía envolvente (flechas) pueden ser perfectamente 
diferenciados de los haces de axones del nervio olfatorio en esta sección longitudinal.  
 
Barras de escala: (A) 100µm; (B) 50µm; (C, D) 500nm; (E, F) 1µm. 
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Figura 35. Distribución de CNGA3 en la capa de los glomérulos olfatorios.  
(A): CNGA3 aparece en algunas neuronas (flechas) localizadas en la región periglomerular 
de un glomérulo olfatorio (g).  
(B) Las células periglomerulares CNGA3-inmunopositivas (flechas) pueden ser 
identificadas entre las gruesas dendritas de las células principales que cursan por la región 
periglomerular de los glomérulos olfatorios.  
(C) y (D): Además de células periglomerulares (flechas), también aparecen células 
empenachadas externas inmunopositivas (flechas abiertas) en la región periglomerular de los 
glomérulos olfatorios. Obsérvese que las células periglomerulares y las células empenachadas 
externas inmunopositivas son perfectamente distinguibles por su tamaño y por sus características 
morfológicas.  
 
CGL: capa de los glomérulos olfatorios; CPE: capa plexiforme externa. Barras de escala: (A, B) 
25µm; (C, D) 12.5µm. 
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Figura 36. Análisis a microscopía electrónica de transmisión del marcaje de CNGA3 en 
distintos tipos celulares en el interior del neuropilo glomerular.  
(A-D): Presencia de CNGA3 en células principales. (E-H) Presencia de CNGA3 en células 
periglomerulares.  
(A) y (B): Dendritas de células principales CNGA3-inmunorreactivas (M/E) que realizan 
contactos sinápticos asimétricos (flechas abiertas) sobre dendritas de células periglomerulares 
inmunonegativas (PG).  
(C): La detección de CNGA3 utilizando partículas de oro coloidal en preinclusión muestra 
una dendrita de una célula principal inmunopositiva (M/E) estableciendo una sinapsis (flecha 
abierta) sobre la dendrita de una célula periglomerular inmunonegativa (PG). Nótese que no existe 
una localización subcelular específica de las partículas de oro coloidal en el interior de la dendrita 
inmunorreactiva, encontrándose indistintamente unidas a la membrana plasmática o en el 
citoplasma.  
(D): Doble marcaje para CNGA3 con DAB en preinclusión y para GABA con oro coloidal en 
postinclusión. La dendrita de una célula principal inmunorreactiva para CNGA3 (M/E) realiza un 
contacto sináptico asimétrico (flecha abierta) sobre la dendrita de una célula periglomerular 
CNGA3-inmunonegativa y GABAérgica (PG).  
(E): Perfil de una dendrita de una célula periglomerular CNGA3-inmunorreactiva (PG) 
recibiendo contactos sinápticos asimétricos desde una dendrita de una célula principal (M/E) y 
desde un terminal axónico del nervio olfatorio (NO) (flechas abiertas). Obsérvese que el 
precipitado de DAB se encuentra unido a la membrana plasmática de la célula periglomerular 
(flecha).  
(F): Dendrita de una célula principal inmunopositiva para CNGA3 (M/E) en material 
procesado con oro coloidal en preinclusión. Esta dendrita realiza un contacto sináptico asimétrico 
(flecha abierta) sobre la dendrita de una célula periglomerular (PG) que es también CNGA3-
inmunorreactiva. Nótese como en la célula periglomerular las partículas de oro coloidal están 
ancladas a la membrana plasmática (flechas).  
(G) y (H): Dobles marcajes para CNGA3 con DAB en preinclusión y para GABA con oro en 
postinclusión. Se pueden observar dos células periglomerulares (PG) doblemente marcadas en el 
compartimento sensorial del neuropilo glomerular. La flechas abiertas señalan un contacto 
sináptico asimétrico que la célula periglomerular recibe desde el nervio olfatorio (NO) en (G) y un 
contacto sináptico simétrico que la célula periglomerular realiza sobre una célula principal (M/E) en 
(H).  
Las flechas indican la marca de DAB en las células periglomerulares. Barras de escala: (A, B, D) 
250nm; (C,E,F,G,H) 500nm 
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Figura 37. Caracterización neuroquímica de las células que presentan CNGA3.  
La caracterización neuroquímica de las células CNGA3-inmunopositivas se realizó 
mediante dobles marcajes inmunofluorescentes para CNGA3 (marcador rojo, Cy3) y 
nNOS/TH/CCK/CB/CR/PV/DCX (marcador verde, Cy2) que se analizaron en el microscopio 
confocal. En la capa de los glomérulos olfatorios, las células periglomerulares inmunopositivas 
para CNGA3 no expresan nNOS (A), TH (B), CCK (C; flechas), CB (D) ni CR (E). En la capa 
plexiforme externa, las células inmunopositivas no presentan PV (F) pero sí que presentan CCK 
(C). En la capa de las células granulares, las células CNGA3-inmunorreactivas no presentan los 
marcadores típicos de células granulares como nNOS (G) o CR (H). Por el contrario, las células 
inmunopositivas de morfología fusiforme presentes en esta capa sí que expresan DCX (I).  
 
Barras de escala: 50µm. 
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Figura 38. Distribución de CNGA3 en la capa plexiforme externa y en la capa de las células 
mitrales.  
(A): Vista semipanorámica de la capa plexiforme externa donde el marcaje para CNGA3 es 
intenso, debido principalmente a la inmunorreactividad que presentan las dendritas de las células 
principales. La densidad de elementos positivos es mayor en la porción más externa de la capa 
(CPE ex), si se compara con la porción más interna (CPE in). La dendrita apical de una célula 
mitral puede observarse atravesando perpendicularmente la capa (flechas).  
(B): Células empenachadas externas inmunopositivas localizadas en la porción externa de 
la capa plexiforme externa.  
(C): Célula empenachada media localizada en la porción interna de la capa plexiforme 
externa.  
(D): Las células mitrales también presentan inmunorreactividad para CNGA3. Obsérvese 
cómo la porción inicial de los axones (flechas) mantienen el marcaje cuando penetran en la capa 
plexiforme interna.  
 
Barras de escala: (A) 100µm; (B-D) 25µm. 
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Figura 39. Análisis a microscopía electrónica de transmisión del marcaje de CNGA3 en el 
neuropilo de la capa plexiforme externa.  
(A): La detección de CNGA3 se ha realizado en preinclusión utilizando partículas de oro 
coloidal. Se han encontrado partículas de oro en las dendritas de las células principales (M/E). Las 
gémulas de las células granulares (Gr), que establecen relaciones sinápticas (flechas abiertas) 
con las dendritas de las células principales, son inmunonegativas.  
(B) y (C): Dobles marcajes para CNGA3 con DAB en preinclusión y para GABA con oro 
coloidal en postinclusión. En (B), dos gémulas de células granulares (Gr) GABAérgicas e 
inmunonegativas para CNGA3 reciben contactos sinápticos asimétricos (flechas abiertas) desde la 
dendrita de una célula principal (M/E) CNGA3-inmunorreactiva. En (C), un perfil de una 
interneurona GABAérgica de la capa plexiforme externa (In) inmunonegativa para CNGA3 recibe 
un contacto sináptico asimétrico (flecha abierta) desde una dendrita de una célula principal 
inmunorreactiva para CNGA3 (M/E).  
 
Barras de escala: 500nm. 
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Figura 40. Distribución de CNGA3 en las capas inframitrales.  
(A): En una vista semipanorámica, se observa una elevada densidad de células 
inmunorreactivas para CNGA3 en las capas inframitrales.  
(B): Células profundas de axón corto inmunopositivas (flechas) de la capa plexiforme 
interna. Obsérvese cómo son de menor tamaño que las células mitrales (flecha abierta) y 
fácilmente distinguibles de ellas por la morfología.  
(C): Tres células profundas de axón corto inmunopositivas para CNGA3 (flechas abiertas) 
se sitúan en la parte superior de la capa de las células granulares. Estas células son fácilmente 
distinguibles de las células fusiforme inmunopositivas (flecha) localizadas en la misma región. 
 (D), (E) y (F): Vistas en detalle de células profundas de axón corto de morfología piriforme 
o poligonal inmunopositivas para CNGA3 y situadas a distintos niveles de la región inframitral.  
 
CPE: capa plexiforme externa; CM: capa de las células mitrales; CPI: capa plexiforme interna; 
CGR: capa de las células granulares. Barras de escala: (A) 50µm; (B, C) 25µm; (D-F) 12.5µm. 
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Figura 41. CNGA3 en las células fusiformes de las capas inframitrales.  
(A): En una vista semipanorámica de la región inframitral, se muestran células con 
morfología fusiforme inmunorreactivas para CNGA3. La densidad de estas células es mayor en la 
porción más profunda de la capa de las células granulares (CGR) y en la capa de la sustancia 
blanca (CSB). Nótese que la corriente migratoria rostral (CMR) también contiene una abundante 
población de células inmunopositivas.  
(B): Las células fusiformes inmunorreactivas para CNGA3 (flechas) son morfológicamente 
distintas de las células profundas de axón corto positivas (flecha abierta) que se encuentran en la 
misma región.  
(C) y (D): En estas células fusiformes se observan uno o dos procesos radiales orientados 
perpendicularmente a la laminación del bulbo olfatorio principal. (E) y (F): Los procesos presentes 
en estas células no están muy ramificados; sólo ocasionalmente puede verse alguna pequeña 
ramificación emergiendo de ellos (flechas).  
 
Barras de escala: (A) 100µm; (B-F) 12.5µm. 
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Figura 42. Expresión de CNGA3 en las células de la corriente migratoria rostral.  
(A): La corriente migratoria rostral (flechas abiertas) aparece intensamente teñida después 
de una inmunocitoquímica para CNGA3.  
(B): Las células inmunopositivas muestran la disposición y la morfología típica de las 
células de tipo A vistas a microscopía óptica.  
(C): Su análisis a microscopía electrónica confirma que son neuroblastos migrantes o 
células de tipo A.  
(D): Detalle de una célula de tipo B inmunonegativa.  
(E) Colocalización de CNGA3 (marcador verde, Cy2) y GCs (marcador rojo, Cy3) en las 
células de tipo A.  
 
A: células de tipo A; B: células de tipo B. Barras de escala: (A) 100 µm; (B) 25 µm; (C) 5 µm; (D) 
2.5 µm (E) 50 µm. 
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Figura 43. Distribución de HCN1 en el bulbo olfatorio principal.  
(A): Vista semipanorámica del bulbo olfatorio principal mostrando el patrón de marcaje para 
HCN1. La capa plexiforme externa (CPE) es la que presenta mayor intensidad de marcaje.  
(B): Detalle de la capa de los glomérulos olfatorios donde aparecen marcados los somas 
de algunas células empenachadas externas (asteriscos) y de algunas células periglomerulares 
(flechas).  
(C): Colocalización mediante inmunofluorescencia de HCN1 (marcador rojo, Cy3) y nNOS 
(marcador verde, Cy2). Muchas de las células periglomerulares que contienen HCN1 también 
contienen nNOS (flechas abiertas).  
(D) En la capa plexiforme externa aparece marcaje en los somas de las células 
empenachadas externas (flechas) que se sitúan en el límite con la capa de los glomérulos 
olfatorios; además, aparece marcaje por todo el neuropilo.  
(E) Las células mitrales (asteriscos) no presentan inmunorreactividad en el soma.  
 
CNO: capa del nervio olfatorio; CGL: capa de los glomérulos olfatorios; CM: capa de las células 
mitrales; CPI: capa plexiforme interna; CGR: capa de las células granulares. Barras de escala: (A) 
50 µm; (B,C) 15 µm; (D) 20 µm; (E) 25 µm. 
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Figura 44. Análisis a microscopía electrónica del marcaje para HCN1 en el neuropilo de la 
capa plexiforme externa. (I). 
Las dendritas de las células principales (M/E) presentan inmunorreactividad para HCN1. El 
precipitado de DAB en estos perfiles (en A, B y D) queda próximo a la membrana plasmática; en 
las muestras donde HCN1 se detectó en preinclusión con oro coloidal (C, E y F) se ve como no 
todas la partículas quedan asociadas a la membrana plasmática. Las flechas abiertas indican 
contactos sinápticos entre las dendritas de las células principales y las gémulas de células 
granulares (Gr).  
 
Barras de escala: (A,F) 500 nm; (B,D) 200 nm; (C,E) 1 µm. 
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Figura 45. Análisis a microscopía electrónica del marcaje para HCN1 en el neuropilo de la 
capa plexiforme externa. (II).  
Además de en las dendritas de las células principales (M/E), HCN1 aparece en gémulas de 
células granulares (Gr) y en varicosidades de interneuronas GABAérgicas de la capa plexiforme 
externa (In).  
(A-C): Inmunorreactividad en gémulas de células granulares (Gr).  
(D) y (E): Dobles marcajes de HCN1 con DAB en preinclusión (flechas) y de GABA con oro 
coloidal en postinclusión (cabezas de flecha). Se muestran perfiles pertenecientes a varicosidades 
de interneuronas GABAérgicas de la capa plexiforme externa (In).  
 
Las flechas abiertas indican señalan contactos sinápticos. Barras de escala: (A,B,D,E) 200 nm; (C) 
500 nm. 
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Figura 46. Distribución de HCN2 en el bulbo olfatorio principal.  
(A): En una vista semipanorámica del bulbo olfatorio principal, se ve cómo todas las capas 
contienen elementos inmunopositivos.  
(B): Cuando se analizan detenidamente los glomérulos olfatorios, aparecen teñidos dos 
tipos celulares distintos: células empenachadas externas (asteriscos) y células periglomerulares 
(flechas).  
(C): Somas de células granulares marcados en la capa de las células granulares.  
(D): Somas de dos células empenachadas en la capa plexiforme externa (asteriscos). 
Obsérvese también el neuropilo marcado en esta capa.  
 
CGL: capa de los glomérulos olfatorios; CPE: capa plexiforme externa; CM: capa de las células 
mitrales. Barras de escala: (A) 100 µm; (B,C,D) 15 µm. 
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Figura 47. Análisis a microscopía electrónica de la distribución del marcaje de HCN2 en el 
interior del neuropilo glomerular.  
(A): En el compartimento sensorial, se observa el perfil de una célula periglomerular 
inmunorreactiva (PG) que realiza un contacto sináptico simétrico (flecha abierta) sobre otro perfil 
inmunonegativo. De este mismo perfil inmunopositivo emerge una espina que recibe un contacto 
sináptico asimétrico (cabeza de flecha abierta) desde el nervio olfatorio (NO).  
(B): Perfil de una célula periglomerular inmunopositiva que realiza un contacto sináptico 
simétrico (flecha abierta) sobre la dendrita inmunonegativa de una célula principal (M/E).  
(C) Doble marcaje de HCN2 con DAB en preinclusión (flechas) y de GABA con oro coloidal 
en postinclusión (cabezas de flecha). Obsérvese un perfil doblemente marcado (PG).  
(D) y (E): Detección de HCN2 con oro coloidal en preinclusión.  
(D) Una célula principal positiva realiza un contacto sináptico (flecha abierta) sobre la 
dendrita de una célula periglomerular negativa. En la misma sección, una célula periglomerular 
inmunorreactiva realiza un contacto sináptico simétrico (flecha) sobre otro perfil positivo.  
(E) En el compartimento sensorial, una célula periglomerular inmunorreactiva recibe un 
contacto sináptico asimétrico (flecha abierta) desde el nervio olfatorio (NO) y realiza un contacto 
sináptico simétrico sobre una célula principal también inmunorreactiva. Nótese que el perfil del 
nervio olfatorio es inmunonegativo.  
 
Barras de escala: 200 nm. 
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Figura 48. Caracterización neuroquímica de las células periglomerulares que contienen 
HCN2.  
La caracterización neuroquímica de las células periglomerulares HCN2-inmunorreactivas, 
se realizó mediante dobles marcajes inmunofluorescentes para HNC2 (marcador rojo, Cy3) y 
TH/nNOS/CB/CR (marcador verde, Cy2) que se analizaron en el microscopio confocal. Las células 
periglomerulares que contienen HCN2 no presentan TH (A), nNOS (B), CB (C) ni CR (D).  
 
Barras de escala: 20 µm. 
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Figura 49. Análisis a microscopía electrónica de la distribución de HCN2 en el neuropilo de 
la capa plexiforme externa. (I).  
(A): Imagen a pocos aumentos donde se observa cómo los perfiles más grandes y 
electronlúcidos correspondientes a dendritas de células principales (M/E) presentan marcaje. Gran 
número de las partículas de oro coloidal se localizan sobre la membrana plasmática (flechas). Un 
perfil de una interneurona GABAérgica de la capa plexiforme externa (In) también es 
inmunopositivo.  
(B-D): Detalles de las dendritas de células principales inmunorreactivas (M/E) 
estableciendo relaciones sinápticas (flechas abiertas) con las gémulas inmunonegativas de las 
células granulares (Gr).  
 
Barras de escala: (A) 1 µm; (B) 500 nm; (C,D) 200 nm. 
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Figura 50. Análisis a microscopía electrónica de la distribución de HCN2 en el neuropilo de 
la capa plexiforme externa. (II). 
(A) y (B): Aparte de encontrar inmunorreactividad en las dendritas de las células principales 
(M/E), también se ha observado inmunorreactividad en las varicosidades de las interneuronas 
GABAérgicas de la capa plexiforme externa (In).  
(C-F): Las gémulas de las células granulares (Gr) no mostraron inmunorreactividad en 
ningún caso.  
 
Las flechas abiertas señalan contactos sinápticos. Barras de escala: 250 nm. 
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Figura 51. Distribución de HCN4 en el bulbo olfatorio principal.  
(A): Vista semipanorámica del bulbo olfatorio principal donde todas las capas aparecen 
inmunopositivas.  
(B) y (C): Detalles de la región periglomerular de los glomérulos olfatorios donde se aprecia 
el marcaje en el soma de dos tipos celulares distintos: células empenachadas externas 
(asteriscos) y células periglomerulares (flechas).  
(D): En la capa plexiforme externa, el marcaje para HCN4 aparece perfilando las dendritas 
de las células principales (flechas), pero no se observa marcaje en sus somas.  
(E): En la capa de las células mitrales, los somas de estas células (asteriscos) aparecen 
inmunonegativos.  
(F): En la capa de las células granulares, tanto las células granulares (flecha) como 
algunas células profundas de axón corto (asterisco) presentan inmunorreactividad en el soma.  
 
CGL: capa de los glomérulos olfatorios; CPE: capa plexiforme externa; CM: capa de las 
células mitrales; CPI: capa plexiforme interna; CGR: capa de las células granulares. Barras de 
escala: (A) 50 µm; (B,C,F) 10 µm; (D,E) 30 µm. 
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Figura 52. Análisis a microscopía electrónica de la distribución del marcaje para HCN4.  
(A): Perfil de una célula periglomerular (PG) inmunopositiva que presenta precipitado de 
DAB próximo a un contacto sináptico asimétrico (flecha abierta) que recibe desde una célula 
principal (M/E) inmunonegativa.  
(B): Detección de HCN4 con oro coloidal en preinclusion. Se puede observar marcaje en 
un perfil perteneciente a una célula principal (M/E).  
(C): Doble marcaje para HCN4 con DAB en preinclusión (flecha) y para GABA con oro 
coloidal en postinclusión (cabezas de flecha). Se observa el perfil de una célula periglomerular 
(PG) doblemente marcado.  
(D) y (E): En el neuropilo de la capa plexiforme externa HCN4 aparecen en: dendritas de 
células principales (M/E), varicosidades de las interneuronas GABAérgicas de la capa plexiforme 
externa (In), y gémulas de las células granulares (Gr). Nótese en (E) cómo las partículas de oro 
coloidal se encuentran unidas a la membrana plasmática de la gémula.  
 
Barras de escala: 500 nm. 
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Figura 53. Caracterización neuroquímica de las células HCN4.  
La caracterización neuroquímica de las células que contienen HCN4, se realizó mediante 
dobles marcajes inmunofluorescentes para HCN4 (marcador rojo, Cy3) y TH/nNOS/CB/CR 
(marcador verde, Cy2) que se analizaron en el microscopio confocal.  
(A-D): En la capa de los glomérulos olfatorios las células periglomerulares que contienen 
HCN4 no presentan TH (A), nNOS (B), CB (C) ni CR (D).  
(E): En la capa de las células granulares, algunas células profundas de axón corto que 
contienen HCN4 también presentan nNOS.  
(F): En la capa de la sustancia blanca, las células gigantes expresan tanto HCN4 como CB.  
 
Barras de escala: (A,D,E) 15 µm; (B,C) 10 µm; (F) 30 µm. 
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Figura 54. Distribución de PKG1β en el bulbo olfatorio principal.  
(A): Vista semipanorámica del bulbo olfatorio principal donde se observa 
inmunorreactividad en todas las capas. La capa que mayor inmunorreactividad presenta es la 
capa plexiforme externa (CPE).  
(B): Vista de un glomérulo olfatorio donde aparecen marcados distintos elementos.  
(C) y (D): Detalle de las células inmunopositivas de los glomérulos olfatorios. Aparecen 
marcadas tanto células empenachadas externas (asteriscos), como células periglomerulares 
(flechas).  
(E): Dendrita de una célula principal (M/E) inmunopositiva que recibe un contacto sináptico 
simétrico (flecha abierta) desde la dendrita de una célula periglomerular (PG) inmunonegativa.  
(F): En el compartimento sensorial, la dendrita de una célula periglomerular inmunopositiva 
recibe contactos sinápticos asimétricos (flechas abiertas) desde terminales del nervio olfatorio 
(NO) y realiza un contacto sináptico simétrico sobre una célula principal (M/E) (flecha).  
(G): Una célula periglomerular inmunopositiva recibe un contacto sináptico asimétrico 
(flecha abierta) desde una célula principal (M/E).  
(H): Dobles marcajes para PKG1β con DAB (flechas) en preinclusión y para GABA con oro 
coloidal en postinclusión. Aparecen tres perfiles de células periglomerulares GABAérgicas, de los 
cuales sólo PG-a y PG-b presentan inmunorreactividad para PKG1β. Obsérvese cómo el perfil 
correspondiente a la dendrita de la célula principal, que presenta inmunorreactividad para PKG1β, 
es GABAinmunonegativo.  
 
CNO: capa del nervio olfatorio; CGL: capa de los glomérulos olfatorios; CM: capa de las células 
mitrales; CPI: capa plexiforme interna; CGR: capa de las células granulares. Barras de escala: (A) 
50 µm; (B) 30 µm; (C,D) 15 µm; (E-H) 500 nm. 
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Figura 55. Caracterización neuroquímica de las células que expresan PKG1β. 
La caracterización neuroquímica de las células que expresan PKG1β se realizó mediante 
dobles marcajes inmunofluorescentes para PKG1β (marcador rojo, Cy3) y TH/nNOS/CCK/CR/CB 
(marcador verde, Cy2) que se analizaron en el microscopio confocal. Las células periglomerulares 
que contienen PKG1β no presentan TH (A), nNOS (B), CCK (C) ni CB (E). Por el contrario, sí que 
existe una colocalización parcial con CR (D). Existe, además, colocalización de PKG1β y CCK en 
las células empenachadas externas de de los glomérulos olfatorios y de la parte más superficial 
de la capa plexiforme externa (C).  
(F): Detalle del neuropilo glomerular donde se muestra la inexistencia de PKG1β en las 
dendritas de las células periglomerulares CB-inmunopositivas.  
 
Barras de escala: 15 µm. 
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Figura 56. Distribución de PKG1β en la capa plexiforme externa y en la capa de las células 
mitrales.  
(A) y (B): PKG1β se encuentra tanto en el soma (asterisco) como en las dendritas (flechas) 
de las células empenachadas medias e internas.  
(C) y (D): También aparecen marcadas las células mitrales. En (D) puede observarse el 
segmento inicial del axón  (flecha abierta).  
(E) y (F): Análisis a microscopía electrónica de la distribución de PKG1β en el neuropilo de 
la capa plexiforme externa. Se observa que mientras las dendritas de las células principales (M/E) 
son inmunopositivas, las gémulas de las células granulares (Gr) y de las interneuronas 
GABAérgicas (In) de la capa plexiforme externa son inmunonegativas.  
 
Barras de escala: (A-D) 25 µm; (E-F) 500 nm. 
 162
                                                                                                                                                                                                          Figuras 
 163
 














Figura 57. Distribución de PKG2 en el bulbo olfatorio principal.  
(A): Vista semipanorámica del bulbo olfatorio principal después de la tinción 
inmunocitoquímica para PKG2.  
(B) y (C): Detalle de los glomérulos olfatorios donde puede observarse la existencia de un 
ligero marcaje punteado (cabezas de flecha). 
(D) Y (E): Análisis a microscopía electrónica de la distribución del marcaje de PKG2 en el 
bulbo olfatorio principal. Puede observarse la presencia de DAB (flechas) en pequeños perfiles 
fácilmente identificables como procesos gliales.  
(F): Presencia de PKG2 en los somas de las células de Purkinje (flechas).  
(G): Inmunorreactividad para PKG2 en la habénula (Hb).  
 
CNO: capa del nervio olfatorio; CGL: capa de los glomérulos olfatorios; CPE: capa plexiforme 
externa; CM: capa de las células mitrales; CPI: capa plexiforme interna; CGR: capa de las células 
granulares. Barras de escala: (A,B,F) 50 µm; (C) 15 µm; (D,E) 500 nm; (G) 100 µm. 
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Figura 58. Distribución de PDE5 en el bulbo olfatorio principal.  
(A): Vista semipanorámica de la distribución de PDE5 en el bulbo olfatorio principal. Las 
capas con mayor inmunorreactividad son la capa plexiforme externa (CPE) y la capa de las 
células granulares (CGR).  
(B): Detalle de la capa de los glomérulos olfatorios (CGL) donde se ven marcados los 
gruesos procesos dendríticos de las células principales penetrando en el neuropilo glomerular 
(flechas). En el interior del glomérulo olfatorio, además, se aprecian otros procesos mucho más 
finos (cabezas de flecha).  
(C): En la capa de las células mitrales (CM), los somas de las células mitrales (asteriscos) 
son inmunonegativos. Obsérvese cómo las dendritas de las células granulares (flechas) suben 
desde las capas inferiores, pasan a través de esta capa perfilando en negativo los somas de las 
células mitrales y dejan de ser visibles cuando penetran en la capa plexiforme externa.  
 
Barras de escala: (A) 100 µm; (B) 50 µm; (C) 20 µm. 
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Figura 59. Análisis a microscopía electrónica de la distribución del marcaje para PDE5.  
(A) y (B): Presencia de PDE5 en dendritas de células periglomerulares (PG). Las flechas 
abiertas marcan contactos sinápticos asimétricos recibidos desde células principales (M/E). 
Nótese que en (B) el precipitado de DAB se encuentra asociado a la especialización postsináptica.  
(C) y (D): Marcaje con oro coloidal en preinclusión. En (C) la dendrita de una célula 
principal inmunopositiva realiza dos contactos sinápticos asimétricos (flechas abiertas) sobre dos 
gémulas de células periglomerulares. En (D), una célula periglomerular inmunopositiva recibe un 
contacto sináptico asimétrico (flecha abierta) desde una célula principal también inmunopositiva. 
Nótese que no aparece marcaje en el nervio olfatorio (NO).  
(E) y (F): Doble marcaje inmunocitoquímico para GCs, detectada con DAB en preinclusión, 
y para PDE5, detectada con oro coloidal (cabeza de flecha) también en preinclusión. Obsérvese 
cómo los dos perfiles mostrados de células periglomerulares presentan tanto GCs como PDE5.  
(G) y (H): En la capa plexiforme externa, sólo las dendritas de las células principales (M/E) 
presentan inmunorreactividad para PDE5. Obsérvese cómo las gémulas de las células granulares 
(Gr) son negativas. Las fechas indican el precipitado de DAB y las flechas abiertas, los contactos 
sinápticos entre las dendritas de las células principales y las gémulas de las células granulares.  
 
Barras de escala: (A-F,H) 500 nm; (G) 1µm. 
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Figura 60. Distribución del marcaje para proteínas S-Nitrosiladas.  
(A-C): Las células que presentan inmunorreactividad en el bulbo olfatorio se encuentran en 
la capa de la sustancia blanca y están integradas en la corriente migratoria rostral. Son escasas y 
no se encuentran agrupadas formando cadenas. La célula positiva mostrada en (B) se encuentra 
próxima a un pequeño grupo de células negativas (flechas) que está asociado a un vaso 
sanguíneo como hacen las cadenas de células de tipo A.  
D) y (E): Células con proteínas S-Nitrosiladas en la zona subventricular.  
 
Barras de escala: (A-C) 15 µm; (D,E) 30 µm. 
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Figura 61. Distribución del receptor D2 de dopamina en los glomérulos olfatorios.  
(A): Inmunocitoquímica para el receptor D2 de dopamina en los glomérulos olfatorios (g). 
Se observa un intenso marcaje punteado (flechas), aunque los elementos inmunopositivos no 
pueden ser identificados.  
(B-D): Distribución del receptor D2 de dopamina en los terminales axónicos del nervio 
olfatorio (NO). Las partículas de oro coloidal (flechas) aparecen unidas a la membrana plasmática. 
Obsérvese cómo el receptor se encuentra frecuentemente asociado a los contactos sinápticos 
asimétricos que el nervio olfatorio realiza sobre dendritas de las células principales (M/E) o sobre 
las gémulas de las células periglomerulares (PG).  
(E-H): A más aumentos se ve claramente que las partículas de oro coloidal están en la 
membrana plasmática presináptica, nunca en la postsináptica.  
 
Barras de escala: (A) 50µm; (B,C,D) 400 µm; (E,F,G,H) 150 µm. 
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Figura 62. Distribución del receptor D2 de dopamina en las porciones intraglomerulares de 
las dendritas de las células principales.  
(A): Sección longitudinal de una gruesa ramificación de una dendrita de una célula principal 
(M/E) inmunopositiva (flechas). El área enmarcada muestra una partícula de oro coloidal unida a 
la membrana plasmática presináptica de un contacto sináptico asimétrico que realiza la célula 
principal sobre la gémula de una célula periglomerular (PG). Este área se encuentra aumentada 
en (G). Nótese cómo las partículas de oro coloidal se encuentran ancladas a la membrana 
presináptica.  
(B-D): Perfil dendrítico de una célula principal mostrando inmunorreactividad (flechas) en 
tres secciones ultrafinas seriadas. Nótese como en (C) y (D) hay partículas de oro coloidal 
(cabezas de flecha) localizadas en la membrana presináptica del contacto sináptico asimétrico que 
realiza la célula principal sobre la espina (es) de una posible célula periglomerular. Este contacto 
se muestra aumentado en la esquina inferior izquierda de ambas figuras.  
(E): Una célula principal recibe una sinápsis (flecha abierta) desde el nervio olfatorio (NO) 
y, a su vez, realiza una sinápsis sobre la gémula de una célula periglomerular. En este contacto, el 
receptor D2 de dopamina aparece unido a la especialización presináptica (cabeza de flecha).  
(F): Localización presináptica del receptor (flecha) en un contacto sináptico asimétrico 
desde una célula principal sobre una célula periglomerular. Este contacto se encuentra aumentado 
en (H). Nótese cómo en todos los contactos las partículas de oro coloidal se encuentran ancladas 
a la membrana presináptica.  
 
Barras de escala: (A,B,C,D,E) 500 nm; (F) 250 nm; (G,H) 150 nm. 
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Figura 63. Distribución del receptor D2 de dopamina en las porciones intraglomerulares de 
las dendritas de las células periglomerulares. 
(A-D): Gémula de una célula periglomerular (PG-a) que contiene el receptor D2 de 
dopamina (flecha) mostrada en cuatro secciones ultrafinas adyacentes. Próxima a ella, se 
muestran otras dos gémulas de células periglomerulares (PG-b y PG-c) que no tienen marcaje en 
ninguno de los cuatro cortes. Las flechas abiertas señalan una sinápsis desde una célula principal 
(M/E) sobre PG-a.  
(E): Tríada de contactos sinápticos en el compartimento sensorial del neuropilo glomerular. 
El nervio olfatorio (NO) realiza una sinapsis sobre el perfil dendrítico de una célula principal (M/E) 
y otra sobre la gémula de una célula periglomerular  (PG) (flechas abiertas). A su vez, la célula 
periglomerular realiza una sinápsis asimétrica sobre la célula principal. Nótese que el receptor D2 
de dopamina (flecha) se localiza presinápticamente, tanto en el contacto sináptico asimétrico que 
realiza el nervio olfatorio sobre la célula principal como en el contacto sináptico simétrico que 
realiza la célula periglomerular sobre la célula principal. El contacto sináptico simétrico se 
encuentra aumentado en la esquina inferior derecha.  
(F): El receptor D2 de dopamina (flecha) aparece presinápticamente localizado en un 
contacto sináptico simétrico que una célula periglomerular (PG) realiza sobre una célula principal 
(M/E). Este contacto se encuentra aumentado en la esquina inferior derecha.  
 
Barras de escala: 400 nm. 
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Figura 64. Caracterización de las células periglomerulares que contienen el receptor D2 de 
dopamina. 
(A) y (B): Doble detección inmunocitoquímica del receptor D2 de dopamina, con partículas 
de oro coloidal en preinclusión (partículas de oro grandes; flechas), y de GABA, con partículas de 
oro coloidal en postinclusión (partículas de oro pequeño; cabezas de flecha). Se observan dos 
perfiles de células periglomerulares (PG) que expresan el receptor D2 de dopamina y son 
GABAérgicas.  
(C), (D) y (E): Doble detección inmunocitoquímica del receptor D2 de dopamina, con 
partículas de oro coloidal en preinclusión (flechas), y de TH, con DAB en preinclusión. Se observa 
que el receptor D2 de dopamina aparece como autorreceptor en gémulas de células 
periglomerulares dopaminérgicas.  
(F) y (G): Doble detección inmunocitoquímica del receptor D2 de dopamina, con partículas 
de oro coloidal en preinclusión (flechas), y de la enzima GCs, con DAB en preinclusión. Obsérvese 
que hay células periglomerulares que contienen GCs y receptor D2 de dopamina. 
 
Barras de escala: (A,B,C,D,E) 250 nm; (F,G) 500 nm. 
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6.1. ANÁLISIS DE LAS VÍAS DE ACTUACIÓN DEL ÓXIDO NÍTRICO EN 
EL BULBO OLFATORIO PRINCIPAL  
El óxido nítrico es un gas que actúa como neuromensajero en el sistema nervioso central 
(Kiss y Vizi, 2001). En el bulbo olfatorio principal, el óxido nítrico producido por diferentes tipos de 
interneuronas (Scott y col., 1987; Croul-Ottman y Brunjes, 1988; Villalba y col., 1989; Davis, 1991; 
Vincent y Kimura, 1992; Alonso y col., 1993, 1995; Hopkins y col., 1996; Briñón y col., 1997) ha de 
tener alguna función importante en el proceso de la información olorosa, ya que en esta región se 
produce una importante cantidad de este gas (Bredt y col., 1991; Breer y Shepherd, 1993). A 
continuación se discutirán con detalle diferentes puntos relacionados con la acción del óxido 
nítrico en el bulbo olfatorio, tanto mediante la vía de la activación de la enzima GCs y la 
producción del segundo mensajero intracelular GMPc como mediante la vía de la nitrosilación de 
proteínas. 
 
6.1.1. Distribución y localización de la nNOS en las interneuronas
Los primeros estudios realizados para detectar la actividad NADPH-diaforasa en el 
cerebro, así como estudios de distribución de la nNOS, bien mediante hibridaciones in situ, bien 
mediante técnicas inmunocitoquímicas, mostraron una distribución diferencial de las células 
encargadas de la producción de óxido nítrico. Además, se vio que el cerebelo y el bulbo olfatorio 
principal son las regiones del cerebro con más células productoras de óxido nítrico (Bredt y col., 
1991; Vincent y Kimura, 1992; Breer y Shepherd, 1993). En el bulbo olfatorio algunas poblaciones 
de interneuronas son las responsables de la producción de este gas (Davis, 1991). En la capa de 
los glomérulos olfatorios, la nNOS se ha encontrado tanto en células superficiales de axón corto 
(Scott y col., 1987; Croul-Ottman y Brunjes, 1988; Villalba y col., 1989; Davis y col., 1991; Vincent 
y Kimura, 1992; Alonso y col., 1993; Hopkins y col., 1996; Briñón y col., 1997) como en algunas 
células periglomerulares (Davis, 1991). En la capa de las células granulares, algunas células 
profundas de axón corto y algunas células granulares también expresan nNOS (Scott y col., 1987; 
Villalba y col., 1989; Davis y col., 1991; Vincent y Kimura, 1992; Alonso y col., 1993, 1995; Briñón 
y col., 1997), sobre todo en la mitad inferior de la capa. 
En la capa de los glomérulos olfatorios, las células periglomerulares con expresión de 
nNOS han sido recientemente clasificadas dentro de la categoría de PG1 (Crespo y col., 2003). 
Esta clasificación se basó en dos criterios principales. El primero es que las células 
periglomerulares nitrérgicas expresan GABA (Kraus y Prast, 2002; Crespo y col., 2003), 
considerada como una de las características comunes de todas las PG1 hasta hace poco tiempo 
(Gutièrrez-Mecinas y col., 2005). La segunda es que las células periglomerulares donde se 
expresa nNOS no expresan ni CB (Alonso y col., 1993) ni CR (Briñón y col., 1997), los dos 
marcadores neuroquímicos que expresan las PG2. Sin embargo, Crespo y col. (2003) no 
analizaron con detalle si las PG-nNOS distribuían sus ramificaciones dendríticas por el 
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compartimento sensorial, característica imprescindible para pertenecer a PG1 (Kosaka y col., 
1987, 1997, 1998; Toida y col., 2000) y si estaban, por tanto, recibiendo contactos sinápticos 
desde el nervio olfatorio. En este estudio, hemos demostrado que las PG-nNOS, realmente, 
distribuyen sus dendritas por ambos compartimentos del neuropilo glomerular y que, además, 
reciben contactos sinápticos asimétricos desde los terminales axónicos del nervio olfatorio. Estos 
resultados permiten concluir que las células periglomerulares que contienen nNOS forman parte 
de las PG1, formando una subpoblación diferente de las PG1-TH, como ya habían descrito 
Crespo y col. (2003). 
Se ha visto que la mayoría de veces, la producción de óxido nítrico en el sistema nervioso 
por parte de la nNOS está íntimamente relacionada con la actividad de los receptores de 
glutamato de tipo NMDA (Garthwaite y col., 1988; Bredt y Snyder, 1992; Aoki y col., 1997). En 
relación con esto, algunos autores han visto la existencia de colocalización de estos receptores y 
de la nNOS en algunos tipos neuronales (Price y col., 1993; Zhang y Wong-Riley, 1996). El 
elemento que relaciona la producción de óxido nítrico con los canales de tipo NMDA es el Ca2+ 
(Garthwaite y Boulton, 1995). Cuando los receptores de glutamato de tipo NMDA se activan, se 
produce un influjo de Ca2+ que permite la formación del complejo Ca/CaM necesario para activar 
la nNOS (Collingridge y Lester, 1989; Garthwaite y Boulton, 1995; Aoki y col., 1997; Brenman y 
Bredt, 1997). Sin embargo, la coexpresión de nNOS en las células que contienen receptores de 
tipo NMDA no implica necesariamente que ambos elementos estén lo suficientemente cerca para 
que el Ca2+ que penetra en las células, cuya difusión es muy pequeña (10-7cm2/s), permita la 
activación de la nNOS (Aoki y col., 1997). Aunque la nNOS es una enzima citosólica y algunos 
autores la hayan localizado libre en el citosol (Aoki y col., 1997; nuestros datos), no sólo es común 
encontrarla en este estado, sino que también suele encontrarse próxima a membrana plasmática 
asociada a contactos sinápticos asimétricos, con una localización perisináptica o en la propia 
especialización postsináptica (Aoki y col., 1997). Que la nNOS se encuentre tan próxima a los 
contactos sinápticos es debido a la interacción de esta enzima con la proteína PSD95 que la ancla 
a los receptores de tipo NMDA (Brenman y col., 1996; Aoki y col., 1997; Esplugues, 2002). Sin 
embargo, aunque la nNOS se encuentre próxima a los receptores, no se producirá óxido nítrico si 
no hay una concentración de Ca2+ intracelular suficiente para que se ensamble el complejo 
Ca/CaM que active la nNOS (Aoki y col., 1997). En este estudio hemos analizado la localización 
subcelular específica de la nNOS en el interior celular utilizando para ello partículas de oro 
coloidal. En muchos de los perfiles analizados, hemos encontrado que la nNOS está próxima a la 
especialización postsináptica de los contactos glutamatérgicos que las PG1-nNOS reciben tanto 
del nervio olfatorio como de las células principales. Asumiendo que la activación de la nNOS está 
relacionada con la activación de los receptores de tipo NMDA (Bredt y Snyder, 1992; Garthwaite y 
col., 1998), y teniendo en cuenta que se ha demostrado la existencia de estos receptores en 
células periglomerulares que expresan nNOS (Zhang y Wong-Riley, 1996), podemos decir que, de 
igual forma que se ha visto en otras regiones cerebrales (Garthwaite y Boulton, 1995; Zhang y 
 183
                                                                                                                                                                                                        Discusión 
Wong-Riley, 1996; Aoki y col., 1997; Brenman y Bredt, 1997), la producción de óxido nítrico por 
parte de las PG1-nNOS del bulbo olfatorio podría estar ligada a la activación de los receptores de 
glutamato de tipo NMDA cuando estas células periglomerulares reciben un contacto sináptico por 
parte del nervio olfatorio o de las células principales. El óxido nítrico producido difundirá libremente 
por el neuropilo glomerular hasta llegar a sus dianas de actuación donde ejercerá su función, 
como se discutirá a continuación. 
 
6.1.2. Presencia de la enzima GCs en el bulbo olfatorio principal  
En el cerebro, la activación de la GCs y la producción de GMPc es la manera en la que el 
óxido nítrico ejerce la mayoría de sus efectos fisiológicos de señalización celular (Krumenacker y 
col., 2004). Por tanto, discutiremos cuáles son las dianas de actuación para esta vía de 
señalización del óxido nítrico basándonos en los datos de expresión de la GCs. 
 
6.1.2.1 Presencia de la enzima GCs en la capa de los glomérulos olfatorios 
Teniendo en cuenta que el óxido nítrico es un gas que atraviesa las membranas lipídicas sin 
ninguna dificultad y sabiendo que puede difundir hasta unos pocos centenares de micras (Gally 
y col., 1990; Dawson y Snyder, 1994; Wood y Garthwaite, 1994; Lancaster, 1997; Krukoff, 1999; 
Contestabile, 2000; Kiss, 2000; Esplugues, 2002), es evidente que el gas puede difundir sin 
ningún problema desde las PG1-nNOS donde es producido hasta las células diana, aunque 
éstas estén distantes. El óxido nítrico producido por las células que contienen la enzima nNOS 
en los glomérulos olfatorios o en sus proximidades, principalmente las PG1-nNOS (Crespo y 
col., 2003), puede difundir por todo el neuropilo glomerular. Teniendo en cuenta la vida media 
del óxido nítrico, podría tener una función paracrina sobre todos los elementos que forman parte 
de la circuitería glomerular, incluyendo los terminales axónicos del nervio olfatorio, las dendritas 
de las células principales y las dendritas de las células periglomerulares. En este sentido, se ha 
hipotetizado que el óxido nítrico podría difundir hasta los terminales axónicos del nervio olfatorio 
activando la producción de GMPc y, en ese caso, estar influenciando la entrada de información 
sensorial (Breer y Shepherd, 1993). También se ha hipotetizado una acción directa del óxido 
nítrico sobre las células mitrales, atribuyéndole al óxido nítrico un papel en la formación de la 
memoria olfativa mediada por la activación de GCs y la consecuente producción de GMPc 
(Kendrick y col., 1997). Pese a estos estudios previos, nosotros no hemos encontrado 
inmunorreactividad para GCs ni en los terminales axónicos del nervio olfatorio, ni en las 
dendritas de las células principales. Por ello, concluimos que la acción del óxido nítrico en los 
glomérulos olfatorios mediada por la vía GCs/GMPc sólo ocurre sobre interneuronas y que estas 
interneuronas son, exclusivamente, células periglomerulares. 
Es interesante mencionar que no todas las células periglomerulares son sensibles a la 
acción del óxido nítrico. Al contrario, nuestros datos muestran que la mayoría de estas 
interneuronas no responden al gas, al menos por la vía de actuación del GMPc. La no 
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colocalización de la GCs y la nNOS en ninguna célula periglomerular demuestra que el óxido 
nítrico no tiene un efecto autocrino sobre las PG1-nNOS que están produciéndolo. En este 
mismo sentido, la inexistencia de GCs en PG1-TH indica que las células periglomerulares 
dopaminérgicas no se ven afectadas por el óxido nítrico, al menos por esta vía de actuación del 
gas. La falta de GCs en PG1-TH no excluye otras posibles acciones del óxido nítrico en los 
circuitos dopaminérgicos, como será discutido con más detalle en el apartado 6.1.6. Las PG2-
CR tampoco son las dianas de actuación del óxido nítrico. Nuestros datos demuestran 
claramente que sólo las PG2-CB, al contener la enzima GCs, son las dianas sobre las que el 
óxido nítrico ejerce su función en los glomérulos olfatorios vía producción de GMPc.  
Las dendritas de las células periglomerulares que contienen GCs se encuentran restringidas 
al compartimento sináptico del neuropilo glomerular. Por el contrario, las PG1-nNOS envían sus 
dendritas hasta el compartimento sensorial donde reciben contactos sinápticos desde el nervio 
olfatorio. Si a esto le añadimos que hemos visto una estrecha asociación de la nNOS a la 
especialización postsináptica de las sinápsis que estas PG1-nNOS reciben desde el nervio 
olfatorio, podríamos decir que las PG1-nNOS estarían produciendo el óxido nítrico como 
respuesta a la recepción del input sensorial y que el óxido nítrico producido actuaría sobre las 
PG2-CB que, por el contrario, no reciben contactos desde el nervio olfatorio. Estas dos 
subpoblaciones de células periglomerulares serían capaces, por tanto, de responder a la 
entrada de input sensorial comunicándose entre ellas mediante un sistema de transmisión de 
información no sináptico. De manera que, existiendo una clara segregación en el neuropilo 
glomerular y presentando diferente conectividad, las PG1-nNOS y PG2-CB estarían 
íntimamente relacionadas a través de un mensajero como el óxido nítrico. En conjunto, estos 
datos refuerzan las descripciones anatómicas donde se describe una heterogeneidad 
neuroquímica de las células periglomerulares, demuestran una heterogeneidad funcional de 
estas interneuronas y, además, ponen en evidencia una nueva relación entre la transmisión 
sináptica y no sináptica en el bulbo olfatorio (Esquema 1). 
 
6.1.2.2 Presencia de la enzima GCs en la región inframitral 
En la región inframitral, al igual que en la capa de los glomérulos olfatorios, existe una 
subpoblación de células que produce óxido nítrico (Davis, 1991) y otra subpoblación que está 
respondiendo al gas mediante la activación de la GCs y la producción del segundo mensajero 
GMPc. Ambas, han sido identificadas como células profundas de axón corto. 
Las células profundas de axón corto constituyen una heterogénea población de células que 
agrupa a todas las interneuronas diferentes de las células granulares, aunque estas células 
presenten características morfológicas y neuroquímicas distintas unas de otras (Schneider y 
Macrides, 1978; López-Mascaraque y col., 1986; Kakuta y col., 1998; Alonso y col., 2001). Entre 
ellas, nosotros hemos demostrado que la GCs se expresa en todas las células horizontales y en 
poco más de la mitad de las células verticales de Cajal donde además se expresa CB. Mucho 
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más heterogénea es su presencia en interneuronas situadas en zonas más profundas de la 
capa como son las células de Blanes o las células de Golgi. Hemos visto que la GCs está, por 
ejemplo, en algunas células profundas de axón corto que presentan PV y en otras donde se 
expresa la nNOS.  
A pesar de la heterogeneidad morfológica y neuroquímica de las células profundas de axón 
corto, desde que se describieron se ha asumido que estas interneuronas inervan de forma 
homogénea a las células granulares (Schneider y Macrides, 1978; Gall y col., 1986). Sin 
embargo, hace unos pocos años, Gracia-Llanes y col. (2003) demostraron que, al menos, una 
subpoblación de células profundas de axón corto, las que expresan VIP, no inervan a las células 
granulares, sino que inervan, de forma específica, a otras subpoblaciones específicas de células 
profundas de axón corto (en concreto a las que expresan CB, VIP y NPY), demostrando un 
mayor grado de complejidad en la circuitería del bulbo olfatorio que el que hasta entonces se 
conocía. Los datos que hemos obtenido en nuestro estudio, con la presencia de la GCs en 
diferentes subpoblaciones morfológicas y neuroquímicas de células profundas de axón corto, 
añaden un nuevo nivel de modulación en los circuitos locales en los que estas interneuronas 
están integradas. Por ejemplo, si tenemos en cuenta todos estos datos, podemos decir que la 
modulación ejercida sobre las células horizontales y las células verticales de Cajal se ejerce 
desde los circuitos locales del propio bulbo, al menos, de dos formas distintas. Por un lado, 
estas células estarían moduladas mediante mecanismos sinápticos desde las células profundas 
de axón corto que expresan VIP (Gracia-Llanes y col., 2003). Por otro lado, estarían siendo 
moduladas por mecanismos no sinápticos desde las células profundas de axón corto que 
sintetizan óxido nítrico. Las células profundas de axón corto que contienen GCs y expresan PV, 
por el contrario, según los datos que existen hasta el momento, sólo estarían siendo 
modificadas por mecanismos no sinápticos desde las células profundas de axón corto que 
sintetizan óxido nítrico. Por último, aunque por regla general en el cerebro las células que 
producen óxido nítrico no presentan GCs, existen algunas excepciones, como las fibras del 
fascículo longitudinal medial, la habénula lateral y unas pocas células de la habénula medial (de 
Vente y col., 1998) donde nNOS y GCs se coexpresan. Nosotros demostramos que en la capa 
de las células granulares del bulbo olfatorio existe otra excepción. La GCs presente en estas 
interneuronas, que además producen óxido nítrico, podría mediar una función autocrina del gas. 
 
6.1.2.3. Relación existente entre óxido nítrico, GCs y CB 
Como vemos en los resultados, casi la totalidad de células periglomerulares que contienen 
GCs expresan CB. Hemos visto, además, que una gran mayoría de las células profundas de 
axón corto que contienen GCs también expresan CB, en concreto todas las células identificadas 
como células horizontales y células verticales de Cajal.  
Como venimos indicando en esta tésis, el óxido nítrico puede actuar directamente sobre 
algunas proteínas nitrosilándolas o formando cuerpos S-nitrosos (Pietraforte y col., 1995). Se 
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piensa que estos cuerpos S-nitrosos facilitan el transporte del óxido nítrico, prolongando su vida, 
o bien sirven para mitigar su potencial citotóxico en los organismos (Stamler y col., 1992). Para 
que el óxido nítrico nitrosile una proteína, el residuo L-Cys que es nitrosilado ha de tener a su 
alrededor una secuencia de aminoácidos específica, formando una “región consenso” (Stamler y 
col., 1997; Xu y col., 1998; Lipton, 1999; Sun y col., 2001; Haendeler y col., 2002). Se ha visto 
que la CB tiene en su estructura 5 residuos L-Cys, dos de los cuales son susceptibles de ser S-
nitrosilados por cumplir el requisito de estar integrados en “regiones consenso”. Recientemente, 
Tao y col. (2002) han demostrado con ensayos bioquímicos que estos dos residuos L-Cys son 
muy fácilmente nitrosilados. Estos autores, además, proponen en su artículo una relación 
funcional del óxido nítrico y la proteína ligante de Ca2+. Para ellos, la CB podría actuar como un 
sistema de tamponamiento del óxido nítrico en las células que la expresan. El hecho de que 
nosotros hayamos encontrado GCs en las células que expresan CB puede estar relacionado 
con la hipótesis de Tao y col. (2002) y puede tener un significado funcional muy importante que 
interrelacione la vía de actuación del óxido nítrico mediada por GMPc y la de la nitrosilación de 
proteínas, tal y como argumentamos a continuación. 
Se ha demostrado que para que se produzca S-nitrosilación de proteínas se requiere una 
concentración de óxido nítrico muy superior a la necesaria para activar la GCs (Ahern y col., 
2002). Nosotros proponemos que en las células donde existe una coexpresión de GCs y CB 
podría ocurrir lo siguiente: en condiciones fisiológicas, cuando el óxido nítrico producido por las 
células nNOS-positivas difundiera hasta llegar a las células que coexpresan GCs y CB, el gas 
activaría en primer lugar a la GCs, que responderá produciendo GMPc; pero si continuara la 
llegada de óxido nítrico a estas células, por ejemplo porque en condiciones extrafisiológicas se 
produjera óxido nítrico en niveles muy altos y la GCs se encontrara saturada, se produciría la 
unión del gas a la CB, que actuará como elemento tamponador o de reservorio, como sugieren 
Tao y col. (2002). También podría pasar que, en estas células, el proceso de S-nitrosilación de 
la CB fuese previo a la activación de la GCs y sólo en el caso de que la CB no pudiera seguir 
acumulando óxido nítrico, se activaría la enzima produciendo GMPc. Tenemos que decir que en 
condiciones normales, nosotros no hemos detectado presencia de ninguna proteína S-
nitrosilada en las células periglomerulares (ni en ningún otro tipo celular) del bulbo olfatorio 
principal. Por ello, proponemos que, de ser cierta la hipótesis de Tao y col. (2002), la actuación 
del óxido nítrico en condiciones fisiológicas estaría mediada en estas células por la GCs y sólo 
en condiciones excepcionales se produciría la nitrosilación de la CB como respuesta a 
concentraciones no fisiológicas del gas (Esquema 2). 
 
6.1.3. Vías de señalización intracelular del GMPc en las células que 
expresan GCs 
El GMPc producido tras la activación de la GCs por la unión del óxido nítrico puede tener 
muchos efectos distintos en las células (Denninger y Marletta, 1999; Mateo y Artiñano, 2000; 
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Friebe y Koesling, 2003; Krumenacker y col., 2004; Murad, 2004; Bicker, 2005). La mayoría de 
estos efectos los ejerce por tres vías de señalización intracelular distintas: vía de la activación de 
los CNG (Kaupp, 1995; Zimmerman, 1995; Biel y col., 1999), vía de la activación de las PKG 
(Francis y Corbin, 1991; Butt y col., 1993; Lohmann y col., 1997; Hofmann y col., 2000) y vía de la 
activación de las PDE (Beavo, 1995; Juilfs y col., 1999; Francis y col., 2000). En los siguientes 
apartados discutiremos cuál o cuáles de estas tres vías podrían mediar los efectos del óxido 
nítrico en las interneuronas del bulbo olfatorio que tienen GCs (Esquema 3). 
 
6.1.3.1. Vías de señalización del GMPc en las células periglomerulares que expresan GCs 
Existen datos en la literatura en los que se describe la presencia de CNG (El Husseini y col., 
1995), HCN (Notomi y Shigemoto, 2004), PKG (El-Husseini y col., 1995; Lohmann y col., 1997; 
Feil y col., 2005) y PDE (Kotera y col., 1997; Van Staveren y col., 2003) en el bulbo olfatorio 
principal de los mamíferos. Dentro de la familia de los CNG, se ha descrito la expresión de las 
subunidades CNGA2 y CNGA3 en la capa de los glomérulos olfatorios (Kingston y col., 1999; 
Strijbos y col., 1999) aunque sin mención explícita a su posible expresión en las células 
periglomerulares. En nuestros resultados, no vemos que las células periglomerulares que 
contienen GCs presenten CNGA2 y sólo unas pocas expresan CNGA3, de manera que 
podemos concluir que la vía de señalización intracelular del óxido nítrico no está mediada, al 
menos mayoritariamente,  por CNG en cuya composición participen estas subunidades. 
En el trabajo de Kingston y col. (1999), se describe la presencia de CNGA2 en células 
juxtaglomerulares, pero sin hacer mención a ningún tipo morfológico en particular; en nuestro 
trabajo, vemos que CNGA2 aparece principalmente en astrocitos, aunque también lo vemos en 
algunas células juxtaglomerulares que tienen morfología de células periglomerulares. Estas 
células, sin embargo, no presentan GCs como demuestran nuestros experimentos de 
colocalización. Por otro lado, la distribución de CNGA3 ha sido descrita con técnicas de 
hibridación in situ en la capa glomerular, aunque sin dar detalles de los tipos celulares en los 
que se expresa (Strijbos y col., 1999). En nuestros resultados, vemos que CNGA3 se expresa, 
como decían estos autores, en la capa de los glomérulos olfatorios, tanto en células 
empenachadas externas como en algunas células periglomerulares. Sin embargo, los estudios 
de colocalización con GCs demuestran que sólo una mínima parte de las células 
periglomerulares que expresan GCs contenen esta subunidad (5%). 
En relación con los CNG, también hay que decir que en un artículo muy reciente (Tetreault y 
col., 2006) se describe una nueva subunidad, que estos autores han denominado CNGA5. Esta 
nueva subunidad se encuentra ampliamente distribuida por todo el cerebro y presenta más de 
un 70% de homología con la subunidad CNGA2. Teniendo en cuenta estos datos, es posible 
que en su trabajo de 1999, Kingston y col., al detectar mediante hibridación in situ la subunidad 
CNGA2, estuvieran detectando también CNGA5, ya que la sonda podría reconocer la parte que 
ambas subunidades tienen en común. Sería posible, en ese caso, que parte de las células 
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juxtaglomerulares que estos autores describen con CNGA2 correspondan a células que 
contengan CNGA5. No podemos descartar que las células periglomerulares que expesan GCs 
contengan CNGA5 o incluso otras subunidades de los CNG, como CNGA1, cuya expresión no 
hemos podido analizar en nuestro estudio por carecer de anticuerpos específicos que 
garantizaran la fiabilidad de los resultados. De todos modos, respecto a CNGA1, no parece 
probable su implicación en la vía de señalización del óxido nítrico en el bulbo olfatorio principal, 
si se tiene en cuenta que los datos de Bradley y col. (1997) indican que esta subunidad no se 
expresa fuera de la retina. Por el contrario, la subunidad CNGA5 parece una excelente 
candidata para la transducción de la señalización por óxido nítrico si se atiende a la amplia 
distribución que tiene por todo el cerebro (Tetreault y col., 2006). Desafortunadamente, no 
hemos podido conseguir anticuerpos frente a esta subunidad que nos permitieran detectar su 
expresión en el bulbo olfatorio. Por lo tanto, no podemos asegurar ni descartar la participación 
de CNGA5 en esta vía de señalización. 
Descartada la participación de CNGA2 y CNGA3 en la vía, hemos analizado si las células 
periglomerulares que expresan GCs presentan HCN que pudieran responder al GMPc, ya que 
había sido descrita con anterioridad la presencia de las subunidades HCN1 (Holderith y col., 
2003; Notomi y Shigemoto, 2004), HCN2 y HCN4 (Notomi y Shigemoto, 2004) en la capa de los 
glomérulos olfatorios del bulbo olfatorio de la rata. El estudio de la distribución de HCN1 en esta 
capa fue realizado por Holderith y col. (2003); estos autores vieron expresión de HCN1 
principalmente en células periglomerulares GABAérgicas y no dopaminérgicas. También vieron, 
sin embargo, que aproximadamente el 6% de las células donde se encontraba esta subunidad 
eran PG2-CB. En nuestro estudio vemos, además, que tanto HCN2 como HCN4 se expresan en 
células periglomerulares, pero no vimos, en ningún caso, la presencia de estos canales en 
células periglomerulares con GCs. Por tanto, podemos concluir que la vía de señalización del 
óxido nítrico por activación de la GCs y producción de GMPc no utiliza, como regla general, los 
HCN. 
Otra posible vía de transducción intracelular del GMPc son las PKG. Dado que existen dos 
PKG diferentes y que ambas se expresan en el bulbo olfatorio principal como demuestran 
algunos datos previos (El-Husseini y col., 1995; Lohmann y col., 1997; Feil y col., 2005), se 
estudió su posible presencia en las células periglomerulares que expresan GCs. Los resultados 
obtenidos muestran que PKG1β está presente en una abundante población de células 
periglomerulares, pero en ningún caso la vimos en la subpoblación que expresa GCs. También 
se estudió la distribución de PKG2 en la capa de los glomérulos olfatorios. Como describimos en 
el apartado de resultados, no vemos que PKG2 se exprese en las células periglomerulares que 
contienen GCs, sólo la encontramos en procesos de células gliales, datos que están de acuerdo 
con otros trabajos previos donde describen su expresión en oligodendrocitos y astrocitos (de 
Vente y col., 2001). No se realizó el análisis de distribución de PKG1α, ya que en estudios 
previos no se había visto su presencia en el bulbo olfatorio de la rata (Feil y col., 2005). De 
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todos estos datos, podemos concluir que la vía de señalización por óxido nítrico en los 
glomérulos olfatorios no está mediada por las PKG. 
Por último, el GMPc también puede activar PDE, cuya función sería degradar los 
nucleótidos monofosfato cíclicos a nucleótidos monofostato. Existen PDE específicas para 
GMPc entre las que nos encontramos con la PDE5 (Thomas y col., 1990a,b; Kotera y col., 1997; 
Loughney y col., 1998), la PDE9 (Fisher y col., 1998; Guipponi y col., 1998; Soderling y col., 
1998) y la PDE6 (Gillespie y Beavo, 1988); otras PDE reconocen tanto GMPc como AMPc, 
como son la PDE1, PDE2, PDE3, PDE10 y PDE11 (Corbin y Francis, 1999; Dousa, 1999; Juilfs 
y col., 1999; Soderling y Beavo, 2000). En este estudio, hemos analizado la presencia de PDE5 
en las células periglomerulares que expresan GCs por razones diferentes. En primer lugar, 
PDE5 es altamente específica para GMPc (Thomas y col., 1990a,b; Kotera y col., 1997; 
Loughney y col., 1998; Fink y col., 1999). En segundo lugar, se ha visto la presencia de PDE5 
en el bulbo olfatorio y, dado que su distribución en el cerebro está muy restringida, algunos 
autores sugieren que pueda estar implicada en vías de señalización muy específicas (Van 
Staveren y col., 2003).  
Nosotros hemos visto la presencia de PDE5 en la capa de los glomérulos olfatorios, tanto 
en células principales como en células periglomerulares que expresan GCs. Debido al método 
que hemos tenido que utilizar para detección de colocalización de PDE5 y GCs (doble marcaje 
inmunocitoquímico en preinclusión para microscopía electrónica, detectando la GCs con DAB y 
la PDE5 con partículas de oro coloidal) ha sido prácticamente imposible realizar una 
cuantificación detallada del porcentaje de células que coexpresan GCs y PDE5. Puesto que la 
PDE5 se activa por GMPc y esta enzima a su vez hidroliza GMPc, su presencia en las células 
con GCs podría estar indicando un mecanismo de retroalimentación negativa en estas células 
para controlar así los niveles intracelulares del GMPc. El control de la concentración intracelular 
de GMPc es muy importante en las células, incluso a nivel subcelular, pudiéndose crear dentro 
de las células “microdominios” locales con concentraciones altas del nucleótido cíclico y otros 
con concentraciones bajas (Menniti y col., 2007). 
Tanto al óxido nítrico como al GMPc se les han atribuido papeles importantes en los 
procesos de aprendizaje y memoria (Ohno y col., 1993; Fin y col., 1995; Bernabeu y col., 1996; 
Qiang y col., 1997, 1999; Blokland y col., 1998; Ingram y col., 1998b). La asignación de estos 
papeles se ha visto confirmada con distintos experimentos en los que utilizando inhibidores de 
NOS se dañaba de forma considerable el proceso de aprendizaje y memoria (Chapman y col., 
1992; Böhme y col., 1993; Estall y col., 1993; Mogensen y col., 1995; Yamada y col., 1995; 
Hölscher y col., 1996; Kendrick y col., 1997; Noda y col., 1997; Prendergast y col., 1997; 
Pitsikas y col., 2002; Khavandgar y col., 2003). Cuando la NOS es inhibida no se produce GMPc 
en las células diana del óxido nítrico. Parece ser que son los elevados niveles de GMPc los que 
posibilitan los procesos de aprendizaje y memoria, y su caída lo que imposibilita dichos 
procesos en los modelos experimentales donde se induce la inhibición de la nNOS. Una enzima 
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que ha de estar implicada en la modulación fina de los niveles intracelulares de GMPc es la 
PDE5, convirtiéndose en una herramienta útil para modificar los procesos de aprendizaje y 
memoria (Prickaerts y col., 1997). De hecho, algunos estudios han demostrado que inhibidores 
específicos de la PDE5, como el sildenafil o el vardenafil, mejoran los procesos de memoria de 
los animales tratados (Prickaerts y col., 1997, 2004). Nosotros hemos encontrado la presencia 
de PDE5 en células periglomerulares, además de en células principales; teniendo en cuenta que 
los glomérulos olfatorios son el primer punto de relevo de la información olorosa del bulbo 
olfatorio (Shipley y Ennis, 1996; Shepherd y Greer, 1998), es posible que, de alguna manera, la 
PDE5 encontrada en los circuitos de los glomérulos participe en procesos de aprendizaje y 
adquisición de memoria olfativa que puedan estar produciéndose a este nivel. 
Por último, tampoco podemos descartar la implicación de otras PDE que se activen por 
GMPc. Entre ellas, tiene especial interés la PDE2 que se activa por GMPc e hidroliza AMPc, o la 
PDE3 que se inhibe por GMPc y también hidroliza AMPc de forma específica (Menniti y col., 
2006). No hemos podido estudiar la implicación de estas dos PDE por no disponer de ningún 
anticuerpo específico para su detección que nos ofreciera garantías de la especificidad de los 
resultados. 
 
6.1.3.2. Vía de señalización del GMPc en las células profundas de axón corto 
Como ya se ha discutido en resultados y brevemente en el apartado 6.1.2.2., las células que 
presentan GCs en la capa de las células granulares pertenecen a distintos tipos de 
interneuronas englobadas dentro de la categoría de células profundas de axón corto. Como 
vemos en nuestros resultados, las células profundas de axón corto que presentan GCs 
pertenecen a subpoblaciones que expresan distintos marcadores neuroquímicos: CB, nNOS y 
PV. Hemos analizado la presencia de distintas subunidades de CNG (CNGA2 y CNGA3) y de 
HCN (HCN1, HCN2 y HCN4), de las distintas PKG y de PDE5 en los dos tipos celulares que 
coexpresan GCs y CB (células horizontales y células verticales de Cajal) y no hemos visto que 
ninguno de los efectores del GMPc analizados estuviera presente en estos tipos celulares. No 
se descarta, sin embargo, que en estas células estén presentes otras vías de transducción 
utilizadas por el GMPc y que no se hayan podido estudiar en este trabajo (como son cualquiera 
de las otras PDE que reconocen GMPc o las subunidades de CNGA1 y CNGA5 de los CNG). 
Algunas de las células profundas de axón corto que expresan GCs y no tienen CB, 
presentan PV y nNOS. Hemos visto que, de todos los marcadores para las distintas vías de 
señalización intracelular del GMPc analizadas en este estudio, las células que contienen nNOS 
presentan tanto CNGA2 como HCN4. Por tanto, el efecto autocrino del óxido nítrico podría estar 
mediado por diferentes CNG. 
 
6.1.4. Análisis de las distintas vías de transducción del GMPc 
6.1.4.1. Distribución general de los CNG 
 191
                                                                                                                                                                                                        Discusión 
6.1.4.1.1. Distribución general de CNGA2 
Estudios previos donde se estudia la distribución de CNGA2 en el bulbo olfatorio han 
descrito que esta subunidad está presente en células juxtaglomerulares, en células 
empenachadas, en células mitrales y en células granulares (El-Husseini y col., 1995; Kingston 
y col., 1996, 1999; Bradley y col., 1997). Estos autores, sin embargo, no hacen mención a su 
presencia en astrocitos. En este trabajo, nosotros hemos visto la presencia de CNGA2 en 
algunas células juxtaglomerulares, en células empenachadas, en células mitrales, en algunas 
células profundas de axón corto y en astrocitos. De todas ellas, las células que mayor 
inmunorreactividad para CNGA2 presentan son, con diferencia, los astrocitos. Una diferencia 
importante entre nuestro trabajo y los trabajos previos ha sido el método de detección; 
mientras todos los trabajos realizados previamente utilizan hibridaciones in situ (El-Husseini y 
col., 1995; Kingston y col., 1996, 1999; Bradley y col., 1997), nosotros hemos utilizado 
técnicas inmunocitoquímicas, que sin duda son métodos más eficientes para detectar la 
expresión de una proteína y que proporcionan una mayor información morfológica de los 
elementos positivos permitiendo su identificación y posterior caracterización. Esta podría ser 
la causa en la discrepancia de resultados obtenidos respecto a las células gliales. 
Aparte de la activación de la GCs, existen otras vías de producción de GMPc en el 
interior celular. Una de estas vías es la de la unión de péptidos natriuréticos al dominio 
extracelular de la guanilato ciclasa particulada, activándola y desencadenando la síntesis del 
GMPc (Baltrons y col., 1997). Distintos estudios han demostrado la presencia de guanilato 
ciclasa particulada tanto en las células principales del bulbo olfatorio (Herman y col., 1996) 
como en astrocitos (de Vente y col., 1989; Sumners y Tang, 1992; de Vente y Steinbusch, 
2000). En este sentido, la expresión de CNGA2 en células principales y en astorcitos del bulbo 
olfatorio, podría estar relacionada con esta vía de señalización en lugar de estarlo con la vía 
de señalización del óxido nítrico. La activación de CNG causa un influjo significativo de Ca2+ 
hacia el interior celular (Gray-Keller y Detwiler, 1994) y, en las células principales, este Ca2+ 
podría modificar la liberación de neurotransmisores a nivel presináptico (Rieke y Schwartz, 
1994; Zuffall y col., 1997). En los astrocitos se ha visto que un aumento en los niveles de Ca2+ 
está relacionado con la liberación de gliotransmisores que afectan a la actividad de las 
neuronas adjacentes (Parpura y col., 1994; Wang y col., 2000; Coco y col., 2003; Newman, 
2003) y con la liberación de compuestos vasoactivos que regulan el sistema vascular cerebral 
(Zonta y col., 2003). Además de participar en estas funciones, el GMPc producido en los 
astrocitos puede tener un papel importante durante el desarrollo o en procesos de 
neuroprotección (Wiggins y col., 2003). Algunas de estas funciones podrían estar mediadas 
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6.1.4.1.2. Distribución general de CNGA3 
CNGA3 tiene una amplia distribución en el bulbo olfatorio, sugiriendo que los CNG 
formados por esta subunidad son piezas clave en la función de esta región cerebral. Los 
distintos tipos celulares que expresan CNGA3, incluyendo neuronas maduras, células 
inmaduras en proceso de migración radial y un tipo específico de células gliales (la glía 
envolvente del nervio olfatorio), sugieren distintas funciones en las que CNGA3 podría estar 
implicado.  
Todos los CNG responden de igual forma tanto a AMPc como a GMPc. Es bien sabido 
que la transducción de la información olorosa en las neuronas receptoras de los olores implica 
la señalización por AMPc y que las subunidades que integran el canal responsables de esta 
transducción son CNGA2, CNGA4 y CNGB1 (Nakamura y Gold, 1987; Bradley y col., 2005; 
Pifferi y col., 2006). También se ha demostrado que estos canales no discriminan entre AMPc 
y GMPc. Por el contrario, la transducción de la información visual en los conos está mediada 
por GMPc a través de las subunidades CNGA3 y CNGB3; estos canales, por su parte, sí que 
discriminan entre GMPc y AMPc. Además, hay un reducido grupo de neuronas en el epitelio 
olfatorio de la rata que no utiliza AMPc para la transducción sensorial, sino GMPc; estas 
neuronas receptoras de los olores no expresan CNGA2 en su cilio apical, sino CNGA3 (Meyer 
y col., 2000). Tomando todos estos datos en conjunto, podemos apreciar que el CNGA3 
puede ser considerado como una subunidad específica para GMPc y, por tanto, su amplia 
distribución en la circuitería del bulbo olfatorio sugiere que la señalización por GMPc tiene un 
papel fundamental en el procesamiento de la información sensorial. 
 
6.1.4.1.2.1. Expresión de CNGA3 en glía envolvente 
Un dato muy interesante de nuestro trabajo es la presencia de CNGA3 en la glía 
envolvente. La glía envolvente del sistema olfatorio constituye un tipo de glía que 
comparte algunas características comunes con los astrocitos y con las células de 
Schwann, aunque tienen distinto origen y muestran características estructurales 
peculiares (Ramón-Cueto y Ávila, 1998). Estas células envuelven los axones olfatorios 
evitando que contacten con otras células gliales; además, se sabe que estas células son 
las responsables de la capacidad del crecimiento axonal y la regeneración funcional que 
tienen las células receptoras de los olores. Por esta razón, se ha prestado especial 
atención a la biología celular y molecular de la glía envolvente (Chuah y West, 2002). 
Numerosos estudios han analizado el patrón fenotípico de estas células con el propósito 
de obtener marcadores químicos específicos para identificarlas tanto in vivo como in vitro 
(Ramón-Cueto y Ávila, 1998; Chuah y West, 2002). La conclusión a la que llegaron estos 
estudios es que la glía envolvente comparte marcadores inmunocitoquímicos con otros 
tipos de glía. En nuestro estudio demostramos que la glía envolvente muestra una 
elevada inmunorreactividad para CNGA3. Ya que no hemos encontrado 
 193
                                                                                                                                                                                                        Discusión 
inmunorreactividad para CNGA3 en astrocitos ni en oligodendrocitos, CNGA3 podría ser 
una herramienta muy útil para identificar químicamente este tipo de glía. Sin embargo, 
deben realizarse estudios más detallados utilizando CNGA3 y otros marcadores 
específicos para astrocitos, oligodendrocitos, células de Schwann y microglía para 
determinar si la expresión de CNGA3 es una característica específica de la glía 
envolvente o si es una característica química compartida con otros tipos de glía. 
La glía envolvente muestra una concentración elevada y variable de Ca2+ intracelular 
en condiciones de reposo (Hayat y col., 2003a). La homeostasis del Ca2+ es decisiva para 
el correcto funcionamiento de estas células. En este sentido, la efectividad de las células 
que conforman la glía envolvente en su función de facilitar la regeneración axonal 
depende de su concentración intracelular de Ca2+ (Hayat y col., 2003a,b). En estos 
trabajos, estos autores anticiparon que las células que conforman la glía envolvente 
deberían tener un influjo de Ca2+ mediado por canales catiónicos no dependientes de 
voltaje que estarían activados de forma tónica induciendo a un incremento de la 
concentración intracelular de Ca2+; sin embargo, Hayat y col. (2003a,b) no identificaron 
estos canales. Nuestros resultados, por tanto, proporcionan una base anatómica y 
molecular para explicar los datos de Hayat y col. (2003 a,b): por un lado, los CNG son 
canales catiónicos no dependientes de voltaje; por otro lado, los CNG son permeables 
para cationes divalentes, en particular para el Ca2+, proporcionando una vía efectiva para 
la entrada de este catión en la célula. Nosotros hipotetizamos que los canales que tienen 
esta subunidad permiten la entrada de Ca2+ en las células de la glía envolvente, 
permitiendo el correcto funcionamiento de este tipo de glía. Estos resultados podrían 
constituir una base para investigar la maquinaria celular que permite la guía y el 
crecimiento axonal por parte de la glía envolvente. 
 
6.1.4.1.2.2. Expresión de CNGA3 en neuronas maduras
Se ha demostrado que tanto el AMPc como el GMPc pueden facilitar la transmisión 
sináptica entre las fibras del nervio olfatorio y sus dianas en los glomérulos olfatorios 
(Murphy e Isaacson, 2003). Utilizando mediciones electrofisiológicas, estos autores 
concluyeron que este papel está mediado por CNG situados presinápticamente en los 
terminales axónicos del nervio olfatorio: los CNG podrían aumentar la concentración de 
Ca2+ en los botones sinápticos induciendo al incremento en la liberación del transmisor. 
Nosotros no hemos encontrado inmunorreactividad para CNGA3 en el nervio olfatorio. 
Además, hemos analizado los terminales sinápticos de los axones olfatorios en el 
compartimento sensorial del neuropilo glomerular y eran claramente CNGA3-
inmunonegativos. Por tanto, estos datos demuestran que las subunidades CNGA3 no 
está implicadas en los efectos presinápticos descritos por Murphy e Isaacson (2003). 
 194
                                                                                                                                                                                                        Discusión 
La población más abundante de células inmunorreactivas para CNGA3 encontrada 
en el bulbo olfatorio la forman las células principales. Además, también hemos 
encontrado CNGA3 en dos poblaciones de interneuronas GABAérgicas. Nuestro grupo 
no es el primero en mostrar la expresión de CNGA3 fuera de los conos de la retina. En un 
trabajo previo, utilizando técnicas de hibridación in situ, se describe la presencia de 
RNAm de CNGA3 en células del córtex visual de la rata (Samanta Roy y Barnstable, 
1999), aunque no se sabe qué función cumple en estas células. De igual forma, nosotros 
no sabemos qué papel puede tener CNGA3 en las neuronas del bulbo olfatorio. Se ha 
demostrado que el GMPc puede modificar las sinapsis GABAérgicas y glutamatérgicas 
de la corteza en los terminales presinápticos, pero este papel se ha visto que está 
mediado por PKG en lugar de por CNG (Barnstable y col., 2004). Nosotros hemos 
encontrado CNGA3 a nivel presináptico, tanto en células principales como en 
interneuronas y, por tanto, no podemos descartar un funcionamiento en el elemento 
presináptico en ambos tipos celulares de la circuitería.  
Se ha sugerido que la actividad de los CNG en las neuronas ha de estar acoplada a 
la señalización por óxido nítrico. Además, la correlación entre la expresión de CNG y los 
elementos que participan en la señalización por óxido nítrico en determinadas neuronas 
ha llevado a algunos autores a proponer que los CNG han de estar entre uno de los 
mayores efectores del sistema de señalización por óxido nítrico (Barnstable y col., 2004). 
El bulbo olfatorio es una de las regiones del cerebro con mayor producción del óxido 
nítrico (Bredt y col., 1991; Vincent y Kumura, 1992). Sin embargo, nuestros resultados 
indican que CNGA3 no está relacionado con el sistema de señalización por óxido nítrico 
en la circuitería del bulbo olfatorio de la rata. Dos hechos refuerzan esta afirmación. 
Primero, está ampliamente aceptado que en condiciones fisiológicas el óxido nítrico 
activa la GCs. Las células principales del bulbo olfatorio son las células que, con 
diferencia, mayor cantidad de CNGA3 presentan, pero como hemos visto anteriormente, 
ninguna célula principal expresa GCs y, por tanto, no pueden responder al óxido nítrico 
produciendo GMPc. Segundo, la población más abundante en el bulbo olfatorio que 
expresa GCs son las PG2-CB; sin embargo, hemos visto que sólo el 5% de estas células 
periglomerulares expresa CNGA3. Por tanto, el origen del GMPc en las células que 
expresan CNGA3 no ha de ser el sistema de señalización de óxido nítrico. Nosotros 
proponemos que la expresión de CNGA3 en las neuronas del bulbo olfatorio podría estar 
relacionada con el sistema de señalización de los péptidos natriuréticos. Los péptidos 
natriuréticos activarían a la guanilato ciclasa particulada que se ha visto que está 
presente en las células principales del bulbo olfatorio (Herman y col., 1996) y ésta 
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6.1.4.1.3. Distribución general de los HCN 
Las tres subunidades de los HCN que hemos analizado en nuestro estudio, tienen un 
patrón de distribución muy similar en los elementos de la circuitería del bulbo olfatorio, aunque 
cuando se observan a microscopía óptica los patrones de distribución de cada una de ellas en 
principio parezcan muy diferentes. Lo primero que tienen en común es que tanto HCN1, como 
HCN2 y HCN4 se expresan en células periglomerulares GABAérgicas. Además, estas tres 
subunidades también se expresan conjuntamente en células principales. Sin embargo, hemos 
visto que en las interneuronas GABAérgicas de la capa plexiforme externa sólo estaban 
presentes las subunidades HCN1 y HCN2, mientras que en las células granulares sólo hemos 
visto las subunidades HCN1 y HCN4.  
Los HCN funcionales están formados por la unión de cuatro subunidades, que 
normalmente forman heterotetrámeros (Ludwig y col., 1998; Santoro y col., 1998; Moosmang 
y col., 1999; Franz y col., 2000; Biel y col., 2002). A este respecto, nuestros resultados 
parecen indicar que en las células principales y en las células periglomerulares los canales 
funcionales estén formados por combinaciones de HCN1, HCN2 y HCN4, mientras que en los 
canales de las interneuronas GABAérgicas de la capa plexiforme externa no participa la 
subunidad HCN4 y en los de las células granulares no participa la subunidad HCN2. Es 
importante el hecho de que cada tipo de canal funcional esté integrado por distintas 
subunidades, porque es la composición final de cada canal lo que le confiere sus propiedades 
características (Ludwig y col., 1998; Moosmang y col., 2001; Holderith y col., 2003; Müller y 
col., 2003). Estos canales, aunque son sensibles a GMPc, necesitan casi 100 veces más 
cantidad de GMPc que de AMPc para poder activarse (Ludwig y col., 1998, 1999), de manera 
que es más probable que su función esté relacionada con la señalización de AMPc. Sin 
embargo, en células donde existe una gran producción de GMPc (como puedan ser las 
células principales después de la activación de la guanilato ciclasa particulada) este 
nucleótido cíclico podría actuar sobre los HCN ejerciendo una función moduladora y 
conduciendo a la célula hacia su potencial de reposo (Ludwig y col., 1999; Müller y col., 2003; 
Rosenbaum y Gordon, 2004). En cualquier caso, podemos afirmar que estos canales no 
forman parte de la vía de señalización del óxido nítrico vía producción de GMPc, ya que 
prácticamente no hemos encontrado subunidades de estos canales en las células que 
contienen GCs. 
 
6.1.4.2. Distribución general de las PKG 
Como ya vieran otros autores en sus estudios (Gamm y col., 1995; Lohman y col., 1997; 
Vaandrager y col., 1997) hemos visto que la distribución de PKG1 y PKG2 en el bulbo olfatorio 
principal es muy diferente una de la otra. El estudio detallado de su distribución, además, nos ha 
permitido comprobar que ninguna de estas dos kinasas está implicada en la vía de transducción 
ON/GCs/GMPc. 
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6.1.4.2.1. Distribución general de PKG1β 
PKG1β tiene una amplia distribución por todo el bulbo olfatorio, sugiriendo que pueda 
desempeñar una función clave en el correcto funcionamiento de este área cerebral. Los dos 
tipos celulares que expresan PKG1β incluyen células principales e interneuronas. Las 
interneuronas que aparecen marcadas son: las células granulares, algunas células 
periglomerulares y algunas células profundas de axón corto. Las células periglomerulares que 
presentan inmunorreactividad para PKG1β muestran unas características neuroquímicas y de 
conectividad dentro del glomérulo heterogéneas: mientras que una parte de estas células 
periglomerulares son GABAérgicas y reciben contactos desde el nervio olfatorio, otra parte 
restringen sus dendritas al compartimento sináptico, no presentan inmunorreactividad para 
GABA y expresan CR.  
Por otro lado, la mayoría, si no todo el conjunto de células granulares, presenta PKG1β. 
Estudios recientes han mostrado que PKG1 está implicada en procesos de plasticidad 
sináptica y aprendizaje (Feil y col., 2005). La presencia de PGK1β en las células granulares 
podría estar modulando de alguna forma la actividad de estas células y por lo tanto 
modulando la inhibición lateral que ejercen sobre las dendritas de las células principales en la 
capa plexiforme externa, que se sabe que es uno de los puntos clave de la circuitería del 
bulbo olfatorio principal en relación con el aprendizaje olfativo y la adquisición de memoria. 
Al igual que CNGA3, PKG1β se encuentra ampliamente distribuido en todas las células 
principales del bulbo olfatorio, de igual forma, el marcaje se encuentra tanto en el soma, como 
en las dendritas y en el segmento inicial del axón. La PKG1 transduce la señal del GMPc 
mediante la fosforilación de sus sustratos (Hofmann y col., 1992; Butt y col., 1993; Francis y 
Corbin, 1994; Gudi y col., 1999), uno de los cuales es la PDE5 (Thomas y col., 1990a,b; 
McAllister-Lucas y col., 1993; Corbin y Francis, 1999). Como se discutirá más adelante (en el 
apartado 6.1.4.3.), hemos visto que la PDE5 presenta el mismo patrón de distribución que la 
PKG1β en cuanto a las células principales y granulares se refiere. Nosotros proponemos que 
en las células principales, el GMPc producido por la activación de la guanilato ciclasa 
particulada podría activar a la PKG1β, que a su vez podría fosforilar, entre otros sustratos, a la 
PDE5. Cabe decir, además, que según nuestros datos la PKG1β no está implicada en la vía 
de señalización del óxido nítrico vía producción de GMPc, ya que las células que contienen 
GCs no contienen PKG1β. 
 
6.1.4.2.2. Distribución general de PKG2 
PKG2 presenta una distribución en el bulbo olfatorio muy diferente a la descrita para 
PKG1β; vemos que se encuentra únicamente en los procesos de los astrocitos. Estos datos 
concuerdan con los resultados obtenidos en trabajos previos por otros autores, donde en otras 
regiones cerebrales observan la presencia de PKG2 en células gliales, atribuyéndole a esta 
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kinasa un papel importante en la regulación transcripcional de estas células (Gudi y col., 
1999). Aunque estos autores atribuyen la actividad de la PKG2 a la activación de la GCs por 
el óxido nítrico sintetizado por la isoforma inducible de la NOS que se expresa en astrocitos, 
nosotros no hemos visto la existencia de GCs en células gliales, por lo que descartamos este 
papel en las células gliales del bulbo olfatorio principal. 
 
6.1.4.3. Distribución general de PDE5 
Se han realizado pocos estudios para analizar la expresión de PDE5 en el cerebro, pero 
todos ellos coinciden en que esta PDE tiene una distribución muy restringida, por lo que 
sugieren que podría estar implicada en vías de señalización celular muy específicas (Van 
Staveren y col., 2003). Entre las regiones cerebrales donde se ha demostrado su presencia se 
encuentra el bulbo olfatorio. Van Staveren y col. (2003) describieron la presencia del RNAm de 
PDE5 en la capa plexiforme externa, en la capa de las células granulares y en la capa de las 
células mitrales mediante hibridaciones in situ. Nuestros resultados confirman parte de esos 
datos, ya que vemos que las capas plexiforme externa y de las células granulares aparecen 
intensamente teñidas, aunque no la de las células mitrales. De hecho, nosotros no vemos 
marcaje inmunocitoquímico para PDE5 en ningún soma celular, únicamente lo encontramos en 
dendritas. La diferencia entre los datos obtenidos por Van Staveren y col. (2003) y los nuestros 
puede deberse a que ellos detectan RNAm que probablemente abundará en los somas, 
mientras que nosotros detectamos la enzima, que puede ejercer su función en las dendritas y no 
estar en niveles detectables en los somas. 
Un dato importante, es que la distribución de PDE5 coincide en el bulbo olfatorio con la 
distribución de PKG1β (como ya hemos indicado en el apartado 6.1.4.2.1.) en células principales 
y en células granulares. Estos datos estarían reforzando todos los datos previos que indican que 
la PDE5 incrementa su actividad después de ser fosforilada por PKG1β (McAllister-Lucas, 1993; 
Corbin y Francis, 1999; Corbin y col., 2000; Murthy, 2001; Rybalkin y col., 2002). Sin embargo, y 
de manera excepcional, el único sitio donde no observamos colocalización de ambas enzimas 
es en las células periglomerulares con GCs implicadas en la vía de transducción 
ON/GMPc/GCs. En estas interneuronas, la actividad PDE5 puede estar directamente activada y 
modulada por el propio GMPc (Mullershausen y col., 2003). 
Es muy interesante destacar que en la vía de señalización de la guanilato ciclasa 
particulada, la PDE5 puede estar regulada por PKG1β, como podría ocurrir en las células 
principales. Por el contrario, en la vía de señalización del óxido nítrico no está modulada por 
esta kinasa, sino por el propio GMPc. 
 
6.1.5. Vía de la S-nitrosilación de proteínas
Hace ya más de 15 años que se propuso que el óxido nítrico tenía que tener una forma de 
regulación directa sobre sus dianas y que ésta fuera independiente de la activación de GCs y la 
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consecuente producción de GMPc (Ignarro, 1990; Moncada y col., 1991; Snyder, 1992). Algunos 
autores vieron por aquel entonces que el óxido nítrico podía actuar directamente sobre algunas 
proteínas, en concreto uniéndose químicamente a los grupos tiol de los residuos L-Cys, y 
propusieron que esta actuación debía tener un papel fisiológico importante. Años más tarde se 
demostró que esta vía de actuación, conocida con el nombre de S-nitrosilación, podía modular la 
función de canales de membrana (Lei y col., 1992; Lipton y Stamler, 1994; Bolotina y col., 1994; 
Lang y Watson, 1998; Li y col., 1998; Hammarstrom y Gage, 1999; Ahern y col., 2000; Jaffrey y 
col., 2001; Yoshimura y col., 2001) o de algunos elementos implicados en rutas de señalización 
intracelular en el sistema nervioso (Lander y col., 1996, 1997; delaTorre y col., 1998). 
La S-nitrosilación tiene un efecto distinto en cada proteína sobre la que actúa. Por ejemplo, 
se ha visto que algunos canales de Ca2+, que son inhibidos por óxido nítrico cuando este actúa 
activando la GCs, son activados cuando son S-nitrosilados (Campbell, 1996; Hogg, 2002). Por 
otro lado, cuando los receptores de glutamato de tipo NMDA son S-nitrosilados disminuye su 
actividad, impidiendo una entrada masiva de Ca2+ al interior celular (Broillet y Firestein, 1996; 
Lipton, 1999). Esta inhibición de la función de la proteína diana también ocurre cuando la nNOS es 
S-nitrosilada (Gow y col., 2002). La S-nitrosilación puede ocurrir en condiciones fisiológicas 
normales y es un proceso mucho más habitual de lo que se pensaba en un principio. Teniendo en 
cuenta esto, y el hecho de que el bulbo olfatorio es una región cerebral con una elevada síntesis 
de óxido nítrico, para nosotros era importante determinar si en esta región se estaba produciendo 
la S-nitrosilación de proteínas como mecanismo de actuación del gas en condiciones fisiológicas. 
Como describimos en los resultados, sin embargo, no detectamos proteínas S-nitrosiladas en 
ninguna célula del bulbo olfatorio. Para asegurarnos de que los resultados negativos obtenidos en 
el bulbo olfatorio no se debían al mal funcionamiento del anticuerpo utilizado en el estudio, 
realizamos algunas tinciones inmunocitoquímicas como controles en la zona subventricular y en la 
corriente migratoria rostral, donde previamente había sido descrita la existencia de proteínas S-
nitrosiladas (Moreno-López y col., 2004; Romero-Grimaldi y col., 2006; Torroglosa y col., 2007); en 
estas regiones sí que observamos células con proteínas S-nitrosiladas (datos descritos con detalle 
en el apartado 6.2.2.). Por tanto, podemos concluir que la S-nitrosilación no es un método de 
actuación común del óxido nítrico en el bulbo olfatorio, al menos en condiciones normales. 
 
6.1.6. Relación de los sistemas nitrérgico y dopaminérgico en los glomérulos 
olfatorios 
Antes de discutir si existe o no una relación entre el sistema de transmisión dopaminérgico 
y el nitrérgico en el bulbo olfatorio, hay que dejar claros una serie de puntos. En primer lugar, 
conviene recordar que, como se ha mencionado en distintos apartados de esta tesis, el bulbo 
olfatorio es una de las regiones del cerebro donde más cantidad de óxido nítrico se produce (Bredt 
y col., 1991; Vincent y Kimura, 1992; Breer y Shepherd, 1993). En segundo lugar, es sabido que 
en el bulbo olfatorio principal nos encontramos con el mayor número de células dopaminérgicas 
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del cerebro. En tercer lugar, hay un elevado número de trabajos en los que se afirma que el óxido 
nítrico puede estar regulando la transmisión dopaminérgica (Hanbauer y col., 1992; Zhu y Luo, 
1992; Lonart y col., 1993; Lorrain y Hull, 1993; Black y col., 1994; Bugnon y col., 1994; Gevara-
Guzmán y col., 1994; Ishida y col., 1994; Stout y Woodward, 1994; Strasser y col., 1994; Lin y col., 
1995; Ohno y col., 1995; Seilicovich y col., 1995; Joseph y col., 1996; Kendrick y col., 1996; 
Shibata y col., 1996; West y Galloway, 1996; Chaparro-Huerta y col., 1997; Liang y Kaufman, 
1998; Segovia y Mora, 1998; Kiss y col., 1999). Puesto que se ha visto que la dopamina tiene un 
papel importante en la transmisión del input olfatorio (Hsia y col., 1999; Berkowickz y Trombley, 
2000) y además modula la actividad de las células mitrales (Duchamp-Viret y col., 1997), es 
interesante discutir si existe algún tipo de relación entre el sistema nitrérgico y el sistema 
dopaminérgico en los glomérulos olfatorios. En primer lugar, consideraremos la posibilidad de que 
el óxido nítrico pueda estar afectando a las células productoras de dopamina. En segundo lugar, 
analizaremos si este gas podría actuar directamente sobre la dopamina. Por último, discutiremos 
si el óxido nítrico podría actuar sobre las células dopaminoceptivas (Esquema 4). 
 
6.1.6.1. Modulación de la transmisión dopaminérgica: actuación sobre las células 
productoras de dopamina  
Estudios previos en los que se ha estudiado el papel del óxido nítrico han descrito que este 
gas puede provocar dos efectos contrarios sobre la transmisión dopaminérgica. Algunos autores 
le otorgan al óxido nítrico un efecto estimulador de la transmisión dopaminérgica (Hanbauer y 
col., 1992; Zhu y Luo, 1992; Lonart y col., 1993; Lorrain y Hull, 1993; Black y col., 1994; Ishida y 
col., 1994; Stout y Woodward, 1994; Strasser y col., 1994; Ohno y col., 1995; Kendrick y col., 
1996; West y Galloway, 1996; Chaparro-Huerta y col., 1997; Liang y Kaufman, 1998; Kiss y col., 
1999), mientras que otros le atribuyen un papel claramente inhibidor (Zhu y Luo, 1992; Black y 
col., 1994; Bugnon y col., 1994; Gevara-Guzmán y col., 1994; Lin y col., 1995; Seilicovich y col., 
1995; Joseph y col., 1996; Shibata y col., 1996; Segovia y Mora, 1998). Dado que algunos 
autores han visto que la liberación de dopamina inducida por óxido nítrico es un proceso 
dependiente de Ca2+ (Lonart y col., 1993; Buyukuysal, 1997a,b), podríamos pensar que 
estuviera mediado por el sistema de señalización ON/GCs/GMPc y que el GMPc activase 
alguno de los canales que permiten la entrada de Ca2+ al interior celular (como puedan ser los 
CNG). Sin embargo, nosotros no hemos visto que las células encargadas de producir dopamina 
en el glomérulo olfatorio (PG1-TH) contengan GCs, por lo cual descartamos que exista una 
acción del óxido nítrico sobre las células dopaminérgicas mediada por GMPc. Nuestros datos, 
además, estarían en concordancia con los de otros autores (Lonart y col., 1993; Guevara-
Guzmán y col., 1994; Stout y Woodward, 1994; Stewart y col., 1996; West y Galloway, 1996) 
que demuestran que el efecto del óxido nítrico sobre la transmisión dopaminérgica, en algunas 
regiones cerebrales, es independiente de la vía de activación de la GCs. 
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6.1.6.2 Modulación de la transmisión dopaminérgica: actuación directa sobre la dopamina  
La dopamina es liberada al espacio extracelular de manera extrasináptica (Umbriaco y col., 
1995; Vizi, 2000; Vizi y Labos, 1991) y desde aquí difunde brevemente hasta llegar a sus células 
diana donde actúa. La dopamina, según estudios realizados durante los últimos años (Nappi y 
Vass, 2001; Kytzia y col., 2006), podría ser modificada por nitrosilación, alterandose así su 
función. Nuestros resultados no muestran la existencia de dopamina nitrosada en los glomérulos 
olfatorios, ni en ninguna otra región del bulbo olfatorio principal. Por lo tanto, no parece que el 
óxido nítrico tenga un papel fisiológico en la modulación de la transmisión dopaminérgica por 
unión directa a la dopamina. 
 
6.1.6.3 Modulación de la transmisión dopaminérgica: actuación sobre las dianas de 
actuación de la dopamina 
Para poder determinar si el óxido nítrico afecta a las células dopaminoceptivas, antes 
tuvimos que analizar con detalle (como ya indicamos en el apartado correspondiente de 
resultados) cuáles eran estos elementos en el bulbo olfatorio principal. En relación a esto, 
discutiremos primero la distribución del receptor D2 de dopamina en los elementos de la 
circuitería glomerular y, después, cómo puede interrelacionarse la transmisión dopaminérgica y 
el óxido nítrico. 
Resumiendo parte de los resultados que hacen referencia a este apartado, podemos decir 
que hemos encontrado receptor D2 de dopamina en los terminales axónicos del nervio olfatorio, 
en las dendritas intraglomerulares de las células principales y en algunas subpoblaciones de 
células periglomerulares. 
 
6.1.6.3.1. Receptor D2 de dopamina en los terminales axónicos del nervio olfatorio  
Estudios pioneros demostraron la existencia de altos niveles de unión para ligandos 
específicos del receptor D2 de dopamina en las capas del nervio olfatorio y de los glomérulos 
olfatorios del bulbo olfatorio principal de la rata (Palacios y col., 1981; Charuchinda y col., 
1987; Van der Weide y col., 1987; Closse y col., 1988; Wamsley y col., 1989; Guthrie y col., 
1991; Nickell y col., 1991). A la vista de los resultados de estos autores, se hipotetizó que 
estos receptores debían de estar presentes en los terminales de los axones olfatorios. Más 
recientemente, Koster y col. (1999) corroboraron esta hipótesis demostrando la presencia del 
RNAm del receptor en las neuronas receptoras de los olores. Desde un punto de vista 
funcional, datos electrofisiológicos indican que la dopamina reduce los inputs sinápticos en el 
bulbo olfatorio a través de la activación de receptor D2 de dopamina presináptico que estaría 
localizado en los terminales de los axones olfatorios (Hsia y col., 1999; Berkowicz y Trombley, 
2000; Ennis y col., 2001). A pesar de todos estos datos, ninguno de los trabajos anteriores ha 
proporcionado una visualización subcelular del receptor D2 de dopamina en los terminales 
axónicos. Nuestros resultados demuestran que el receptor D2 de dopamina tiene una 
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distribución precisa en los terminales axónicos del nervio olfatorio: vemos que frecuentemente 
se encuentra asociado a la especialización presináptica de los contactos sinápticos 
asimétricos desde el nervio olfatorio. Este dato respalda la función presináptica propuesta 
para estos receptores mediante datos electrofisiológicos. 
Es interesante destacar que el receptor D2 de dopamina aparece unido a los contactos 
sinápticos asimétricos que el nervio olfatorio realiza tanto sobre células principales como 
sobre algunas células periglomerulares. Estas células periglomerulares, a su vez, contactan 
con las células principales. Teniendo en cuenta la circuitería glomerular, la reducción del input 
olfatorio podría inducir en las células periglomerulares una disminución de la transmisión 
GABAérgica desde sus gémulas sobre las dendritas de las células principales. Esto indicaría 
que la reducción directa de la entrada de información sensorial en las células principales 
podría estar simultáneamente acompañada de una desinhibición de las mismas. 
 
6.1.6.3.2. Receptor D2 de dopamina en las células principales   
Uno de los resultados más llamativos que obtuvimos en esta parte de nuestro estudio, es 
la presencia inequívoca de receptor D2 de dopamina en las dendritas intraglomerulares de las 
células principales. La expresión de estos receptores ha sido recientemente descrita en 
cultivos de células mitrales de bulbo olfatorio de rata (Dávila y col., 2003). Otros estudios 
previos, sin embargo, no habían conseguido demostrar la presencia del receptor D2 de 
dopamina in vivo mediante técnicas de autorradiografía (Nickell y col., 1991; Koster y col., 
1999), ni mediante técnicas de hibridación in situ (Mengod y col., 1989; Mansour y col., 1990; 
Coronas y col., 1997). A diferencia de estos dos métodos, cuya resolución no siempre es 
suficiente, el método utilizado en este estudio para detectar el receptor D2 de dopamina, 
técnicas inmunocitoquímicas en preinclusión utilizando partículas de oro coloidal, sí es 
suficientemente sensible para detectarlo en las dendritas intraglomerulares de las células 
principales. Esta técnica, además, permite establecer la localización subcelular específica del 
receptor dentro de las dendritas, demostrando que, a menudo, aparecen unidas a la 
especialización presináptica de los contactos sinápticos asimétricos que realizan las células 
principales sobre las células periglomerulares. Esta distribución parece indicar que la 
activación del receptor D2 de dopamina juega un papel funcional en las células principales, 
probablemente modulando presinápticamente sus sinapsis excitatorias sobre las células 
periglomerulares. Esta hipótesis ha sido previamente investigada en el bulbo olfatorio del 
ratón mediante electrofisiología (Ennis y col., 2001). Estos autores no vieron que la dopamina 
alterara las respuestas sinápticas de forma significativa. Otros autores (Dávila y col., 2003), 
sin embargo, utilizando cultivos de bulbo olfatorio de rata, mostraron que la dopamina y el 
agonista del receptor D2 de dopamina bromocriptina, modulaban los canales de Ca2+ y, por 
tanto, la transmisión excitatoria existente entre las células principales y otras interneuronas. 
Nuestros resultados respaldan los datos del experimento realizado por Dávila y col. (2003) y 
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proporcionan una base anatómica para explicar la modulación de la transmisión sináptica 
desde las células principales hacia las células periglomerulares mediado por dopamina, vía 
activación presináptica de los receptores D2 de dopamina. 
Esta idea también está de acuerdo con trabajos previos donde se describe la presencia 
de receptores D2 de dopamina en las células principales del bulbo olfatorio de la rana 
utilizando técnicas de autorradiografía (Duchamp-Viret y col., 1997) e inmunocitoquímica 
(Davison y col., 2004). En la rana, los datos electrofisiológicos indican que la activación de los 
receptores D2 de dopamina presentes en las células mitrales inducen una reducción drástica 
del disparo espontáneo de las mismas (Duchamp-Viret y col., 1997) e inhibe las sinapsis de 
las células principales sobre otras interneuronas (Davison y col., 2004). La localización 
presináptica de los receptores D2 de dopamina en los contactos sinápticos asimétricos de las 
células principales de la rata sobre las células periglomerulares, respalda, en rata, una acción 
similar a la observada en la rana, al menos a nivel glomerular. Si el efecto presináptico es la 
inhibición de la transmisión excitatoria de las células principales sobre las interneuronas, como 
Davila y col. (2003) demostraron in vitro en la rata y Davison y col. (2004) vieron en la rana, 
este hecho induciría a una disminución en el estatus excitatorio de las células 
periglomerulares postsinápticas. De hecho, la disminución de este estatus excitatorio de las 
células periglomerulares podría inducir a disminuir sus acciones inhibitorias sobre las células 
principales, teniendo en cuenta la circuitería glomerular. 
Además de esta argumentación funcional, no se pueden excluir otros papeles 
alternativos para la dopamina en las dendritas intraglomerulares de las células principales. 
Brünig y col. (1999) demostraron que la dopamina y el agonista del receptor D2 de dopamina 
facilita la transmisión GABAérgica modulando los receptores GABAA. Un papel similar no 
puede ser descartado en las dendritas intraglomerulares de las células principales in vivo, 
teniendo en cuenta que en la rata los receptores GABAA están presentes en las células 
principales (Giustetto y col., 1998; Panzanelli y col., 2004). Si esto es así, se debería inducir a 
un incremento de la inhibición de las células principales. 
 
6.1.6.3.3. Receptor D2 de dopamina en las células periglomerulares 
Otro resultado llamativo en nuestro estudio es la presencia del receptor D2 de dopamina 
en dendritas que no corresponden a perfiles de células principales. Hemos identificado estas 
dendritas como dendritas de células periglomerulares utilizando el criterio inequívoco de la 
sinaptología (Pinching y Powell, 1971a). Estos datos están de acuerdo con datos de la 
presencia de RNAm de receptor D2 de dopamina en una subpoblación de células 
periglomerulares del bulbo olfatorio de la rata que vieron Mansour y col. (1990). Análisis de 
secciones ultrafinas seriadas permiten asegurar que el receptor D2 de dopamina no aparece 
en toda la población de células periglomerulares. Estos receptores se han encontrado en dos 
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subpoblaciones distintas. Una de estas subpoblaciones es la integrada por las propias células 
periglomerulares dopaminérgicas, mientras que la otra son las que contienen la enzima GCs. 
 
6.1.6.3.3.1. Presencia del receptor D2 de dopamina en células periglomerulares 
dopaminérgicas  
La presencia del receptor D2 de dopamina en células periglomerulares 
dopaminérgicas podría indicar una función como autorreceptor, modulando la liberación 
de dopamina desde las gémulas de estas células. Una acción similar como autorreceptor 
ha sido ampliamente demostrada para el receptor D2 de dopamina en fibras 
dopaminérgicas de otras regiones del cerebro (Bjelke y col., 1996; Xu y col., 1999; Adell y 
Artigas, 2004). Un dato interesante es que en los terminales de los axones olfatorios y en 
las dendritas de las células principales, el receptor D2 de dopamina aparece en la 
mayoría de casos unido a la membrana plasmática. Sin embargo, en las gémulas de las 
células periglomerulares, las partículas de oro coloidal se encontraron sólo 
ocasionalmente en la membrana plasmática, estando la mayoría de las veces en el 
citoplasma. Este hecho, probablemente, refleja una internalización de los receptorres D2 
de dopamina en las gémulas de las células dopaminérgicas. Esta internalización del 
receptor puede estar inducida por dopamina, indicando un estado de baja afinidad del 
receptor, como ha sido previamente descrito (Ko y col., 2002). 
 
6.1.6.3.3.2. Presencia del receptor D2 de dopamina en células periglomerulares que 
expresan GCs
La otra subpoblación de células periglomerulares donde encontramos receptor D2 
de dopamina fue la subpoblación en la que había expresión de GCs. Esto implica, por 
tanto, que el sistema de transmisión nitrérgico sí que puede interrelacionarse con el 
sistema dopaminérgico en los glomérulos olfatorios. Nuestros datos ofrecen la base 
neuroanatómica para poder decir que los sistemas de transmisión nitrérgico y 
dopaminérgico confluyen en los glomérulos olfatorios en una subpoblación específica de 
PG2 con unas características neuroquímicas y de conectividad particulares. 
 
6.2. ANÁLISIS DE LAS VÍAS DE ACTUACIÓN DEL ÓXIDO NÍTRICO EN 
LA CORRIENTE MIGRATORIA ROSTRAL  
 
6.2.1. Vía de actuación de la GCs  
Hemos visto que los neuroblastos migrantes o células de tipo A de la corriente migratoria 
rostral y las neuronas inmaduras que migran por las capas del bulbo olfatorio principal contienen 
GCs y, por tanto, pueden responder al óxido nítrico mediante la producción de GMPc. Además, 
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nuestros datos indican que al menos los CNG deben ser los transductores intracelulares para el 
GMPc en estas células. Tomando estos datos en conjunto, nuestro estudio proporciona una base 
anatómica que demuestra que el óxido nítrico puede participar en el control de la neurogénesis 
adulta a través de la vía de señalización del GMPc, probablemente afectando a la migración 
celular como discutiremos más adelante (Esquema 5). 
 
6.2.1.1. Identificación de las células que contienen GCs en la corriente migratoria rostral  
La tipología celular de la corriente migratoria rostral es similar a la tipología celular descrita 
en la zona subventricular (Gritti y col., 2002). Las dos poblaciones celulares mayoritarias en la 
corriente migratoria rostral son los neuroblastos migrantes, o células de tipo A y los astrocitos, o 
células de tipo B (Lois y col., 1996; Doetsch y col., 1997; García-Verdugo y col., 1998; Álvarez-
Buylla y García-Verdugo, 2002; Gritti y col., 2002). Las células de tipo A están organizadas en 
cadenas y estas cadenas están rodeadas por las células de tipo B, constituyendo estructuras 
similares a tubos, que son los que integran la corriente migratoria rostral. Además, a lo largo de 
toda la corriente migratoria rostral, incluyendo la porción más rostral dentro del bulbo olfatorio 
principal, también aparecen precursores neuronales inmaduros o células de tipo C que son 
altamente proliferativos (Gritti y col., 2002). Estas células forman grupos y aparecen pegadas a 
las cadenas de las células de tipo A. Finalmente, en los niveles más rostrales de la corriente 
migratoria rostral, se observan algunos ependimocitos o células de tipo E recubriendo las 
paredes del ventrículo olfatorio remanente, situado en la porción más profunda del bulbo 
olfatorio principal (Gritti y col., 2002). 
Teniendo en cuenta esta tipología celular, hemos identificado a los neuroblastos migrantes 
o células de tipo A como las células que expresan la enzima GCs, basándonos en criterios 
morfológicos y ultraestructurales (Lois y col., 1996; Doetsch y col., 1997; García-Verdugo y col., 
1998). Por el contrario, hemos concluido que ni los precursores neuronales inmaduros o células 
de tipo C, ni los astrocitos o células de tipo B, ni los ependimocitos o células de tipo E, contienen 
GCs. Estos datos han sido confirmados mediante criterios neuroquímicos. Por un lado, la 
doblecortina se expresa en células de tipo A tanto en la zona subventricular como en la corriente 
migratoria rostral (Nácher y col., 2001). En nuestro estudio, hemos visto que las células que 
expresan GCs también expresan doblecortina y son, por tanto, células de tipo A. Por otro lado, 
las células de tipo B y las de tipo E expresan GFAP (Doetsch y col., 1997); nosotros hemos 
utilizado este marcador para confirmar que estos dos tipos celulares no expresan GCs. 
Actualmente no existen marcadores neuroquímicos para marcar las células de tipo C de forma 
específica; sin embargo, podemos asumir que la mayoría de células BrdU-positivas encontradas 
en la corriente migratoria rostral dos horas después de la inyección intraperitoneal de BrdU son 
células de tipo C, ya que las células de tipo C son células con una altísima tasa de proliferación 
(Doetsch y col., 1997). La inexistencia de GCs en las células marcadas con BrdU en la corriente 
migratoria rostral indica que las células de tipo C no expresan GCs. Todos juntos, estos datos 
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refuerzan la idea de que la GCs se expresa específica y exclusivamente en los neuroblastos 
migrantes o células de tipo A de la corriente migratoria rostral. A esto, debemos añadir el hecho 
de haber visto que las neuronas inmaduras que están en proceso de migración radial por las 
capas del bulbo olfatorio principal, identificadas por su morfología y por la expresión de 
doblecortina, también expresan GCs. La presencia de la GCs tanto en las células de tipo A 
como en las migrantes hace pensar que el óxido nítrico pueda tener un papel muy importante en 
relación con la producción, llegada e incorporación de nuevas células al bulbo olfatorio principal. 
 
6.2.1.2. Óxido nítrico y proliferación  
Frecuentemente se ha dicho que el óxido nítrico puede regular la proliferación celular en el 
cerebro de mamíferos, tanto durante el desarrollo del animal como en su estadio adulto. La 
proliferación celular se encuentra regulada negativamente por óxido nítrico durante el desarrollo 
perinatal del cerebro de la rata (Ciani y col., 2006) o durante el desarrollo embrionario de la 
retina de pollo (Magalhaes y col., 2006). Este mensajero gaseoso también ha sido relacionado 
con el control de la proliferación celular en las dos regiones neurogénicas del cerebro de 
mamíferos adultos: la zona subventricular (Cheng y col., 2003; Packer y col., 2003; Moreno-
López y col., 2004; Matarredona y col., 2004, 2005; Cárdenas y col., 2005; Estrada y Murillo-
Carretero., 2005; Romero-Grimaldi y col., 2006; Torroglosa y col., 2007) y el giro dentado del 
hipocampo (Packer y col., 2003; Zhu y col., 2003, 2006; Reif y col., 2004). En ambos sistemas 
neurogénicos se ha descrito un efecto antiproliferativo del óxido nítrico en condiciones 
fisiológicas. Por ejemplo, Packer y col. (2003) han visto que el número de células de nueva 
generación en las regiones neurogénicas de un ratón knockout para la nNOS se encuentra 
drásticamente aumentada. Además, se ha demostrado que la inhibición farmacológica, tanto en 
modelos in vitro como in vivo, de la síntesis de óxido nítrico tiene como respuesta un aumento 
de la proliferación de precursores neuronales en la zona subventricular y en el giro dentado 
(Cheng y col., 2003; Packer y col., 2003; Matarredona y col., 2004; Moreno-López y col., 2004; 
Romero-Grimaldi y col., 2006; Zhu y col., 2006; Torroglosa y col., 2007). 
Como actividad opuesta, también se ha descrito que el óxido nítrico puede aumentar la 
proliferación de los precursores neuronales, al menos durante el desarrollo postnatal más 
temprano (Chen y col., 2004) y después de una lesión cerebral (Zhu y col., 2003; Chen y col., 
2005). Por ejemplo, se ha demostrado que un aumento en la síntesis del óxido nítrico causado 
por la activación de la iNOS después de un problema cerebral originado por isquemia, está 
acoplado con una mayor proliferación en el giro dentado (Zhu y col., 2003). Además, otros 
estudios indican que la ausencia de eNOS disminuye la neurogénesis en el giro dentado (Reif y 
col., 2004) y en la zona subventricular (Chen y col., 2005). La discrepancia surgida de todos 
estos resultados opuestos ha sido recientemente discutida, atribuyéndosele al óxido nítrico un 
doble papel en la proliferación, dependiendo de cuál sea la fuente de óxido nítrico y en 
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definitiva, de cuál sea la concentración del gas en los tejidos (Sun y col., 2005; Cárdenas y col., 
2005). 
En cualquier caso, las posibles dianas para una acción del óxido nítrico en relación con la 
proliferación celular podrían ser las células proliferantes o células de tipo C. Tanto en la zona 
subventricular como en la corriente migratoria rostral se ha demostrado que los astrocitos o 
células de tipo B actúan como células madre que generan los neuroblastos migrantes o células 
de tipo A (Doetsch y col., 1999; Álvarez-Buylla y García-Verdugo, 2002). También se ha 
demostrado que tanto las células de tipo B como las de tipo C y las de tipo A pueden dividirse 
(Dotsch y col., 1997; García-Verdugo y col., 1998). Doetsch y col. (1997) han descrito que las 
células de tipo C son las células proliferantes más activas en la zona subventricular y Moreno-
López y col. (2004) han considerado que estas células serían las dianas de la acción 
antiproliferativa que ellos describen para el óxido nítrico. Además, se ha propuesto que los 
mecanismos celulares que subyacen a la acción antiproliferativa del óxido nítrico en estas 
células implican la inhibición del receptor del factor de crecimiento epidérmico por la S-
nitrosilación del mismo (Romero-Grimaldi y col., 2006; Torroglosa y col., 2007), sin implicar a la 
síntesis de GMPc (Torroglosa y col., 2007). La falta de expresión de GCs que nosotros hemos 
encontrado en las células de tipo C está íntimamente relacionada con la idea de que la acción 
antiproliferativa del óxido nítrico en las células de tipo C no está mediada por la activación de la 
GCs y la producción de GMPc, tal y como sugieren Torroglosa y col. (2007). Nuestros datos, 
tomados en conjunto, refuerzan la hipótesis de que la vía de señalización del óxido nítrico que 
implica la activación de la GCs y la producción de GMPc en la corriente migratoria rostral no 
tiene ningún papel en la proliferación celular. Nosotros sugerimos que el óxido nítrico ha de 
tener otro efecto distinto al de la inhibición de la proliferación celular en la zona subventricular y 
corriente migratoria rostral. Nuestros datos demuestran que este efecto es ejercido en las 
células de tipo A mediante la activación de la GCs. Teniendo en cuenta que las células de tipo A 
son neuroblastos migrantes y, por lo tanto, migran largas distancias desde la zona 
subventricular hasta el bulbo olfatorio principal a través de la corriente migratoria rostral, 
nosotros proponemos que el papel del óxido nítrico en estas células debería estar relacionado 
más con la migración celular que con la proliferación. 
Por tanto, el óxido nítrico parece tener una doble acción tanto en la zona subventricular 
como en la corriente migratoria rostral. Por un lado, el óxido nítrico ha de regular la proliferación 
de las células de tipo C a través de un mecanismo que implique la nitrosilación de proteínas 
(Moreno-López y col., 2004; Romero-Grimaldi y col., 2006; Torroglosa y col., 2007). Por otro 
lado, podría regular la migración celular de las células de tipo A a través de la vía 
ON/GCs/GMPc (parte de este trabajo). 
 
6.2.1.3. Óxido nítrico y migración celular 
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Está ampliamente demostrado que una de las acciones del óxido nítrico consiste en regular 
la migración celular. Aunque se ha prestado más atención al papel que tiene en la migración de 
las células endoteliales en procesos relacionados con la angiogénesis, también existen 
evidencias de su implicación en la migración de las células del sistema nervioso (Tanaka y col., 
1994; Scott y col., 1995; Scott y Hansen, 1997; Contestabile, 2000; Gibson y col., 2001; Duan y 
col., 2003; Haase y Bicker, 2003; Bicker, 2005, 2007; Chen y col., 2005). Por ejemplo, Gibson y 
col. (2001) demostraron que el óxido nítrico liberado desde los axones olfatorios es una señal 
que induce a la migración a células gliales durante la formación del lóbulo de la antena en el 
sistema olfatorio de Manduca sexta. Además, en un trabajo realizado por Haase y Bicker (2003), 
donde se utilizó como modelo un estadio embrionario del saltamontes, muestran, 
inequívocamente, que el óxido nítrico regula la migración neuronal. Estos autores concluyen que 
el efecto del óxido nítrico está mediado por la activación de la GCs y la producción de GMPc. 
Para ello, demuestran que la inhibición farmacológica de la NOS o de la GCs bloquea la 
migración neuronal, mientras que este bloqueo puede ser anulado suplementando GCs o GMPc 
(Haase y Bicker, 2003; Bicker, 2005, 2007). En el desarrollo del cerebelo de rata, Tanaka y col. 
(1994) demostraron que la inhibición de la NOS o la adición de secuestradores del óxido nítrico 
disminuye la migración de las células granulares. Scott y col. (1995), vieron que el óxido nítrico 
es necesario para la migración neuronal en el cerebro adulto de mamíferos después de infligirle 
una lesión. Según todos estos datos, obtenidos en distintos modelos, se puede apreciar que el 
óxido nítrico promueve la migración celular en el sistema nervioso. En esta parte del trabajo 
nosotros demostramos que, específicamente, los neuroblastos migrantes de la corriente 
migratoria rostral contienen GCs y, por tanto, pueden responder al óxido nítrico. Estos datos 
sugieren una implicación funcional de la vía de señalización ON/GCs/GMPc en la migración de 
las células de tipo A a través de la corriente migratoria rostral. 
El papel del óxido nítrico en la migración de las células de la zona subventricular y la 
corriente migratoria rostral ha sido previamente analizado y todavía existen controversias a la 
hora de discutir los resultados. Por un lado, Moreno-López y col. (2004) describieron que el 
óxido nítrico no afecta a la migración de las células de la corriente migratoria rostral. Por otro 
lado, Chen y col. (2005) demostraron, utilizando modelos de explantes, que el óxido nítrico 
afecta a la migración de las células de la zona subventricular, y concluyen en su artículo que la 
eNOS está influenciando la migración celular en las células de la zona subventricular. Es 
interesante destacar que los neuroblastos migrantes que contienen la maquinaria para 
responder al óxido nítrico (la GCs y los CNG) están agrupados adyacentes a los vasos 
sanguíneos y, por lo tanto, están expuestos al óxido nítrico producido por la eNOS de estos 
vasos, como discutiremos a continuación. 
 
6.2.1.4. Fuentes de óxido nítrico en la corriente migratoria rostral  
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Cuando se analiza el papel del óxido nítrico en la regulación de la neurogénesis adulta, un 
punto interesante para resolver, es la identificación de las fuentes que producen óxido nítrico en 
las regiones neurogénicas. Estudios previos han demostrado la presencia de células que 
contienen nNOS alrededor de la corriente migratoria rostral a lo largo de toda su extensión 
rostrocaudal (Moreno-López y col., 2000). Además, la expresión de la nNOS es evidente desde 
el día 10 postnatal (Racekova y col., 2003) y presiste durante toda la vida del animal (Racekova 
y col., 2005). Estos datos anatómicos indican que las células de la corriente migratoria rostral 
pueden estar bajo la influencia del óxido nítrico producido por las neuronas adyacentes que 
contienen la nNOS. Otra posible fuente de óxido nítrico en la corriente migratoria rostral son las 
células endoteliales de los vasos sanguíneos. Dos hechos indican que el gas producido por los 
vasos sanguíneos puede estar modulando la migración de los neuroblastos migrantes de la 
corriente migratoria rostral. El primero de ellos es que los neuroblastos migrantes se encuentran 
frecuentemente asociados a los vasos sanguíneos y, por lo tanto, están expuestos a la acción 
del óxido nítrico producido por la eNOS. El segundo de ellos, es el estudio de Chen y col. (2005) 
donde, utilizando ratones knockout para eNOS, se observó una clara ausencia de migración 
celular en explantes de zona subventricular. 
 
6.2.1.5. Transducción intracelular de la señalización por óxido nítrico en neuroblastos 
migrantes. 
Como hemos visto, los CNG son unos de los transductores intracelulares de la señalización 
ON/GCs/GMPc. Los CNG son canales catiónicos nos selectivos que se activan por la unión 
directa de nucleótidos cíclicos, incluyendo tanto AMPc como GMPc (Kaupp y Seifert, 2002). Una 
de las propiedades de los CNG es permitir la entrada de Ca2+, el cual juega un papel clave en 
algunos eventos celulares, incluyendo la migración celular (Komuro y Kumada, 2005). En un 
experimento muy interesante, Michalakis y col. (2005), utilizando ratones deficientes en CNGA3, 
demostraron que esta subunidad es esencial para la migración postnatal de los conos de la 
retina. Por lo tanto, los CNG, y en particular los compuestos por la subunidad CNGA3 son unos 
candidatos razonables para ser estudiados como transductores de la señalización 
ON/GCs/GMPc en las células de tipo A. 
En este trabajo hemos demostrado que tanto las células de tipo A de la corriente migratoria 
rostral, como las células que dejan la corriente migratoria rostral y comienzan con la migración 
radial, expresan elevadas cantidades de CNGA3. También hemos demostrado que ningún otro 
posible transductor de GMPc de los analizados (CNGA2, HCN1, HCN2, HCN4, PKG1β, PKG2 o 
PDE5) se encuentra en los neuroblastos migrantes ni en las neuronas inmaduras. Nosotros 
proponemos que la activación de la GCs por parte del óxido nítrico en los neuroblastos 
migrantes y en las células inmaduras elevan los niveles intracelulares de GMPc, que podría 
unirse a los CNG y abrirlos, permitiendo así la entrada de calcio al interior celular (Esquema 5). 
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En este punto proponemos que los CNG, compuestos por subunidades de CNGA3, puedan 
constituir una vía de transducción efectiva para el sistema ON/GCs/GMPc, permitiendo obtener 
fluctuaciones de Ca2+ intracelular rápidas y precisas que puedan influenciar la migración 
tangencial y radial de los neuroblastos. Está ampliamente descrito que la señalización por Ca2+ 
actúa como neuromodulador para controlar la migración de neuronas inmaduras (Komuro y 
Kumada, 2005). Por ejemplo, cambios en los gradientes de Ca2+ intracelular en el interior del 
soma de las células granulares del cerebelo, revierten la dirección de su movimiento (Xu y col., 
2004). Además, se ha demostrado que estas células presentan un patrón de elevadas 
concentraciones de Ca2+ transitorio diferente conforme estas células migran por las diferentes 
capas corticales (Kumada y Komuro, 2004). De forma muy similar, fluctuaciones transitorias de 
Ca2+ intracelular podrían ser cruciales para guiar a los neuroblastos migrantes a través de la 
corriente migratoria rostral hacia su emplazamiento final en el bulbo olfatorio principal. 
Relacionado con esto, la señalización ON/GCs/GMPc/CNG podría constituir un sistema efectivo 
para obtener fluctuaciones precisas y rápidas del Ca2+ intracelular. 
Nuestros datos indican que la corriente migratoria rostral es un excelente modelo para 
analizar las implicaciones funcionales de las vías de señalización ON/GCs/GMPc en la 
migración celular y en la neurogénesis adulta. Nuestros datos anatómicos constituyen una base 
sobre la que diseñar investigaciones futuras en este campo tan interesante. 
 
6.2.2. Vía de la nitrosilación de proteinas 
Como se ha descrito previamente en el apartado 6.2.1.2. con relación a la implicación que 
tiene el óxido nítrico en la proliferación celular, se ha propuesto que este gas tenga una acción 
antiproliferativa en las células de tipo C de la corriente migratoria rostral (Moreno-López y col., 
2004; Romero-Grimaldi y col., 2006; Torroglosa y col., 2007). Además, estos autores proponen 
que el proceso de proliferación de las células de tipo C es independiente de la activación de la 
GCs y de la producción de GMPc. Según su modelo, en condiciones fisiológicas, el óxido nítrico 
producido próximo a la corriente migratoria rostral (véase apartado 6.2.1.4.) actuaría sobre las 
células de tipo C inhibiendo su proliferación. Esta inhibición se produciría por un mecanismo de S-
nitrosilación de alguna de las proteínas de estas células; en concreto, se ha descrito que podría 
ser sobre el receptor del factor de crecimiento epitelial (Romero-Grimaldi y col., 2006; Torroglosa y 
col., 2007). Los resultados que hemos obtenido en este estudio podrían confirmar estos datos, ya 
que hemos visto que algunas células de la zona subventricular y de la corriente migratoria rostral 
están S-nitrosiladas. Estas células podrían ser las células de tipo C que describen Moreno-López 
y col.(2004). 
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Esquema 1. Señalización del óxido nítrico en la circuitería de los glomérulos olfatorios. 
Las PG1-nNOS envían sus dendritas hasta el compartimento sensorial; allí reciben contactos 
sinápticos glutamatérgicos que estimulan la producción de óxido nítrico. El óxido nítrico producido 
difunde libremente por el neuropilo glomerular pudiendo llegar a todos los elementos que lo 
integran. Sin embargo, solamente las PG2-CB, que expresan GCs, responden al gas produciendo 
grandes cantidades de GMPc. De esta forma se establece un sistema de comunicación no sináptico 
entre dos elementos muy concretos de la circuitería del glomérulo olfatorio. 
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Esquema 2. Relación existente entre la GCs y la CB. 
Basándonos en datos previos de Tao et al. (2002) y a la vista de nuestros resultados anatómicos, 
establecemos la siguiente hipótesis para explicar la relación existente entre la expresión de GCs y 
la de la proteína ligante de calcio CB.  
(A) En condiciones fisiológicas, el óxido nítrico producido por las células nitrérgicas se uniría a la 
GCs activando así la producción de GMPc.  
(B) Si por alguna razón se produjera óxido nítrico en cantidades anormalmente altas, y la GCs de 
estas células estuviera ya saturada, el gas nitrosilaría los residuos L-Cys de la CB, proteína que 
podría actuar como “elemento tamponador” del óxido nítrico en estas neuronas. 
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Esquema 3. Posibles vías de transducción intracelular de la señalización por óxido nítrico en 
las neuronas del bulbo olfatorio principal. 
El GMPc, como segundo mensajero, puede actuar dentro de las células por tres posibles vías de 
transducción de señales diferentes. Según nuestros resultado, la vía que utiliza PKG no está 
implicada en la señalización por óxido nítrico en las interneuronas del bulbo olfatorio que contienen 
GCs. La vía que utiliza los CNG puede estar implicada, pero de forma muy puntual. La vía que 




































































Esquema 4. Relación existente entre los sistemas de neurotransmisión nitrérgico y 
dopaminérgico.  
Nuestros resultados demuestran que el óxido nítrico (ON) puede actuar sobre la transmisión 
dopaminérgica en los circuitos de los glomérulos olfatorios. Esta acción se centraría en las PG2-CB 
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Esqema 5. Posibles vías de transducción intracelular del óxido nítrico en las células de la 
corriente migratoria rostral y en las células inmaduras del bulbo olfatorio principal en 
migración radial.  
(A) Según trabajos previos (Moreno López et al. 2004), el óxido nítrico regula negativamente la 
proliferación de las células de tipo C de la corriente migratoria rostral a través de un mecanismo que 
implica S-nitrosilación de algunas proteínas.  
(B) Nuestros datos añaden un nuevo mecanismo de acción para el óxido nítrico en la corriente 
migratoria rostral. Nosotros demostramos que el óxido nítrico puede actuar sobre las células de tipo 
A de la corriente migratoria rostral activando la GCs y por tanto la producción de GMPc. Este 
segundo mensajero puede unirse a CNG, lo que supondría una entrada masiva de Ca2+, que podría 
facilitar la migración de estas células. 
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1. En condiciones fisiológicas, el óxido nítrico actúa sobre los circuitos neuronales del bulbo 
olfatorio por la vía de la activación de la enzima GCs y la producción de GMPc. No hemos 
visto una actuación de este gas a través de la vía de la S-nitrosilación de proteínas. 
2. En los circuitos neuronales del bulbo olfatorio, el óxido nítrico no actúa sobre todos los 
elementos. Ejerce su función exclusivamente sobre interneuronas y nunca sobre células 
principales. 
3. En estas interneuronas, la transducción intracelular de la señal del óxido nítrico estaría 
mediada por algunos de los canales iónicos activados por nucleótidos cíclicos y por 
algunas fosfodiesterasas. Descartamos que la transducción de esta señal esté mediada 
por proteínas kinasas dependientes de GMPc. 
4. En la corriente migratoria rostral, el óxido nítrico tendría un efecto en la regulación de la 
migración de los neuroblastos que se encuentran en proceso de migración tangencial. 
También lo tendría en las neuronas inmaduras que, abandonando la corriente migratoria 
rostral, han comenzado la migración radial a través de las capas del bulbo olfatorio. 
5. Este efecto sobre la migración de los neuroblastos estaría mediado por la activación de la GCs 
y la producción de GMPc, que actuaría a través de canales iónicos activados por 
nucleótidos cíclicos que contienen la subunidad A3. 
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Tinciones con azul de toluidina 
Tinción de Nissl en cortes de vibratomo (apartado 4.6.1.) 
 
 tª ambiente Colocar las secciones de 50 µm sobre portaobjetos gelatinizados y dejar secar al aire 
10’ tª ambiente Azul de Toluidina al 0.5% en tampón acetato 0.1M pH 3.9 
 tª ambiente Diferenciar en Etanol 96º 
3x1’ tª ambiente Etanol 96º 
3x1’ tª ambiente Etanol 100º 
3x1’ tª ambiente Xilol 
  Montar con Eukitt 
 
 
Tinción de cortes semifinos con azul de toluidina-borax (apartado 4.6.2.) 
 
2’ 60ºC Colocar las secciones de 0.5-2 µm sobre portaobjetos gelatinizados y secar sobre placa calefactora 
15” 60ºC  Azul de Toluidina al 0.5% y  Borax al 1% 
 tª ambiente Lavar con agua 
 60ºC Secar sobre la placa calefactora 




Detección histoquímica de la NADPH-diaforasa (apartado 4.7.) 
 
 
3x15’ tª ambiente Lavar con TT8-25   
60’-90’ 37ºC Incubación con 0.15mg/ml de NBT, 1mg/ml de β-NADPH, 0.3% Triton X-100 diluido en TT8-37. Controlar la reacción al microscopio óptico. 
3x15’ tª ambiente Lavar con TT8-25   
 tª ambiente Montar sobre portaobjetos gelatinizados y dejar secar al aire 
2’ tª ambiente Etanol 50º 
2’ tª ambiente Etanol 70º 
2’ tª ambiente Etanol 96º 
2’ tª ambiente Etanol 100º 
2’ tª ambiente Xilol 
  Montar con Eukitt 
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Marcajes inmunocitoquímicos simples en preinclusión 
Método ABC para microscopía óptica (apartado 4.8.1.1.1.1.) 
 
3x5’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Borohidruro sódico al 1% en TF (preparar 30’ antes de ser usado) si el tejido ha estado fijado con las soluciones de perfusión 2 o 3 
4x5’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Solución de bloqueo preparada en TF 
24 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo primario diluido en solución de incubación preparada en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el complejo ABC diluido 1:200 en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
5’-20’ tª ambiente Revelado con DAB al 0.05% y H2O2 al 0.003% en TF 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Postfijación e intensificación con OsO4  al 1% y glucosa al 7% en TF  
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2x3’ tª ambiente Etanol 30º 
2x10’ tª ambiente Etanol 50º 
2x15’ tª ambiente Etanol 70º 
2x15’ tª ambiente Etanol 96º 
2x15’ tª ambiente Etanol 100º 
2x8’ tª ambiente Óxido de propileno 
24 horas tª ambiente Infiltrar en resina Durcupan 
24 horas 60ºC Incluir en plano y polimerizar la resina 
 
                                                                                                                                                                                                            Anexo I 
 
 254
Método ABC para microscopía electrónica (apartado 4.8.1.1.1.2.) 
 
3x5’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Borohidruro sódico al 1% en TF (preparar 30’ antes de ser usado) si el tejido ha estado fijado con las soluciones de perfusión 2 o 3 
4x5’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Solución crioprotectora 
3 veces  Rápida congelación-descongelación en N2 líquido 
3x10’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Solución de bloqueo preparada en TF 
48-72 
horas 4ºC 
Incubación con el anticuerpo primario diluido en solución de incubación 
preparada en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TF
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el complejo ABC diluido 1:200 en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
5’-20’ tª ambiente Revelado con DAB al 0.05% y H2O2 al 0.003% en TF 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Postfijación e intensificación con OsO4 al 1% y glucosa al 7% en TF en oscuridad 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2x15’ 4ºC Solución de lavado con tampón maleato 
90’ 4ºC Solución de coloración con acetato de uranilo 
3x10’ 4ºC Solución de lavado con tampón maleato 
2x3’ 4ºC Etanol 30º 
2x10’ 4ºC Etanol 50º 
2x15’ 4ºC Etanol 70º 
2x15’ 4ºC Etanol 96º 
2x15’ 4ºC Etanol 100º 
3x15’ tª ambiente Etanol 100º con sulfato cúprico 
2x8’ tª ambiente Óxido de propileno 
24 horas tª ambiente Infiltrar en resina Durcupan 
24 horas 60ºC Incluir en plano y polimerizar la resina 
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Marcaje inmunocitoquímico utilizando oro coloidal (apartado 4.8.1.1.2.) 
 
3x5’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Borohidruro sódico al 1% en TF (preparar 30’ antes de ser usado) si el tejido ha estado fijado con las soluciones de perfusión 2 o 3 
4x5’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Solución crioprotectora 
3 veces  Rápida congelación-descongelación en N2 líquido 
3x10’ tª ambiente Lavar en TF 
10’ tª ambiente Lavar en TFS 
1 hora tª ambiente Solución de bloqueo preparada con TFS 
48-72 
horas 4ºC 
Incubación con el anticuerpo primario diluido en solución de incubación 
preparada con TFS 
4x10’ tª ambiente Lavar en TFS 
2 horas tª ambiente 
24 horas 4ºC 
Incubación con el anticuerpo secundario-Au (∅ 1 nm) diluido en solución 
de incubación preparada con TFS 
3x5’ tª ambiente Lavar en solución de incubación preparada con TFS 
3x10’ tª ambiente Lavar en TFS 
10’ tª ambiente Postfijación con Glutaraldehído al 2% en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
4x10’ tª ambiente Lavar con agente acondicionador diluido 1:10 en agua 
15’-20’ 20ºC Amplificación del oro en oscuridad y controlada en el microscopio 
10’ tª ambiente Parar la reacción con tiosulfato sódico 0.03M en agente acondicionador diluido 1:10 en agente acondicionador 
4x10’ tª ambiente Lavar con agente acondicionador diluido 1:10 en agua 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
10’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Postfijación e intensificación con OsO4 al 1% en TF en oscuridad 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2x3’ 4ºC Etanol 30º 
2x10’ 4ºC Etanol 50º 
2x10’ 4ºC Etanol 70º 
45’ 4ºC Contrastado con Acetato de Uranilo al 2% en Etanol 70º en oscuridad 
2x3’ 4ºC Etanol 70º 
2x10’ 4ºC Etanol 96º 
2x10’ 4ºC Etanol 100º 
2x10’ tª ambiente Etanol 100º con sulfato cúprico 
2x8’ tª ambiente Óxido de propileno 
24 horas tª ambiente Infiltrar en resina Durcupan 
24 horas 60ºC Incluir en plano y polimerizar la resina 
 
 
Marcaje inmunocitoquímico mediante fluorescencia (apartado 4.8.1.1.3.) 
 
3x5’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Borohidruro sódico al 1% en TF (preparar 30’ antes de ser usado) si el tejido ha estado fijado con las soluciones de perfusión 2 o 3 
4x5’ tª ambiente Lavar en TF 
5’ tª ambiente Lavar en TFS 
45’ tª ambiente Solución bloqueo preparada en TFS 
24 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo primario diluido en solución de incubación preparada en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
2 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario fluorescente diluido en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
 tª ambiente Montar sobre portaobjetos gelatinizados con N-propil-galeato 
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Marcaje inmunocitoquímico simples en postinclusión sobre secciones semifinas 
(apartado 4.8.1.2.) 
 
12’ tª ambiente En una mezcla de 50% etóxido sódico, 30% acetona y 20% tolueno 
2’ tª ambiente Etanol 100º 
2’ tª ambiente Etanol 96º 
2’ tª ambiente Etanol 70º 
2’ tª ambiente Etanol 50º 
2’ tª ambiente Lavar con agua 
5’ tª ambiente Lavar con TFS 
10’ tª ambiente 1% Metaperyodato sódico en TFS 
3x10’ tª ambiente Lavar con TFS 
5’ tª ambiente Lavar con TF 
15’ tª ambiente 1% Borohidruro sódico en TF (si el tejido ha estado fijado con las soluciones de perfusión 2 o 3) 
3x10’ tª ambiente Lavar con TF 
5’ tª ambiente Lavar con TFS 
30’ tª ambiente Solución de bloqueo con 10% NGS y 0.1% Triton X-100 en TFS 
3x10’ tª ambiente Lavar con TFS 
24 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo primario diluido en TFS con 1% NGS 
3x10’ tª ambiente Lavar con TFS 
50’ tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TFS 
3x10’ tª ambiente Lavar en TFS 
45’ tª ambiente Incubación con el complejo ABC diluido 1:200 en TFS 
3x10’ tª ambiente Lavar en TFS 
5’-20’ tª ambiente Revelado con DAB al 0.05% y H2O2 al 0.003% en TF 
3x10’ tª ambiente Lavar en TFS 
10’ tª ambiente Lavar en TF 
2’ tª ambiente Osmificar en 1% OsO4 en TF 
4x10’ tª ambiente Lavar en TF 
2’ tª ambiente Etanol 50º 
2’ tª ambiente Etanol 70º 
2’ tª ambiente Etanol 96º 
2’ tª ambiente Etanol 100º 
2’ tª ambiente Xilol 
  Montar con Eukitt 
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Marcajes inmunocitoquímicos dobles en preinclusión 
Marcaje inmunohistoquímico doble con ABC y oro coloidal si los anticuerpos primarios son de 
distinto origen (apartado 4.8.2.1.1.) 
 
3x5’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Borohidruro sódico al 1% en TF (preparar 30’ antes de ser usado) si el tejido ha estado fijado con las soluciones de perfusión 2 o 3 
4x5’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Solución crioprotectora 
3 veces  Rápida congelación-descongelación en N2 líquido 
3x10’ tª ambiente Lavar en TF 
10’ tª ambiente Lavar en TFS 
1 hora tª ambiente Solución de bloqueo preparada con TFS 
48-72 
horas 4ºC 
Incubación con la mezcla de los anticuerpos primarios diluidos en 
solución de incubación preparada con TFS 
4x10’ tª ambiente Lavar en TFS 
2 horas tª ambiente 
24 horas 4ºC 
Incubación con la mezcla de anticuerpos secundarios diluidos en 
solución de incubación preparada con TFS 
3x5’ tª ambiente Lavar en solución de incubación preparada con TFS 
3x10’ tª ambiente Lavar en TFS 
10’ tª ambiente Post-fijación en 2% Glutaraldehído en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
4x10’ tª ambiente Lavar con agente acondicionador  
15’-20’ 20ºC Amplificación del oro en oscuridad y controlada en el microscopio 
10’ tª ambiente Parar la reacción con tiosulfato sódico 0.03M en agente acondicionador
4x10’ tª ambiente Lavar con agente acondicionador  
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
10’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el complejo ABC diluido 1:200 en TF  
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Revelado con DAB al 0.05% y H2O2 al 0.003% en TF 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Postfijación e intensificación con 1% OsO4 en TF en oscuridad 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2x3’ 4ºC Etanol 30º 
2x10’ 4ºC Etanol 50º 
2x10’ 4ºC Etanol 70º 
45’ 4ºC Contrastado con 2% Acetato de Uranilo en Etanol 70º en oscuridad 
2x3’ 4ºC Etanol 70º 
2x10’ 4ºC Etanol 96º 
2x10’ 4ºC Etanol 100º 
2x10’ tª ambiente Etanol 100º con sulfato cúprico 
2x8’ tª ambiente Óxido de propileno 
24 horas tª ambiente Infiltrar en resina Durcupan 
24 horas 60ºC Incluir en plano y polimerizar la resina 
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Marcaje inmunohistoquímico doble con ABC y oro coloidal si los anticuerpos primarios son del 
mismo origen (apartado 4.8.2.1.2.) 
 
3x5’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Borohidruro sódico al 1% en TF (preparar 30’ antes de ser usado) si el tejido ha estado fijado con las soluciones de perfusión 2 o 3 
4x5’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Solución crioprotectora 
3 veces  Rápida congelación-descongelación en N2 líquido 
3x10’ tª ambiente Lavar en TF 
10’ tª ambiente Lavar en TFS 
1 hora tª ambiente Solución de bloqueo preparada con TFS 
48-72 
horas 4ºC 
Incubación con el primer anticuerpo primario diluido en solución de 
incubación preparada con TFS 
4x10’ tª ambiente Lavar en TFS 
2 horas tª ambiente 
24 horas 4ºC 
Incubación con el anticuerpo secundario-Au (1 nm) diluido 1:100 en 
solución de incubación preparada con TFS 
3x5’ tª ambiente Lavar en solución de incubación preparada con TFS 
3x10’ tª ambiente Lavar en TFS 
10’ tª ambiente Post-fijación en 2% Glutaraldehído en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
4x10’ tª ambiente Lavar con agente acondicionador diluido 1:10 en agua 
15’-20’ 20ºC Amplificación del oro en oscuridad y controlada en el microscopio 
10’ tª ambiente Parar la reacción con tiosulfato sódico 0.03M en agente acondicionador 
4x10’ tª ambiente Lavar con agente acondicionador diluido 1:10 en agua 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
10’ tª ambiente Lavar en TF 
48-72 
horas 4ºC 
Incubación con el segundo anticuerpo primario diluido en solución de 
incubación preparada en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el complejo ABC diluido 1:200 en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Revelado con DAB al 0.05% y H2O2 al 0.003% en TF 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
1 hora tª ambiente Postfijación e intensificación con 1% OsO4 en TF en oscuridad 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2x3’ 4ºC Etanol 30º 
2x10’ 4ºC Etanol 50º 
2x10’ 4ºC Etanol 70º 
45’ 4ºC Contrastado con 2% Acetato de Uranilo en Etanol 70º en oscuridad 
2x3’ 4ºC Etanol 70º 
2x10’ 4ºC Etanol 96º 
2x10’ 4ºC Etanol 100º 
2x10’ tª ambiente Etanol 100º con sulfato cúprico 
2x8’ tª ambiente Óxido de propileno 
24 horas tª ambiente Infiltrar en resina Durcupan 
24 horas 60ºC Incluir en plano y polimerizar la resina 
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Marcaje inmunohistoquímico doble con DAB y DAB-Ni (apartado 4.8.2.4.) 
 
45’ tª ambiente Solución de bloqueo preparada en TF 
24 horas tª ambiente Incubación con el primer anticuerpo primario diluido en solución de incubación preparada en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el complejo ABC diluido 1:200 en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2’-20’ tª ambiente Revelado con DAB-Ni al 0.03% y H2O2 al 0.003% en TF 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Incubación con azida sódica al 0,05% en TF 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
24 horas tª ambiente Incubación con el segundo anticuerpo primario diluido en solución de incubación preparada con TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2 horas tª ambiente Incubación con el complejo ABC diluido 1:200 en TF 
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
5’-20’ tª ambiente Revelado con DAB al 0.05% y H2O2 al 0.003% en TF 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2x3’ tª ambiente Etanol 30º 
2x10’ tª ambiente Etanol 50º 
2x15’ tª ambiente Etanol 70º 
2x15’ tª ambiente Etanol 96º 
2x15’ tª ambiente Etanol 100º 
2x8’ tª ambiente Óxido de propileno 
24 horas tª ambiente Infiltrar en resina Durcupan 
24 horas 60ºC Incluir en plano y polimerizar la resina 
 
 
Marcaje inmunohistoquímico doble de fluorescencia si los anticuerpos primarios tienen distinto 
origen (apartado 4.8.2.5.) 
 
3x5’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Borohidruro sódico al 1% en TF (preparar 30’ antes de ser usado) si el tejido ha estado fijado con las soluciones de perfusión 2 o 3 
4x5’ tª ambiente Lavar en TF 
5’ tª ambiente Lavar en TFS 
45’ tª ambiente Solución de bloqueo preparada con TFS 
24 horas tª ambiente Incubación con una mezcla de los anticuerpos primarios diluidos en solución de incubación preparada con TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
2 horas tª ambiente Incubación con los anticuerpos secundarios fluorescentes 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
  Montar sobre portaobjetos gelatinizados con N-propil-galeato 
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Marcaje inmunohistoquímico doble de fluorescencia si los anticuerpos primarios tienen el mismo 
origen; empleo de los fragmentos F(ab) (apartado 4.8.2.6.) 
 
3x5’ tª ambiente Lavar en TF 
20’ tª ambiente Borohidruro sódico al 1% en TF (preparar 30’ antes de ser usado) si el tejido ha estado fijado con las soluciones de perfusión 2 o 3 
4x5’ tª ambiente Lavar en TF 
5’ tª ambiente Lavar en TFS 
45’ tª ambiente Solución de bloqueo preparada en TFS 
24 horas tª ambiente Incubación con el primer anticuerpo primario diluido en solución de incubación preparada en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
60’ tª ambiente Incubación con los fragmentos F(ab) diluidos 1:100 en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
2 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario fluorescente diluido en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
45’ tª ambiente Solución de bloqueo preparada en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
24 horas tª ambiente Incubación con el segundo anticuerpo primario diluido en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
2 horas tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario fluorescente diluido en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
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Marcajes inmunocitoquímicos dobles donde se utiliza oro coloidal en postinclusión  
Marcaje inmunocitoquímico doble con ABC en preinclusión y oro coloidal en postinclusión (apartado 
4.8.2.2.) 
En primer lugar se realiza la detección en preinclusión del anticuerpo utilizando el método ABC, tal y 
como se detalla en el apartado 4.8.1.1.1.2. Después de su análisis se procede a la reinclusión de una 
sección de tejido y a la obtención de secciones ultrafinas donde se realizará la siguiente detección 
inmunocitoquímica. 
 
10’ tª ambiente 1% ácido peryódico en agua Filtrar 
3x3’ tª ambiente Lavar con agua Filtrar 
 tª ambiente Secar las rejillas con papel de filtro 
15’ tª ambiente 2% metaperyodato sódico en agua Filtrar 
3x3’ tª ambiente Lavar con agua Filtrar 
 tª ambiente Secar las rejillas con papel de filtro 
3’ tª ambiente TTS Filtrar 
30’ tª ambiente Bloqueo: 1% Ovoalbúmina en TTS Filtrar 
2x10’ tª ambiente TTS Filtrar 
2h tª ambiente Anticuerpo primario diluido  en TTS con 1% NGS  
2x10’ tª ambiente TTS Filtrar 
10’ tª ambiente 0.5% de Tween-20 en TT Filtrar 
2h tª ambiente Anticuerpo secundario diluido 1:15 en 0.5% de Tween-20 en TT 
4x7’ tª ambiente TFS Filtrar 
2’ tª ambiente 2% Glutaraldehído en TFS Filtrar 
4x2’ tª ambiente Lavar en agua Filtrar 
1’30” tª ambiente Amplificación del oro  
4x2’ tª ambiente Lavar en agua Filtrar 
45’ tª ambiente Acetato de uranilo a saturación en agua Filtrar 
3x2’ tª ambiente Lavar en agua Filtrar 
12’ tª ambiente Citrato de plomo (Solución de Reynolds) 
10x2’ tª ambiente Lavar en agua Filtrar 
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Marcaje inmunocitoquímico doble con partículas de oro coloidal de un tamaño determinado en 
preinclusión y con partículas de oro coloidal de un tamaño diferente en postinclusión (apartado 4.8.2.3.)  
En primer lugar se realiza la detección en preinclusión del anticuerpo utilizando el método ABC, tal y 
como se detalla en el apartado 4.8.1.1.2. Después de su análisis se procede a la reinclusión de una sección 
de tejido y a la obtención de secciones ultrafinas donde se realizará la siguiente detección 
inmunocitoquímica. 
 
10’ tª ambiente 1% ácido peryódico en agua Filtrar 
3x3’ tª ambiente Lavar con agua Filtrar 
 tª ambiente Secar las rejillas con papel de filtro 
15’ tª ambiente 2% metaperyodato sódico en agua Filtrar 
3x3’ tª ambiente Lavar con agua Filtrar 
 tª ambiente Secar las rejillas con papel de filtro 
3’ tª ambiente TTS Filtrar 
30’ tª ambiente Bloqueo: 1% Ovoalbúmina en TTS Filtrar 
2x10’ tª ambiente TTS Filtrar 
2h tª ambiente Anticuerpo primario diluido  en TTS con 1% NGS  
2x10’ tª ambiente TTS Filtrar 
10’ tª ambiente 0.5% de Tween-20 en TT Filtrar 
2h tª ambiente Anticuerpo secundario diluido 1:15 en 0.5% de Tween-20 en TT 
4x7’ tª ambiente TFS Filtrar 
2’ tª ambiente 2% Glutaraldehído en TFS Filtrar 
4x2’ tª ambiente Lavar en agua Filtrar 
45’ tª ambiente Acetato de uranilo a saturación en agua Filtrar 
3x2’ tª ambiente Lavar en agua Filtrar 
12’ tª ambiente Citrato de plomo (Solución de Reynolds) 
10x2’ tª ambiente Lavar en agua Filtrar 
 
 
Detección inmunocitoquímica en secciones semifinas adyacentes de tejido 
obtenido por crioultramicrotomía (apartado 4.10.2.) 
 
 
10’ tª ambiente Lavar en TFS 
30’ tª ambiente Bloquear el tejido con 0.2M glicina en TFS 
3x10’ tª ambiente Lavar con 2% de BSA en TFS 
60’ tª ambiente Incubación con el anticuerpo primario diluido en TFS-BSA 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
45’ tª ambiente Incubación con el anticuerpo secundario biotinilado diluido 1:200 en TFS 
3x15’ tª ambiente Lavar en TFS 
45’ tª ambiente Incubación con el complejo ABC diluido 1:200 en TFS  
3x15’ tª ambiente Lavar en TF 
5’ tª ambiente Revelado con DAB al 0.05% y H2O2 al 0.003% en TF 
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2’ tª ambiente Postfijación e intensificación con 1% de OsO4 en TF  
4x15’ tª ambiente Lavar en TF 
2’ tª ambiente Etanol 50º 
2’ tª ambiente Etanol 70º 
2’ tª ambiente Etanol 96º 
2’ tª ambiente Etanol 100º 
2’ tª ambiente Xilol 
  Montar con Eukitt 
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Previous data suggest that cGMP-signaling can play key roles in the circuitry of the olfactory 
bulb (OB). Therefore, the expression of cGMP-selective subunits of the cyclic nucleotide-gated ion 
channels (CNGs) can be expected in this brain region. In the present study, we demonstrate a 
widespread expression of the cGMP-selective A3 subunit of the CNGs (CNGA3) in the rat OB. 
CNGA3 appears in principal cells, including mitral cells and internal, medium and external tufted 
cells. Moreover, it appears in two populations of interneurons, including a subset of periglomerular 
cells and a group of deep short-axon cells. In addition to neurons, CNGA3-immunoreactivity is 
found in the ensheathing glia of the olfactory nerve. Finally, an abundant population of CNGA3-
containing cells with fusiform morphology and radial processes is found in the inframitral layers. 
These cells express doublecortin and have a morphology similar to that of the undifferentiated cells 
that leave the rostral migratory stream and migrate radially through the layers of the OB. 
Altogether, our results suggest that CNGA3 can play important and different roles in the OB. 
Channels composed of this subunit can be involved in the processing of the olfactory information 
taking place in the bulbar circuitry. Moreover, they can be involved in the function of the 
ensheathing glia and in the radial migration of immature cells through the bulbar layers. 






Cyclic nucleotide-gated ion channels (CNGs) are non-selective ion channels, which can be 
directly activated by cAMP and cGMP (Kaupp and Seifert, 2002; Matulef and Zagotta, 2003). They 
were first identified in vertebrate rod (Fesenko et al., 1985; Yau and Nakatani, 1985) and cone 
(Cobbs et al., 1985; Haynes and Yau, 1985) photoreceptors and in olfactory sensory neurons 
(Nakamura and Gold, 1987), where they participate in sensory transduction (Pifferi et al., 2006 for a 
review). In these cells, CNGs are present as heterotetramers of distinct subunits (Bradley et al., 
2005). To date, six genes coding for six different subunits have been identified in mammals. These 
subunits are grouped in two families: the A or ‘principal’ subunits and the B or ‘modulatory’ 
subunits. The A family includes four subunits, which are named CNGA1, CNGA2, CNGA3, 
CNGA4 and the B family includes two subunits, which are named CNGB1 and CNGB3 (Bradley et 
al., 2001; Matulef and Zagotta, 2003 for a review). 
The subunit composition of the heterotetramers determines the ligand sensitivity, the 
selectivity and the efficacy of the channel. For example, CNGA1 and CNGA3 subunits are present 
in the CNGs of rods and cones respectively and these channels sharply discriminate between cGMP 
and cAMP, being more responsive to the former. On the contrary, CNGA2 subunit is present in the 
CNGs of the olfactory sensory neurons and these channels respond equally well to cAMP and 
cGMP (Kaupp and Seifert, 2002). From these data, it can be inferred that CNGA1 and CNGA3 
subunits are involved in cGMP-signaling rather than in cAMP-signaling pathways. Supporting this 
idea, it has been reported that a restricted set of “atypical” olfactory sensory neurons, which do not 
use the cAMP-signaling for sensory transduction but use cGMP-signaling, do not express CNGA2 
but they do express CNGA3 (Meyer et al., 2000). 
The olfactory bulb (OB) is the first relay station for olfactory information in the brain. 
Previous data indicate that cGMP participates as a second messenger in the neural networks of this 
cerebral area. On the one hand, cGMP acts in nitric oxide-signaling (Stone and Marletta, 1994; 




Krumenacker et al., 2004), and OB and cerebellum are the brain regions with the highest production 
of nitric oxide (Bredt et al., 1991; Vincent and Kimura, 1992). Moreover, we have recently 
demonstrated an abundant expression of soluble guanylyl cyclase, the most common transducer for 
nitric oxide-signaling, in the OB (Gutièrrez-Mecinas et al., 2005a). On the other hand, natriuretic 
peptides and their transducer, particulate guanylyl cyclase, are also abundant in the OB (Bachar et 
al., 1995; Herman et al., 1996). Altogether, these data suggest that cGMP-signaling may be 
involved in the bulbar function. Therefore, the expression of cGMP-selective subunits of the CNGs 
can be expected in the circuitry of the OB. 
We set out to test this issue in the present study. For that, we have analyzed the expression of 
CNGA3 in the OB of the rat using immunocytochemical techniques and light, confocal and electron 
microscopy. We have found a widespread distribution of CNGA3 in some populations of bulbar 
neurons, in the ensheathing glia of the olfactory nerve and in immature cells migrating radially 
through the bulbar layers. 
 
MATERIAL AND METHODS 
 
Animals and tissue preparation 
Ten adult male Wistar rats were used for this study. All the procedures were conformed to the 
guidelines of European Communities Council Directive (86/609/EEC) and conformed to the 
Spanish legislation for the use and care of animals (Real Decreto 1201/2005). Moreover, they were 
in accordance with the guidelines of the NIH for the use and care of animals. 
The animals were deeply anaesthetised with 4% chloral hydrate in physiological saline 
(1ml/100g body weight) and intra-aortically perfused, first with saline for 1 minute followed by 500 
ml of fixative as follows. Four animals were perfused with 500 ml of 4% (w/v) paraformaldehyde in 
0.1M phosphate buffer, pH 7.4, (PB). These animals were used for the analysis of the expression of 
CNGA3 under the light microscope. Moreover, they were used for the experiments of double-




immunofluorescence. Three additional animals were perfused with 500 ml of 4% (w/v) 
paraformaldehyde and 0.5% glutaraldehyde in PB. The three remaining animals were perfused, 
first, with 50 ml of a mixture of 3.8% (v/v) acrolein and 2% (w/v) paraformaldehyde in PB and, 
afterwards, with 450 ml of 2% (w/v) paraformaldehyde in PB. Animals perfused with fixatives 
containing either glutaraldehyde or acrolein were used for electron microscopy. Tissue from 
animals perfused with fixative containing glutaraldehyde was used for the post-embedding 
immunogold detection of GABA. The brains of the animals were dissected out after perfusion, and 
the OBs were cut in 50-µm-thick coronal sections on a vibratome. Sections were kept in cold PB 
(4ºC) before processing. 
Free-floating sections from the animals perfused with the fixatives containing glutaraldehyde 
or acrolein were treated with 1% NaBH4 in PB during 30 minutes and extensively rinsed in PB. The 
sections destined for electron microscopy were cryoprotected 1 hour by immersion in 25% sucrose 
and 10% glycerol in 0.05 M PB and then freeze-thawed three times with liquid nitrogen to enhance 
antibody penetration. 
 
Immunocytochemical detection of CNGA3 using the avidin-biotin-immunoperoxidase method for 
light and electron microscopy 
For this method, sections were sequentially incubated in: (i) blocking solution containing 10% 
normal goat serum (NGS) and 2% bovine serum albumin (BSA) in PB, for 45 minutes at 20ºC; (ii) 
polyclonal rabbit anti-CNGA3 antibody diluted 1:500 in PB containing 1% NGS and 0.8% BSA, 
for 48 hours at 4ºC; (iii) biotinylated goat anti-rabbit IgG (Vector Labs.) diluted 1:200 in PB, for 2 
hours at 20ºC; (iv) avidin-biotinylated horseradish peroxidase complex (Vector Labs.) diluted 1:200 
in PB, for 2 hours at 20ºC. The peroxidase reaction was developed using 0.05% 3,3’-
diaminobenzidine tetrahydrochloride (DAB) (Sigma) and 0.003% hydrogen peroxide in PB for 5 
minutes at 20ºC. Sections were carefully rinsed in PB (3 x 10 minutes) after each step. Following 
extensive washes in PB, sections were treated with 1% osmium tetroxide (Electron Microscopy 




Science) and 7% glucose in PB for 1 hour at 20ºC and then washed repeatedly in PB. Finally, 
sections were stained with uranyl acetate (Panreac) for 90 minutes at 4ºC, dehydrated through 
graded ethanol series, cleared in propylene oxide (Fluka AG) and flat-embedded in Durcupan 
(Fluka AG) between slides and coverslips. Durcupan was polymerised overnight at 60ºC. 
Flat-embedded sections were examined under the light microscope and, after analysis, a few 
sections containing CNGA3-immunopositive elements from the animals perfused with the fixatives 
containing either glutaraldehyde or acrolein were re-embedded in Durcupan. Re-embedded material 
was cut on an ultramicrotome and serial 60-nm-thick ultrathin sections were obtained and mounted 
on single-slot Formvar-coated nickel grids. The ultrathin sections were directly stained with lead 
citrate and analysed under the electron microscope or reserved for post-embedding immunogold 
detection of GABA. 
 
Pre-embedding immunogold-silver detection of CNGA3 for electron microscopy 
In this procedure, sections were washed in 0.1 M phosphate buffered saline, pH 7.4 (PBS) and 
sequentially incubated in: (i) blocking solution, containing 0.8% BSA and 0.1% gelatine in PBS for 45 
minutes; (ii) polyclonal rabbit anti-CNGA3 receptor serum diluted 1:500 in blocking solution, for 48 hours at 
4ºC; (iii) 1nm colloidal gold-labeled goat anti-rabbit IgG (Amersham) diluted 1:100 in blocking solution, for 2 
hours at 20ºC followed for 24 hours at 4ºC; (iv) blocking solution (3x5 minutes); (v) and finally 2% 
glutaraldehyde in PBS for 10 minutes to fix gold particles. After each step, sections were rinsed (3x10 
minutes) in PBS. For the microscopic analysis of the staining, the gold particles were enlarged using silver 
enhancer Aurion R-Gent SE-LM (Electron Microscopy Sciences) for 18 minutes at 20ºC. The enhancement 
was stopped in 0.03M sodium thiosulphate in an enhancement conditioning solution (Aurion) for 10 minutes. 
Afterwards, the sections were washed in PBS and then treated with 1% osmium tetroxide in PB for 60 
minutes at 20ºC. Thereafter, the sections were stained with uranyl acetate for 45 minutes at 20ºC, 
dehydrated through increasing graded ethanol series, cleared in propylene oxide and flat-embedded in 
Durcupan. After analysis of this material under the light microscope, some fields from the sections were re-
embedded in Durcupan and 60-nm thick ultrathin sections were cut with an ultramicrotome. Ultrathin sections 
were serially collected on single-slot Formvar-coated nickel grids and stained with lead citrate before the 
analysis under the electron microscope. 





Colocalization of CNGA3 with CB/CR/PV/TH/nNOS/CCK/DCX 
 
To characterise and identify the CNGA3-immunopositive elements of the OB, we have 
investigated the colocalization of CNGA3 with different markers: calbindin D-28k (CB), calretinin 
(CR), parvalbumin (PV), tyrosine hydroxylase (TH), neuronal isoform of the nitric oxide synthase 
(nNOS), cholecystokinin (CCK) and doublecortin (DCX). 
For these experiments, double immunofluorescence was used in sections from the animals 
perfused with fixative without glutaraldehyde or acrolein. Free-floating sections were incubated in 
blocking solution containing 10% normal donkey serum (NDS) and 2% BSA in PB, for 45 minutes 
at 20ºC. Then, they were incubated in a mixture of primary antibodies diluted in PB containing 2% 
NDS and 0.8% BSA, for 48 hours at 4ºC. The mixture of primary antibodies was made of 
polyclonal rabbit anti-CNGA3 (1:500 in the final mixture) and: monoclonal mouse anti-CB 
(1:10000 in the final mixture), monoclonal mouse anti-CR (1:10000 in the final mixture), 
monoclonal mouse anti-PV (1:3000 in the final mixture), monoclonal mouse anti-TH (1:1000 in the 
final mixture), monoclonal mouse anti-nNOS (1:1000 in the final mixture), monoclonal mouse anti-
CCK (1:5000 in the final mixture) and polyclonal goat anti-DCX (1:100 in the final mixture) 
Thereafter, the sections were incubated for 2 hours at 20ºC in a mixture of Cy3-conjugated donkey 
anti-rabbit IgG (Jackson Labs.; 1:400 in the final mixture) and Cy2-conjugated donkey anti-mouse 
or donkey anti-goat IgG (Jacksons Labs.; 1:400 in the final mixture). Secondary antibodies were 
diluted in PB. After each step, sections were carefully washed in PB. 
Finally, sections were mounted on gelatine-coated slides and coverslipped with an anti-fading 
medium (0.42 g glycine, 0.021 g sodium hydroxide, 0.51 g sodium chloride, 0.03 g sodium azide 
and 5 g N-propyl gallate in 100 ml of 70% glycerine). Double labelling was analysed under Laser 
Scanning Confocal Microscopy. 
 




Post-embedding immunogold staining for GABA  
Pre-embedding immunocytochemical detection of CNGA3 was combined with post-
embedding immunogold detection of GABA that was analyzed at the electron microscope. Post-
embedding immunostaining for GABA was carried out according to Somogyi and Hodgson (1985), 
with slight variations as previously reported (Crespo et al., 2000). All steps were carried out on 
droplets of solution in humid Petri dishes at 20ºC as follows: 1% periodic acid (H5IO6) for 10 
minutes; washing in distilled water (3 x 3 minutes); 2% sodium metaperiodate (NaIO4) for 10 
minutes; washing in distilled water (3 x 3 minutes); washing in 0.05 M Tris-HCl buffer saline 
(TBS), pH 7.4, for 3 minutes; blocking solution containing 1% chicken egg albumin in TBS for 30 
minutes; washing in TBS (2 x 10 minutes); rabbit anti-GABA serum (1:2500 in 1% NGS in TBS) 
for 2 hours; washing in TBS (2 x 10 minutes); 1% bovine serum albumin and 0.05% Tween 20 in 
0.05 M Tris-HCl buffer (TB), pH 7.4, for 10 minutes; goat anti-rabbit IgG-coated 10 nm colloidal 
gold (Sigma, 1:15 in TB containing 1% bovine serum albumin and 0.05% Tween 20) for 2 hours; 
washing in distilled water (3 x 5 minutes) and PBS (4 x 5 minutes); 2% glutaraldehyde in PBS for 2 
minutes; washing in distilled water (4 x 5 minutes); silver enhancement of the gold particles for 1 
minute; washing in distilled water (4 x 5 minutes); saturated uranyl acetate for 30 minutes; washing 
in distilled water (4 x 5 minutes); staining with lead citrate; washing in distilled water and then 
dried out. 
Profiles showing a density of colloidal gold particles 3-fold higher than background in two or 
three adjacent sections were considered GABA-immunoreactive. Profiles of olfactory nerve 




For the detection of CNGA3, a commercial polyclonal antiserum raised in rabbit by Alomone 
(#APC-060) has been used. We have recently used this antibody in the rat brain (Gutièrrez-Mecinas 




et al., 2007). This antiserum was raised against a peptide corresponding to amino acid residues 594-
611 of rat CNGA3. The putative location of the epitope is the intracellular C-terminus of the rat 
CNGA3 subunit. The company of origin tested the specificity for the antiserum in rat by Western 
blotting; they also confirmed the absence of bands when the antibody was preincubated with the 
peptide antigen. Finally, we have further checked the specificity of the CNGA3 antibody by 
immunocytochemistry. For that, some cryostat sections from retina were processed for the 
immunocytochemical detection of CNGA3 using the avidin-biotin-immunoperoxidase method as 
described above. A specific DAB precipitate was obtained in the cone outer segments whereas the 
rod outer segments were unstained in these sections (Fig 1A), confirming the validity of the 
immunostaining. Additional controls for the immunocytochemical procedures using the avidin-
biotin-immunoperoxidase and the immunogold-silver methods were carried out in our laboratory by 
omitting the first or second antibodies in each step and by incubating some sections exclusively in 
blocking solution, in DAB solution or in silver enhancer solution. 
The experiments of double immunofluorescence were made using commercial monoclonal 
antibodies from Swant (CB #300; CR #6B3; and PV #235), Chemicon (TH #MAB318) and Sigma 
(nNOS #N2280) or a polyclonal antibody from Santa Cruz (DCX #SC8066). The company of 
origin tested the specificity of these antibodies in rat tissue. Moreover, they have been widely used 
in previous studies of the rat brain (Gutièrrez-Mecinas et al., 2005a, b, c; Nacher et al., 2005). The 
antibody against CCK was provided by CURE/Digestive Diseases Research Center, Antibody/RIA 
Core, University of California, Los Angeles. It has also been previously used in rat brain (Gutièrrez-
Mecinas et al., 2005c). Additional controls for the procedure were performed in our laboratory as 
previously described (Gutièrrez-Mecinas et al., 2005c). 
For the post-embedding immunogold detection of GABA, a commercial polyclonal antiserum 
raised in rabbit has been used (Sigma, #A2052). This antibody has been developed using GABA-
BSA as the immunogen. The company of origin tested its specificity: the antibody shows positive 
binding for GABA in a dot blot assay and negative binding for BSA. This antiserum has been 




previously used in post-embedding immunogold detection of GABA (Crespo et al., 2000; 
Gutièrrez-Mecinas et al., 2005b, c). Controls for the immunocytochemical procedure were carried 




Strong staining was found in the rat OB after CNGA3-immunocytochemistry. The staining 
was intense in the olfactory nerve layer (ONL), external plexiform layer (EPL) and mitral cell layer 
(MCL), although the presence of CNGA3-containing elements was evident in all bulbar layers (Fig. 
1B). 
 
Olfactory nerve layer 
Dense bundles of ‘fiber-like’ positive elements were found in the ONL. These elements were 
homogeneously distributed throughout the entire layer and disappeared in the limit with the 
glomerular layer (GL), just where the olfactory axons innervate the neuropil of the olfactory 
glomeruli (Fig. 2A, B). Electron microscopy allowed us to identify the positive elements as the 
processes of the ensheathing glia that wrap the bundles of olfactory axons. However, all the 
olfactory axons analyzed were clearly negative (Fig. 2C-F). 
 
Glomerular layer 
In the glomerular layer, CNGA3-containing elements were found in the periglomerular region 
and in the neuropil of the olfactory glomeruli (Fig. 3A). In the periglomerular region, these 
elements corresponded to periglomerular cells and external tufted cells (Fig. 3B-D). Periglomerular 
cells showed small (5-9 µm) somata with round morphology and a thin dendrite that innervate the 
glomerular neuropil. External tufted cells were larger than periglomerular cells (10-15 µm), showed 




ovoid somata and one or two thick dendrites innervating the glomerular neuropil or running 
throughout the periglomerular region, close to the boundary with the EPL. 
The profiles found in the neuropil of the olfactory glomeruli (Fig. 3A) were analyzed under 
the electron microscope, using some ultrathin sections stained with DAB-precipitate and some 
others with gold-silver particles. Ultrastructural analysis indicated that the positive profiles were 
distributed in both, the sensory and the synaptic compartments of the glomerular neuropil. The 
positive profiles frequently received asymmetrical synapses from the terminals of the olfactory 
axons in the sensory compartment. The DAB-precipitate and the gold-silver particles were found in 
the cytoplasm of the profiles or attached to the plasmatic membrane (Figs. 4 and 5). When the 
staining was found in the plasmatic membrane of the profiles, there was not a clear link with the 
synaptic contacts that these profiles made or received. 
The positive profiles were unequivocally identified as dendrites of principal cells and 
dendrites of periglomerular cells on the basis of their synaptology. The positive dendrites of 
principal cells were distinguished because they made asymmetrical synaptic contacts on 
periglomerular cells (Fig. 4A-D) and received symmetrical contacts from them. Post-embedding 
immunogold detection of GABA in material previously stained for CNGA3 with DAB 
demonstrated the absence of colloidal gold in the profiles corresponding to principal cells (Fig. 4D). 
The positive dendrites of periglomerular cells were distinguished because they received 
asymmetrical synapses from principal cells or made symmetrical synapses on them (Fig. 5A, B). 
Part of the positive dendrites of the periglomerular cells was found in the sensory compartment of 
the glomerular neuropil, where they occasionally received asymmetrical synapses from the 
olfactory axons (Fig. 5A). These profiles were GABAergic (Fig. 5C, D). They were also found in 
the synaptic compartment of the glomerulus. In this compartment, we have found both, GABA-
positive and GABA-negative profiles corresponding to dendrites of periglomerular cells. 
We have made a further neurochemical analysis of the CNGA3-positive periglomerular cells 
using double-immunofluorescence and different markers for specific subpopulations of these 




interneurons. These markers included the enzymes nNOS and TH, the neuropeptide CCK, and the 
calcium-binding proteins CB and CR (Fig. 10A-E). CNGA3 did not colocalize with nNOS or TH 
(both markers stain subpopulations of GABAergic periglomerular cells). Similarly, CNGA3 did not 
colocalize with CCK or CR (these two markers stain subpopulations of GABA-immunonegative 
periglomerular cells). Colocalization of CNGA3 and CB was found in a restricted subset of 
periglomerular cells. These cells represent 17% of the total population of CNGA3-positive 
periglomerular cells (n=201) and, in turn, 5% of the total population of CB-positive ones (n=646). 
 
External plexiform layer and mitral cell layer 
Principal cells of the OB (mitral cells and external, middle and internal tufted cells) were 
CNGA3-positive (Fig. 6). The staining was intense in the principal and lateral dendrites of these 
neurons, which results in an intense labeling of the whole EPL. This labeling was not homogeneous 
throughout the EPL; it was more intense in its outer portion, where the density of dendrites from the 
external and middle tufted cells is higher (Fig. 6A). In addition to the staining in the dendrites, the 
principal cells showed immunoreactivity in the cell bodies and in the initial portion of the axons 
(Fig. 6B-D). 
The EPL not only contains principal cells, but also an abundant population of GABAergic 
interneurons that express the calcium-binding protein PV (Kosaka et al., 1994). These interneurons 
were apparently CNGA3-negative under the light microscope in sections stained with DAB. 
However, the intense staining for CNGA3 in the EPL, due to the principal cells, could be masking 
the staining of the interneurons. To confirm the absence of CNGA3 in the interneurons of the EPL, 
CNGA3/PV double immunofluorescence was performed. This experiment demonstrated that 
CNGA3 was not present in the somata and dendritic branches of the PV-containing interneurons of 
this layer (Fig. 10F). 
It was clear that at least part of the staining found in the neuropil of the EPL corresponded to 
the large dendritic profiles of the principal cells. However, an interesting point in our study was to 




investigate whether other elements of the neuropil of this layer were positive. The neuropil of the 
EPL is composed of dendrites of principal cells, branches and gemmules of the apical dendrites of 
granule cells and processes of the GABAergic interneurons of this layer. Although it was easy to 
distinguish the large positive profiles of principal cells in the EPL, it was not possible in our 
material to differentiate small profiles such as gemmules and varicosities of granule cells and 
interneurons of the EPL under the light microscope. Therefore, we have analyzed the neuropil of 
the EPL under the electron microscope. Ultrastructural analysis, allowed to unequivocally identify 
the profiles of granule cells and interneurons of the EPL on the basis of their morphology and 
synaptic relationships with principal cells. In this regard, the gemmules and varicosities of granule 
cells and interneurons of the EPL make symmetrical synapses on principal cells. In turn, they 
receive asymmetrical synapses from principal cells. Moreover, the varicosities of the interneurons 
of the EPL can be distinguished under the electron microscope from the gemmules of the granule 
cells, because the former are larger in size and contain abundant mitochondria. Ultrastructural 
analysis confirmed that the dendrites of the principal cells contained CNGA3 and also indicated that 
the gemmules and varicosities of granule cells and interneurons of the EPL were negative (Fig. 7A). 
These data were further confirmed combining pre-embedding staining for CNGA3 using DAB 
precipitate as chromogen and post-embedding immunogold staining for GABA. Since the profiles 
of granule cells and interneurons of the EPL are GABAergic, they were easily identified in this 
material by the presence of colloidal gold. We have found that GABA-containing profiles in the 
EPL do not contain CNGA3 (Fig. 7B, C). 
 
Inframitral layers 
The inframitral layers include the internal plexiform layer (IPL), the granule cell layer (GCL) 
and the white matter (WM). CNGA3-positive cells were abundant in this region (Fig. 8A). These 
cells could be included in two different groups. The first was composed of large neurons (12-18 
µm) with pyriform or polygonal morphology, identified as deep short-axon cells (Fig. 8B-F). They 




were located at different levels throughout the entire inframitral region, from the IPL to the WM. 
The pyriform cells were mainly located in the IPL and superficial portion of the GCL. They showed 
an apical dendrite that was directed towards the EPL. The polygonal cells were found at different 
levels of the GCL and had two or more dendrites, which were only stained in their proximal 
portions. 
The second group of cells found in the inframitral region was clearly distinguishable from the 
deep short-axon cells previously described, and it was composed of fusiform cells that were more 
abundant in the deepest portion of the GCL and in the WM (Fig. 9A). These cells showed medium-
sized somata (8-13 µm in the long axis) with one or two radial processes oriented perpendicular to 
the bulbar layers (Fig. 9 B-F). These processes were not profusely ramified and showed only few 
short branches (Fig. 9 E-F). The morphology of these cells is different from that of granule cells. In 
fact, granule cells were apparently CNGA3-immunonegative. To confirm this result, we have 
performed double immunofluorescence combining CNGA3 with two markers for granule cells: the 
enzyme nNOS and the calcium-binding protein CR. This experiment confirmed that the CNGA3-
containing fusiform cells found in the inframitral regions do not contain the granule cell markers. 
Moreover, the nNOS-positive and the CR-positive granule cells did not contain CNGA3 (Fig. 10G, 
H).  
We have recently described that CNGA3 is expressed in the migrating neuroblasts of the 
rostral migratory stream (Gutièrrez-Mecinas et al., 2007). The CNGA3-containing fusiform cells 
found in the inframitral region were more abundant in its deep portion, mainly in the proximity of 
the rostral migratory stream (Fig. 9A), and were morphologically similar to immature cells. 
Therefore, we suspected that they might be immature cells, which came from the rostral migratory 
stream and were radially migrating through the bulbar layers. To check this hypothesis, we have 
performed double immunofluorescence combining antibodies against CNGA3 and DCX, a 
microtubule associated protein which is involved in cell migration. This experiment clearly 




demonstrated that the CNGA3-containing fusiform cells found in the inframitral region were DCX-




The main result of our report is the widespread distribution of CNGA3 immunoreactivity in 
the rat OB, suggesting that the CNGs composed of this subunit are important in the function of this 
brain area. The diverse cell types that express CNGA3, including mature neurons (principal cells, 
and restricted subpopulations of interneurons), immature radially migrating cells and a specific type 
of glial cells, account for the diverse functions in which CNGA3 may be involved. 
 
Expression of CNGA3 in the ensheathing glia 
 
An interesting finding of the present study is the expression of CNGA3 in the ensheathing 
glia. Olfactory ensheathing glia constitute a type of glia that shares some common features with 
astrocytes and Schwann cells, although it has a different origin and shows peculiar structural 
features (Ramón-Cueto and Ávila, 1998 for a review). These cells enfold olfactory axons avoiding 
them to contact other glial cells and it is known that they underlie the capacity of axonal growth and 
functional regeneration shown by the olfactory sensory neurons. For this reason, attention has been 
paid to the cellular and molecular biology of the ensheathing glial cells (Chuah and West, 2002). 
Numerous studies have analyzed the phenotypic pattern of these cells with the purpose of obtaining 
specific chemical markers to identify them in vivo and in vitro (Ramón-Cueto and Ávila, 1998; 
Chuah and West, 2002 for a review). The conclusion from these studies is that ensheathing glia 
shares common immunocytochemical markers with other types of glia, although their antigenic 
patterns do not completely match. Here, we have demonstrated that the olfactory ensheathing glial 
cells show a strong CNGA3-immunoreactivity. Therefore, CNGA3 may be used as a tool for the 




chemical identification of this type of glia. We still do not know whether other types of glia show 
CNGA3-immunoreactivity. In our material, we have not found positive astrocytes under the light 
and electron microscopes. In a similar way, we have not found positive oligodendrocytes in the 
white matter. However, more detailed studies using CNGA3 and specific markers for astrocytes, 
oligodendrocytes, Schwann cells and microglia are needed in order to determine whether CNGA3 
expression is specific for ensheathing glia or is a chemical feature shared with other types of glia. 
Ensheathing glia shows a relatively high and variable intracellular concentration of calcium at 
resting (Hayat et al., 2003a). Calcium homeostasis is decisive for the correct working of these cells. 
In this regard, the effectiveness of ensheathing glial cells in promoting axonal regeneration depends 
of their intracellular concentration of calcium (Hayat et al., 2003a, b). In their reports, these authors 
anticipated that ensheathing glial cells should have a calcium influx pathway mediated by non-
voltage-gated cation channels, which should be tonically active leading to a high intracellular 
concentration of the cation. However, they do not identify these channels. Interestingly, our results 
provide the anatomical basis to explain the data by Hayat et al. (2003a, b). On the one hand, the 
CNGs are non-voltage-gated channels. On the other hand, the CNGs are permeable to divalent 
cations, in particular calcium, providing an effective pathway for the entrance of this cation into the 
cell. We hypothesize that, in addition to the function that CNGA3 plays in the transduction of the 
visual information in the cones of the retina, channels containing this subunit may allow the 
entrance of calcium in the olfactory ensheathing glial cells, leading to the correct activity of this 
type of glia. Our results can constitute a basis to investigate the molecular machinery underlying the 
role that ensheathing glia plays in axonal growth and guidance. 
 
Expression of CNGA3 in neurons of the OB circuitry 
 
All CNGs respond to some extent to cAMP and cGMP. It is well known that transduction of 
odorant information in the olfactory sensory neurons involves cAMP-signaling and channels 




composed of CNGA2, CNGA4 and CNGB1 subunits (Nakamura and Gold, 1987; Bradley et al., 
2005; Pifferi et al., 2006). It has been demonstrated that these channels do not discriminate between 
cAMP and cGMP. On the contrary, transduction of visual information in the cones involves cGMP-
signaling and channels composed of CNGA3 and CNGB3 subunits. These channels clearly 
discriminate between cGMP and cAMP. Interestingly, there is a restricted set of sensory neurons in 
the rat olfactory epithelium that do not use cAMP-signaling for sensory transduction but use cGMP-
signaling. They do not express CNGA2 in their apical cilia but express CNGA3 (Meyer et al., 
2000). Altogether, these data indicate that CNGA3 can be considered a cGMP-selective subunit of 
the CNGs and, therefore, the widespread distribution of CNGA3 in the circuitry of the OB suggests 
a key role for cGMP-signaling in the processing of olfactory information. We will discuss this role 
and the involvement of CNGs. 
It has been reported that the cyclic nucleotides cAMP and cGMP can facilitate synaptic 
transmission between olfactory nerve fibers and their targets in the olfactory glomeruli (Murphy 
and Isaacson, 2003). Using electrophysiological paradigms, these authors conclude that this role is 
mediated by CNGs located in the presynaptic terminals of the olfactory axons: CNGs would 
increase the concentration of calcium in the synaptic boutons, leading to an increase of the 
transmitter release. We have not found CNGA3-immunoreactivity in the axons of the olfactory 
nerve layer. Moreover, we have analyzed the synaptic terminals of the olfactory axons in the 
sensory compartment of the glomerular neuropil and they were clearly CNGA3-negative. 
Therefore, our present data show that CNGA3 subunit is not involved in the presynaptic effects 
described by Murphy and Isaacson (2003). Channels composed of other subunits, such as CNGA2, 
could participate in this role. In fact, it has been reported that CNGA2 is present not only in the cilia 
of the olfactory sensory neurons, but also in their axons (Matsuzaki et al., 1999), where they may 
modulate the synaptic transmission described by Murphy and Isaacson. 
The most abundant population of CNGA3-containing cells found in the OB is composed of 
glutamatergic principal cells, including mitral cells, and external, middle and internal tufted cells. 




Moreover, we have found CNGA3-immunoreactivity in two populations of GABAergic 
interneurons: periglomerular cells and deep short-axon cells. Our report is not the first study 
indicating the expression of CNGA3 in cells other than retinal cones. A previous report, using in 
situ hybridization techniques, indicates the presence of CNGA3 mRNA in cells of the rat visual 
cortex (Samanta Roy and Barnstable, 1999), although the role that it can play in these cells is not 
presently understood. In the same way, we do not know the role that CNGA3 can play in the bulbar 
neurons. It has been demonstrated that cGMP may modulate cortical glutamatergic and GABAergic 
synapses at presynaptic terminals, but this role involves cGMP-dependent protein kinase (PKG) 
rather than CNGs (Barnstable et al., 2004 for a review). We have found CNGA3 at presynaptic sites 
in both principal cells and interneurons, and, therefore, we cannot discard a presynaptic effect on 
these elements of the circuitry. Electrophysiology should give an insight into the function of 
CNGA3 in the bulbar neurons. 
It has been suggested that the activity of the CNGs in the neurons might be coupled to nitric 
oxide signaling. Moreover, the correlation between the spatial expression of CNGs and elements of 
the nitric oxide signaling in some neurons has led some authors to propose that CNGs might be one 
of the major effectors of the nitric oxide signaling system (Barnstable et al., 2004). The OB is one 
of the brain regions with the highest production of nitric oxide (Bredt et al., 1991; Vincent and 
Kimura, 1992). However, our present results indicate that CNGA3 is not linked to the nitric oxide 
signaling system in the circuitry of the rat OB. Two facts support this assumption. First, it is widely 
accepted that, in physiological conditions, nitric oxide activates the enzyme soluble guanylyl 
cyclase. The bulbar principal cells are the most abundant population of bulbar neurons expressing 
CNGA3, but we have previously demonstrated that they do not contain the β1 subunit of the soluble 
guanylyl cyclase (Gutierrez-Mecinas et al., 2005a) and therefore they cannot respond to nitric oxide 
producing cGMP. Second, the most abundant population of neurons containing soluble guanylyl 
cyclase in the rat OB is the population of CB-containing periglomerular cells (Gutierrez-Mecinas et 
al., 2005a). Nevertheless, our present results reveal that only 5% of the CB-containing 




periglomerular cells express CNGA3. Therefore, the major source of cGMP in the CNGA3-
containing neurons of the rat OB does not appear to be the nitric oxide signaling system. We 
suppose that the expression of CNGA3 in the bulbar neurons is linked to the natriuretic peptide 
signaling system. Natriuretic peptides activate a particulate guanylyl cyclase switching the 
production of cGMP. Interestingly, a previous report demonstrated the presence of particulate 
guanylyl cyclase mRNA in the principal cells of the OB (Herman et al., 1996) and we have 
demonstrated that these neurons contain CNGA3. 
 
Expression of CNGA3 in immature migrating cells 
 
In addition to the expression of CNGA3 in the ensheathing glia and in some populations of 
bulbar neurons, we demonstrate the expression of this subunit in fusiform cells whose morphology 
does not match with that of the mature bulbar neurons. These cells are abundant in the granule cell 
layer, but they do not express markers of rat granule cells such as nNOS and CR. They express 
DCX, which is a protein required for neuronal migration that is expressed in radially and 
tangentially migrating neuroblasts (Francis et al., 1999; Gleeson et al., 1999; Nácher et al., 2001). 
Recently, we have demonstrated that the migrating neuroblasts of the rostral migratory stream 
express CNGA3 and the expression of this subunit is linked to the nitric oxide signaling system 
(Gutièrrez-Mecinas et al., 2007). In that report, we propose that CNGs composed of the CNGA3 
subunit can constitute an effective transducer for the nitric oxide/cGMP signaling system, allowing 
for rapid and precise fluctuations of the intracellular calcium, which might influence the tangential 
migration of the neuroblasts. Now, we demonstrate that the expression of CNGA3 continues in the 
neuroblasts that leave the rostral migratory stream and initiate the radial migration throughout the 
bulbar layers. This fact suggest that CNGA3 may also be involved in its radial migration as a 
transducer for the nitric oxide signaling system. 
 






CNGA3 is widely expressed in the rat OB. Our anatomical data indicate that, in the central 
nervous system, CNGA3 can be involved in diverse functions other than the sensory transduction in 
the cones. First, channels composed of CNGA3 could modulate the correct function of the 
ensheathing glia. Second, they could modulate the synaptic transmission of the bulbar circuits 
(probably as a response to the natriuretic peptides/particulate guanylyl cyclase/cGMP signaling 
system). Third, they could influence radial migration of immature cells through the bulbar layers 
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FIGURE 1. CNGA3 in the retina and olfactory bulb. 
(A): The antibody against CNGA3 stains specifically the outer segments of the cones (arrows) in 
the retina. 
(B): Panoramic view of the staining for CNGA3 in the rat olfactory bulb. The layers with the most 
intense staining are the olfactory nerve layer (ONL) and the external plexiform layer (EPL). 
However, CNGA3-containing elements are abundant in all bulbar layers. 
GCL: granule cell layer; GL: glomerular layer; IPL: internal plexiform layer; MCL: mitral cell 
layer. 
Scale bars: 50 µm in (A); 200 µm in (B). 
 
FIGURE 2. CNGA3 staining in the olfactory nerve layer. 
(A): In the olfactory nerve layer (ONL), an intense staining was found in dense bundles of ‘fiber-
like’ elements. Note that the staining disappears in the boundary with the glomerular layer (GL). 
(B): The CNGA3-containing ‘fiber like’ elements do not enter within the olfactory glomeruli (g) 
(arrow). 
(C) and (D): Electron microscopy demonstrates that CNGA3 staining is located in the processes of 
the ensheathing glia (arrows). The axons of the olfactory nerve (Ax) are negative. 
(E): Occasionally, the positive cell body of an ensheathing glial cell (asterisk) was found in the 
ONL. 
(F): The positive processes of the ensheathing glia (arrows) can be perfectly distinguished from the 
bundles of negative olfactory axons (Ax) in a longitudinal section. 
Scale bars: 100 µm in (A); 50 µm in (B); 0.5 µm in (C) and (D); 1 µm in (E) and (F). 
 
FIGURE 3. CNGA3 staining in the glomerular layer under the light microscope. 




(A): CNGA3 appears in some neurons (arrows) located in the periglomerular region of an olfactory 
glomerulus (g). 
(B): CNGA3-positive periglomerular cells (arrows) can be distinguished among the thick dendrites 
of the positive principal cells. 
(C) and (D): In addition to the stained periglomerular cells (solid arrows), there are CNGA3-
containing external tufted cells in the periglomerular region of the olfactory glomeruli (open 
arrows). Note that the positive periglomerular cells and the positive external tufted cells are 
perfectly distinguishable by their size and morphological features. 
Scale bars: 25 µm in (A) and (B); 12.5 µm in (C) and (D). 
 
FIGURE 4. CNGA3 staining in the glomerular neuropil under the electron microscope. 
(A) and (B): Two positive dendrites of mitral/tufted cells (M/T) make asymmetrical synaptic 
contacts (arrows) on two negative dendrites of periglomerular cells (PG) in the synaptic 
compartment of the glomerular neuropil. 
(C): Pre-embedding immunogold detection of CNGA3 shows a positive dendrite of a M/T 
establishing a synapse (arrow) with the dendrite of a negative PG. Note that there is no specific 
subcellular localization of the gold-silver particles in the positive dendrite. They are indistinctly 
found linked to the plasmatic membrane or in the cytoplasm of the dendrite. 
(D): Post-embedding immunogold detection of GABA in sections previously stained for CNGA3 
with DAB as chromogen. A CNGA3-positive and GABA-negative dendrite of a M/T make an 
asymmetrical synapse (arrow) on a GABA-positive and CNGA3-negative PG. 
Scale bars: 250 nm in (A), (B) and (D); 0.5 µm in (C). 
 
FIGURE 5. CNGA3 staining in the glomerular neuropil under the electron microscope. 
(A): The positive dendrite of a periglomerular cell (PG) receives an asymmetrical synapse from a 
mitral/tufted cell (M/T) and another from the olfactory nerve (ON) (open arrows) in the sensory 




compartment of the glomerular neuropil. Note that DAB precipitate is linked to the plasmatic 
membrane of the PG (solid arrow). 
(B): Pre-embedding immunogold detection of CNGA3 shows the positive dendrite of a M/T 
making a synapse (open arrow) on the positive dendrite of a PG. In the PG, note that gold-silver 
particles are attached to the plasmatic membrane (solid arrows). 
(C) and (D): Post-embedding immunogold detection of GABA in sections previously stained for 
CNGA3 using DAB as chromogen. Two CNGA3- and GABA-positive PG are located in the 
sensory compartment of the glomerular neuropil. Open arrows point out an asymmetrical synapse 
from the ON to the PG in (C) and a symmetrical synapse from the PG to a M/T in (D). Solid arrows 
point out the DAB precipitate in the PG profiles. 
Scale bars: 0.5 µm. 
 
FIGURE 6. CNGA3-staining in the external plexiform layer and in the mitral cell layer under the 
light microscope. 
(A): Semi-panoramic view showing that CNGA3-staining is intense in the whole external plexiform 
layer, due to the dendrites of principal cells. The density of positive elements is higher in the 
external portion of the layer (EPL ex.) compared to the internal portion (EPL in.). The dendrite of a 
positive mitral cell can be followed across the layer (arrows). 
(B): Positive external tufted cells located in the EPL ex. 
(C): Positive middle tufted cell in the EPL in. 
(D): Positive mitral cells in the mitral cell layer. Note that the initial portion of the axons are also 
stained in the internal plexiform layer (arrows). 
Scale bars: 100 µm in (A); 25 µm in (B), (C) and (D). 
 
FIGURE 7. CNGA3 in the neuropil of the external plexiform layer under the electron microscope. 




(A): Pre-embedding immunogold detection of CNGA3. Gold-silver particles are found in the 
dendrites of the mitral/tufted cells (M/T). The gemmules of the granule cells (Gr), which are 
establishing synaptic relationships with the M/T (open arrows) are clearly negative. 
(B) and (C): Post-embedding immunogold detection of GABA in sections previously stained for 
CNGA3 using DAB as chromogen. Two GABAergic gemmules of Gr are CNGA3-negative in (B). 
These gemmules receive asymmetrical synapses from a CNGA3-positive M/T (arrows). The 
varicosity of a GABAergic interneuron of the external plexiform layer (In) is CNGA3-negative in 
(C). This varicosity receive an asymmetrical synapse from a CNGA3-positive M/T (arrow). 
Scale bars: 0.5 µm. 
 
FIGURE 8. CNGA3 in deep short-axon cells of the inframitral layers. 
(A): Semi-panoramic view of the internal plexiform layer (IPL) and granule cell layer (GCL). The 
density of positive cells is high in the inframitral region. 
(B): Two positive deep short-axon cells are located in the IPL (solid arrows). They are smaller than 
a positive mitral cell (open arrow). 
(C): Three positive deep short-axon cells (open arrows) are located in the superficial portion of the 
GCL. These cells are morphologically distinguishable from the positive fusiform cell (solid arrow) 
located in the same region. 
(D-F): Detailed views of three CNGA3-containing deep short-axon cells of the GCL with pyriform 
or polygonal morphologies at different levels of the IPL and GCL. 
EPL: external plexiform layer; MCL: mitral cell layer. 
Scale bars: 50 µm in (A); 25 µm in (B) and (C); 12.5 µm in (D), (E) and (F). 
 
FIGURE 9. CNGA3 in fusiform cells of the inframitral layers. 
(A): Semi-panoramic view of the inframitral region showing positive fusiform cells. The density of 
these cells is higher in the deep portion of the granule cell layer (GCL) and in the white matter 




(WM). Note that the rostral migratory stream (RMS) also contains an abundant population of 
positive cells. 
(B): The positive fusiform cells (solid arrows) are morphologically distinguishable from the 
positive deep short-axon cells (open arrow) found in the same region. 
(C) and (D): One or two radial processes oriented perpendicularly to the bulbar layers can be found 
in the positive fusiform cells.  
(E) and (F): The processes are not profusely ramified. On the contrary, only short branches can be 
occasionally observed in the processes of these cells (arrows). 
Scale bars: 100 µm in (A); 12.5 µm in (B), (C), (D), (E) and (F). 
 
FIGURE 10. Neurochemical characterization of the CNGA3-positive cells. Red fluorophore was 
used to stain CNGA3 and green fluorophore was used to stain the other markers. 
(A): CNGA3 do not colocalize with nNOS in periglomerular cells. 
(B): The CNGA3-containing periglomerular cells do not contain TH. 
(C): CNGA3 and CCK colocalize in some tufted cells. However, they do not colocalize in 
periglomerular cells. Solid arrows point to CNGA3-containing periglomerular cells and open arrow 
point to a CCK-containing periglomerular cell. 
(D): The CNGA3-containing periglomerular cells shown do not contain CB. 
(E): CNGA3-positive periglomerular cells are CR-negative. 
(F): CNGA3 is not expressed in the PV-containing interneurons of the external plexiform layer. 
(G): The CNGA3-containing fusiform cells found in the inframitral region are not nNOS-
containing granule cells. 
(H): The CR-containing granule cells do not contain CNGA3. 
(I): The CNGA3-positive fusiform cells found in the inframitral region are DCX-positive. 
Scale bar: 50µm. 
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